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1
1.  Introduction 
 
1.1. Sepsis 
Septic  shock  remains  the major  cause  of  death  in  noncoronary  intensive 
care units, with an estimated mortality of approximately 50‐60%  [1].  It  is 
especially  common  in  the  elderly  [2]  and  the  incidence  is  increasing  and 
projected  to  continue  to  grow  as  the  population  gets  older  [3].  Sepsis  is 
present  when  there  is  a  proven  or  clinical  suspicion  of  an  infection, 
combined with  signs  of  a  systemic  response  to  the  infection.  These  are 
indicated  by  the  four  SIRS  criteria  [4]:  1)  hyperthermia  or  hypothermia 
(temperature > 38.5 °C or < 36.5 °C), 2) leukocytosis or leukopenia (> 12.0 * 
109/L  or  <4.0  *  109/L),  3)  tachycardia  (heart  rate  >  90  beats/min)  and  4) 
tachypnea  (respiration  >  20  breaths/min  or mechanically  ventilated)  [5]). 
Sepsis accounts  for 2% of hospital admissions; 9% of patients with  sepsis 
progress  to severe sepsis, resulting  in organ dysfunction, and 3% of  those 
with severe sepsis suffer septic shock, resulting in hemodynamic instability 
[6].  The  clinical  and  socio‐economical  importance  of  this  syndrome  are 
substantial,  because  septic  shock  increases  the  length  of  stay  in  the 
intensive care unit and hospital [2]. 
 
1.2. Acute kidney injury 
Acute  kidney  injury  (AKI)  is  the  most  common  complication  in 
approximately 20% of  the septic patients  [7], with an associated mortality 
rate of 75%. This  is much higher  than  in patients whose  renal  failure did 
not  result  from  sepsis  (45%)  [8]. AKI  is  a  syndrome  characterized  by  a 
sudden deterioration in renal function. This results in the failure to excrete 
nitrogenous  (urea  and  creatinine)  and  non‐nitrogenous  waste  products, 
and  to maintain  the  fluid  and  electrolyte  homeostasis  [9]. Although  the 
presence of multiple organ dysfunction and other  comorbidities  certainly 
contribute  to  the  high  mortality  of  sepsis  patients,  AKI  independently 
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increases  morbidity  and  mortality  [10].  Despite  significant  advances  in 
supportive care, no substantial improvement in outcome from AKI over the 
past  50  years  in  septic  shock  has  been  observed  [11].  While  the 
pathogenesis  of  septic  AKI  is  multi‐factorial  and  not  completely 
understood, NO has been considered an important player. 
 
 
2.   Pathophysiology of septic acute kidney injury 
2.1. Introduction 
Infections  begin  when  micro‐organisms  circumvent  or  penetrate  host 
barriers,  such  as  skin  and  mucosa.  Depending  on  the  virulence  of  the 
infecting  agent  and  the patient’s  immunocompetence,  local host defenses 
may be overwhelmed, resulting in microbial invasion of the blood stream. 
Infection of the chest, abdomen, genitourinary system, and primary blood 
stream  infections  cause more  than  80% of  the  cases with  sepsis  [3;12;13]. 
The occurrence of Gram‐negative sepsis has diminished over the last years 
to 25‐30%, and Gram‐positive and polymicrobial  infections accounted  for 
30‐50%  and  25%  of  the  cases,  respectively  [2;12].  However,  endotoxins 
(lipopolysaccharide; LPS) are  frequently  found  in  the systemic circulation 
during sepsis, regardless of the infecting micro‐organism [14], possibly due 
to  the  absorption  of  LPS  derived  from  Gram‐negative  flora  of  the 
gastrointestinal  tract  [15]. During  the  cascade  of  sepsis progression, LPS, 
cytokines, and, subsequently, NO are released (Figure 1.1.). 
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Figure  1.1. A) Cascade  of  events during  sepsis  leading  to  acute kidney  injury 
Modified from Schrier and Wang [7].B) Detailed overview of LPS binding  
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2.2. Lipopolysaccharide 
The  bacterial  species  most  often  involved  in  Gram‐negative  sepsis  and 
septic  shock  are  Escherichia  coli,  Klebsiella  pneumonia  and  Pseudomonas 
aeruginosa  [13]. The  lysis of  these organisms  results  in  the  release of LPS 
into the blood stream and rapid distribution throughout the body [16]. This 
binds  to  the  LPS‐binding  protein  (LBP)  through  the  biologically  active 
component  lipid A of  the molecule  [17]  (see Figure  1.1. B). The LBP‐LPS 
complex binds to the co‐receptor CD14, thereby enabling interactions with 
the  cell  surface  toll‐like  receptor  4  (TLR4)‐MD‐2  complex  on monocytes, 
macrophages  and  neutrophils  [18]  (Figure  1.1.B),  but  also  locally  on,  for 
example, renal tubular epithelial cells [19‐21]. These cells are then activated 
through  a  myeloid  differentiation  primary  response  gene  (MyD88)‐
dependent  and  an  ‐independent  pathway  [22]  to  produce  cytokines. 
Recently,  it  was  demonstrated  that  the  induction  of  septic  AKI  mainly 
depends  on MyD88b  [23].  For more  detailed  information  on  other  LPS‐
sensing  cell  surface  molecules  and  intracellular  signaling  pathways  the 
reader is referred to comprehensive reviews [18;22;24].  
 
2.3. Cytokines 
The pro‐inflammatory cytokines produced upon LPS exposure, e.g. tumor‐
necrosis  factor  (TNF)‐α,  interleukin  (IL)‐1,  and  interferon  (IFN)‐γ bind  to 
their  specific  receptors  on  different  cell  types. Receptors  involved  in  the 
kidney  include TNFR‐1  in glomerular  endothelial  cells of  the glomerulus 
and TNFR‐2 in renal tubular epithelial cells [25]. Moreover, TNF‐α binds to 
the  (TLR4)‐MD‐2  complex  and,  after  a  cascade  of  reactions,  activates  the 
nuclear  factor  (NF)‐κB.  This  involves  the  proteolytic  cleavage  of  the 
inhibitor  of  κB  (IκB)  from NF‐κB, which  enables  the  activated NF‐κB  to 
enter  the nucleus where  it binds  to  the promoter  region of  the  inducible 
nitric oxide synthase (iNOS) gene to activate transcription [26]. 
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2.4. Nitric oxide 
Translation of iNOS mRNA, and the subsequent assembly of iNOS protein 
are associated with formation of NO [26] (Figure 1.1). Excessive production 
of  NO  during  sepsis  causes  systemic  vasodilation,  resulting  in 
hemodynamic  instability  and  shock.  As  a  consequence,  intrarenal 
vasoconstriction  occurs with  sodium  and water  retention,  and decreased 
glomerular filtration rate (GFR) [7]. However, hemodynamic factors do not 
operate  alone  or  may  not  have  major  impact,  as  hypotension  does  not 
correlate  with  AKI  in  critically  ill  patients  with  severe  sepsis  [27].  In 
addition, animal models have shown that LPS can cause renal injury in the 
absence  of  a  significant  fall  in  systemic blood pressure  or  in  renal blood 
flow  [28;29]. Furthermore,  the potential  for direct  toxicity of LPS  to  renal 
proximal  tubule cells  in vivo  is supported by  in vitro studies showing  that 
lipid A of LPS produces NO‐mediated oxidant injury [30].  
 
 
3.   Role of NO in septic acute kidney injury 
 
3.1. Biosynthesis of NO and localization of NOS isoforms in the  
       kidney 
NO was discovered as an endothelial derived relaxing factor (EDRF, [31]), 
and is a labile molecule with a half‐life in biological systems of only a few 
seconds [32]. NO rapidly oxidizes to the unstable nitrite in vivo, and this is 
predominantly  converted  into  nitrate  by  oxyhemoglobulin, which  is  the 
major metabolite with a half‐life of 1.5‐8.0 hours (collectively referred to as 
NOx) [33;34].  
NO and L‐citrulline are synthesized by the oxidation of a guanidino 
nitrogen atom of L‐arginine by NOS, which exists in at least three different 
isoforms [35;36].  
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The  constitutive  isoforms,  neuronal  NOS  (nNOS,  type  I)  and 
endothelial NOS  (eNOS,  type  III),  are  activated  through  Ca2+‐dependent 
binding of calmodulin to the enzyme. These isoforms are responsible for a 
constant,  low  rate  production  of  NO,  which,  for  a  short  time,  can  be 
increased  to  the nanomolar  range.  In  contrast,  the  inducible NOS  (iNOS, 
type  II)  is  stimulated  at  the  level  of  gene  transcription  and  is  Ca2+‐
independent, because  it contains calmodulin  tightly bound  to  the enzyme 
[37]. Once  induced,  this  results  in a permanent activation of  the enzyme. 
Therefore, NO production by  iNOS  is  excessive  in  the micromolar  range 
and most likely only limited by substrate, cofactors and protein turnover.  
  Besides systemic release, NO can be produced locally in the kidney. 
The  localization  of  the  different  NOS  isoforms  along  the  nephron  is 
depicted in Figure 1.2. Constitutive NOS has been detected not only in the 
distal  tubular cell, but also  in  the  thick ascending  limb of Henle, and  the 
cortical  and medullary  collecting  duct  in mammalian  kidney  [38‐40].  In 
addition,  eNOS  is  present  in  the  proximal  tubules  and  nNOS  in macula 
densa cells [40;41]. In contrast to many other organs, iNOS is constitutively 
expressed  in both  rat  and human proximal  tubule  cells  [42‐45]  and  from 
nosII‐/‐   mice  studies  it  is known  that  this  isoform  is also expressed  in  the 
medulla [40]. Furthermore, iNOS has been identified in fetal kidney, where 
presumably  endogenous  stimuli  activate  the  enzyme  in  order  to  fulfil  a 
physiological function rather than a host defense mechanism [46]. 
 
3.2. Effects of NO in the kidney 
The role of NO in the kidney is complex, because it can both attenuate and 
exacerbate  renal  injury,  depending  on  the  balance  between  beneficial 
hemodynamic effects and cytotoxicity. The site and rate of NO production 
and its chemical fate determine this balance [47;48]. The regulatory function 
of  NO  has  been  demonstrated  in  glomerular  hemodynamics  [43;49‐51], 
tubuloglomerular feedback [41;52;53], and pressure natriuresis [54‐57]. 
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Figure 1.2. Expression nitric oxide synthase isoforms in mammalian nephron. 
Abbreviations:  PT:  proximal  tubulus;  TAL:  thick  ascending  limb  of  Henle;  DT:  distal 
tubulus; MD: macula  densa;  CD:  collecting  duct;  iNOS:  inducible  nitric  oxide  synthase; 
eNOS: endothelial NOS; nNOS: neuronal NOS. Inspired by Ortiz and Garvin [40]. 
 
NO plays an important and unique role in the kidney by acting as a 
chronic  antagonist  of  various  vasoconstrictors  rather  than  as  a  primary 
vasodilator [58]. Constitutive NOS isoforms are susceptible to inhibition by 
elevated levels of NO [59‐61]. High NO levels secondary to increased iNOS 
activity may  inhibit  eNOS  activity  and,  through  this mechanism,  lead  to 
renal vasoconstriction and  reductions  in GFR  [62]. However,  some NO  is 
essential  for  the  preservation  of  GFR  in  endotoxemic  shock  through  its 
effect  on  the  afferent  arteriole  [63].  Besides  hemodynamic  effects, 
endogenous NO  prevents  glomerular  thrombosis  during  endotoxemia  in 
rats [64]. 
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The cytotoxic potential of NO  is a consequence of  its reaction with 
metals, reduced  thiols, molecular oxygen or other reactive oxygen species 
(ROS)  [65]. The  fastest reaction  is with superoxide  ions, generated during 
inflammation,  to  form peroxynitrite  (ONOO‐). This  is a powerful oxidant, 
capable  of  oxidizing  thiols  and DNA  bases,  and modifying proteins  and 
lipids  by  nitration  [66;67].  These  reactions  trigger  cellular  responses 
ranging  from  subtle  modulations  of  cell  signaling  to  overwhelming 
oxidative  injury,  committing  cells  to necrosis  or  apoptosis.  In  contrast  to 
superoxide, NO  is hydrophobic and diffuses  readily  through membranes 
and, therefore, it can diffuse several cell diameters from its site of synthesis 
[68]. Under physiological  conditions, a high  concentration of  intracellular 
superoxide dismutase (SOD) minimizes the formation of peroxynitrite [69]. 
However,  since  superoxide  anions  react  faster with NO  than with  SOD, 
excessive  amounts  of  NO  can  outnumber  SOD  for  superoxide  anions, 
leading to the formation of peroxynitrite [70].  
Although peroxynitrite itself has a very short half‐life, especially in 
acidic  environments  [71;72],  its  production  can  be  determined  by 
measuring nitrotyrosine levels in urine, plasma or tissue samples [73;74]. In 
several animal studies it was shown that LPS increased the 3‐nitrotyrosine‐
protein  adducts  in  renal  cortex,  as  detected  by  immunohistochemistry, 
indicating the generation of peroxynitrite [75;76]. It has been demonstrated 
that  both  plasma  nitrotyrosine  and  NOx  are  increased  in  renal  failure 
patients,  and  that  the  increases were more  severe  in patients with  septic 
shock  [77].  Impaired  renal  clearance  may  have  been  responsible  for 
increased  concentrations of  these metabolites  [78], although NOx did not 
correlate with renal failure in other clinical studies [79‐81].  
In addition to ROS, NO can be a mediator of hypoxic injury in both 
freshly  isolated  rat  and mouse  renal proximal  tubules  [82;83]. Treatment 
with  antisense  oligodeoxynucleotides  against  iNOS,  as well  as with  the 
stable  NO  scavenger  2‐phenyl‐4,4,5,5‐tetramethylimidazoline‐3‐oxide‐1‐
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oxyl  (PTIO),  rescued  renal  epithelial  cells  from  oxidative  stress  injury 
[83;84].  
The hypothesis that basal release of NO is beneficial for the kidney, 
whereas  the  excessive  generation  of  NO  by  iNOS  contributes  to  the 
pathophysiology  of  septic  shock,  has  stimulated  the  search  for  selective 
inhibitors of iNOS activity. 
 
3.3. Role of NO in tubular drug transport  
The proximal  tubular epithelial cells of  the kidney are responsible  for  the 
urinary  elimination  of  potentially  toxic  compounds,  such  as  endogenous 
(metabolic) waste products, xenobiotics, and drugs. As a result of its active 
secretory transport function, the proximal tubule is also an important target 
for  toxic  effects  and  is  often  the  first  site  of  damage  in  AKI  [85].  To 
accomplish  this  detoxification  task,  the  proximal  tubular  epithelial  cells 
possess  multiple  plasma  membrane  transporters  that  use  ATP  and 
transmembrane  ion  gradients  for  the  active  secretion  of  organic  cations 
(OC+) and anions (OA‐) [86]. These drug transporters differ from each other 
by their localization, expression levels and substrate specificity.  
Current knowledge on their  localization  in proximal tubule cells  is 
depicted  in  Figure  1.3.  The  carrier‐mediated  systems  for  organic  cations 
include the organic cation transport proteins (SLC22a1‐3/OCT1‐3), the ATP‐
binding  cassette  (ABC)  transporter,  P‐glycoprotein  (ABCB1/P‐gp),  the 
OCT‐novel  proteins  1  and  2  (SLC22a4‐5/OCTN1‐2),  and  the  recently 
identified multidrug and toxin extrusion organic cation antiporters 1 and 2‐
K  (SLC47A/MATE1‐2K)  [87‐89]. The  carrier‐mediated  systems  for organic 
anions  include  the organic  anion  transporter  (SLC22a6‐8/OAT1‐3)  family, 
the  organic  anion  transporting  peptide  (SLCO/OATP)  family,  and  the 
multidrug resistance‐associated protein (ABCC/MRP) family [90]. 
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Figure 1.3.  Organic cation (A) and anion (B) transporters expressed in proximal  
tubule  cells. A) Slc22a1/Oct1, Slc22a2/Oct2, Slc47a/MATE1, Abcb1/P‐gp, Slc22a4/OCTN1 
and Slc22a5/OCTN2. B) Abcc6/Mrp6, Slc22a6/Oat1, Slc22a8/Oat3, Abcc2/Mrp2, Abcc4/Mrp4, 
Abcg2/Bcrp, Abcb11/Bsep, Slco1/Oatp1 and Npt1. 
 
The  role  of  NO  as  an  intermediate  in  an  autocrine  signaling 
pathway  that  occurs  in  response  to  the  action  of  several  nephrotoxic 
chemicals  in  renal  proximal  tubules  was  demonstrated  previously  [91]. 
Exposing  killifish  tubules  to  radiocontrast  agents,  aminoglycoside 
antibiotics  and  certain  heavy  metals  caused  the  following  sequence  of 
events:  1)  release  of  endothelin  (ET)  to  the  medium,  2)  activation  of  a 
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basolateral  ETB‐receptor,  3)  activation  of NOS  and  production  of NO,  4) 
activation of protein kinase C (PKC) and 5) reduction in transport mediated 
by  two  ABC  transporters  in  the  luminal  membrane,  Abcb1/Pgp  and 
Abcc2/Mrp2 [91‐93;93]. Although signaling appeared to be Ca2+‐dependent, 
because  ET  release was  blocked  by  the Ca2+‐channel  blocker,  nifedipine, 
and  it  was  activated  (in  the  absence  of  nephrotoxicants)  by  elevated 
medium Ca2+. On the other hand, these results also indicated that activation 
of  NOS  is  most  likely  Ca2+‐independent  and  it  was  suggested  that 
production of NO is a result of an induction of iNOS.  
Hartmann  et  al.  [94]  demonstrated  increased  urinary  excretion  of 
doxorubicin during endotoxemia in mice, due to increased renal Abcb1/P‐
gp expression  levels.  It was hypothesized  that LPS may affect  transporter 
expression  after  binding  to  the  TLR4  and  a,  not  yet  identified,  factor 
through  activation  of  NOS‐dependent  pathways,  as  was  found  for 
Abcb1/P‐gp in rat brain capillaries [95]. Furthermore, the pro‐inflammatory 
cytokine TNF‐α might act through NOS activation [95], but also through a 
pathway  that  does  not  involve  iNOS‐derived  NO  during  endotoxin‐
associated  kidney  injury  [28].  In  addition,  administration  of  the  pro‐
inflammatory cytokine IFN‐γ affects the pharmacokinetics of the Abcb1/P‐
gp  substrate,  digoxin  [96].  In  agreement with  these  findings  in  rats  and 
closely related to our previous findings in killifish renal proximal tubules, it 
was demonstrated in rat brain capillaries that TNF‐α increased Abcb1/P‐gp 
expression  and  transport  activity  [97].  This was  the  result  of  binding  to 
TNF‐R1 followed by ET release and stimulation of ETA and ETB receptors, 
NOS,  PKC  and  finally  NF‐κB  activation.  Whether  a  similar  regulatory 
pathway  takes  place  in  renal  Abcc2/Mrp2  activity  remains  to  be 
determined.  
Many drug  transporters are also expressed  in  the  liver and a vast 
amount  of  animal  studies  investigated  the  role  of  these  hepatic  drug 
transporters  in  the  biliary  excretion  of  various  xenobiotics  during 
endotoxemia [98;99].  
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Abcb1a mRNA expression and P‐gp protein are decreased in rodents 
during  endotoxemia,  and  subsequently,  the  biliary  excretion  of  P‐gp 
substrates  rhodamine‐123  and  doxorubicin  is  diminished  [94;100‐103]. 
Hepatic  Abcc2/Mrp2  and  Abcb11b/Bsep  expression  levels  decreased  in 
rodents and human  liver  slices after exposure  to LPS  [104]. On  the other 
hand, Abcc1/Mrp1, Abcc3/Mrp3,  and Abcc5/Mrp5  expression  in  rat  liver 
increase after treatment with LPS, suggesting a compensatory role for these 
transporters  during  endotoxin‐induced  cholestasis  [101;103;105;106].  In 
contrast  to  various  studies  investigating  the  expression  of  ABC‐
transporters, there is only one study in which the hepatic cation transporter 
during  endotoxemia  was  determined  with  a  decreased  amount  of 
Slc22a1/Oct1  as  a  result  [101].  Furthermore,  Slco1/Oatp1  expression  is 
decreased and its indocyanine green uptake in isolated perfused rat liver is 
increased  after  treatment  with  LPS  [104;106;107].  Both  Slco2/Oatp2  and 
Slco4/Oatp4  levels  are  decreased  in  rodents  during  endotoxemia 
[104;106;108;109].  In  contrast,  hepatic  mRNA  levels  of  Slco5/Oatp5, 
Slco11/Oatp11,  and  Slco/Oatp14  are  increased  during  endotoxemia  [106]. 
No  information  is available on  the  regulation of  these  transporters  in  the 
mammalian kidney during endotoxemia. 
 
 
4.   Therapies for septic acute kidney injury 
4.1. Clinical studies 
4.1.1. Introduction 
Standard treatment of sepsis  include the use of antibiotics to kill  invading 
bacteria,  surgical  procedures  to  eradicate  the  nidus  of  infection  and 
intensive life‐support procedures, such as mechanical ventilation, the use of 
vasoactive  drugs,  and  dialysis  [110].  Despite  the  importance  of  fluid 
therapy  in the prevention and treatment of AKI, the nature and targets of 
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an optimal  fluid resuscitation regimen continue  to be an unresolved  issue 
[111].  One  study,  focusing  on  early  start  of  therapy  with  fluids, 
vasopressors and transfusions, showed reduced mortality  in patients with 
severe sepsis and septic shock [112]. However, the effects on AKI were not 
reported  in  this  study.  Intensive  insulin  therapy,  on  the  other  hand, 
reduced mortality due to multiple‐organ failure, including AKI, in patients 
with  a  proven  septic  focus  [113]. Nevertheless,  hypoglycaemia  can  be  a 
drawback of this therapy [114]. 
The  first  attempts  to  combat  inflammation  in patients with  septic 
shock relied on non‐selective drugs, such as high dose corticosteroids and 
non‐steroidal  anti‐inflammatory  drugs  (NSAIDs)  [115].  Although  high 
doses of  steroids have no  clinical benefit  [116],  several  controlled  clinical 
trials  showed  that  low doses of hydrocortisone  and  fludrocortisone  for  a 
prolonged  period  of  time  reduced mortality  in  patients with  an  adrenal 
insufficient  refractory  septic  shock  [117]. However,  the  beneficial  effects 
appeared  to be  limited  to patients with  refractory  shock  [118]. Activated 
protein  C,  a  protein  that  has  anti‐thrombotic,  pro‐fibrinolytic,  and  anti‐
inflammatory effects, reduces mortality from severe sepsis and is currently 
the  first  biologic  agent  approved  by  the  Food  and Drug Administration 
(FDA)  for sepsis  treatment  [119;120]. This may, however, be accompanied 
by  an  increased  incidence  of  serious  bleeding  complications  [121]. 
Nowadays, many strategies for a therapeutic intervention in the cascade of 
sepsis  (Figure  1.1)  have  been  reported,  predominantly  targeting  LPS, 
cytokines or NO (summarized in Table 1.1.). 
 
4.1.2. Therapies against LPS 
The symptoms and biochemical manifestations of a systemic inflammatory 
response can be provoked in healthy human volunteers by the injection of 
nanogram  quantities  of  LPS  [122;123],  whereas  larger  quantities  can 
produce shock and life‐threatening organ dysfunction [124].  
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Therefore, many  therapies have aimed  to block  the effect of LPS by using 
antisera,  anti‐LPS  antibodies,  and  certain  antibiotics  (e.g.  murine 
monoclonal anti‐endotoxin; E5, human anti‐endotoxin antibody; HA‐1A, or 
taurolidine [125‐128]) or by binding LPS. The latter can be performed with 
proteins that increase bactericidal permeability increasing proteins, or high‐
density  lipoproteins  [129‐131].  In  addition,  alkaline phosphatase binds  to 
and,  subsequently,  dephosphorylates  LPS.  Secondly,  the  enzymatic 
reaction  product,  monophosphoryl‐LPS,  is  a  non‐toxic  substance  for 
mammals which acts as a partial antagonist on  the LPS  receptor complex 
[132;133].  However,  until  now,  translational  research  efforts  in  patients 
have  yielded  disappointing  results  [134].  For  example,  HA‐1A  and  E5 
proved  ineffective  because  of  their  weak  biological  activity  in  humans 
[135]. Furthermore,  the effect on renal  function of  these  therapies remains 
to be established. 
 
4.1.3. Anti‐cytokine therapies 
The  prototypical  inflammatory  cytokines  that  mediate  many  of  the 
immunopathological  features  of LPS‐induced  shock  [136]  are TNF‐α  and 
IL‐1β,  which  are  produced  in  excess  and  detectable  in  blood  in  septic 
patients [137]. Animal studies of anti‐TNF therapies showed prevention of 
both  mortality  and  renal  failure  [28;138;138;139].  Despite  this  apparent 
success,  anticytokine  therapies  failed  to  show  a  kidney  protective  or 
survival benefit in patients with sepsis [140‐143]. 
 
4.1.4. Nitric oxide inhibition 
As NO plays  a  key  role  in  the pathogenesis  of  SIRS  and multiple  organ 
dysfunction during sepsis [78;155;156], iNOS is a suitable target enzyme for 
the  treatment  of  the  syndrome.  Indeed,  inhibitors  of NO production  (e.g 
pyridoxalated hemoglobin polyoxyethylene conjugate [157] and ethyl (6R)‐
6‐]N‐(2‐chloro‐4‐fluorophenyl)sulfamoyl]‐cyclohex‐1‐ene‐1‐carboxylate 
[(R)‐(+)‐5n), TAK‐242]  [158]),  have  shown  to  be  effective  in  experimental 
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endotoxemia in animals and are currently undergoing clinical trials for the 
treatment  of  sepsis.  So  far,  the  asymmetrical  dimethyl  arginine  (ADMA) 
molecule  is  the  only  known  endogenous  inhibitor  of  NOS,  present  in 
human  plasma  and  urine,  and  probably  plays  a  role  in  certain  types  of 
kidney injury [159].  
Up  to  now,  only  non‐specific  iNOS‐inhibitors  that  inhibit  both 
eNOS as well as iNOS have been used for studying the role of NO during 
inflammation  in  humans  [154;160‐163].  A  randomized,  double‐blind, 
placebo‐controlled  phase  III  clinical  study  of  patients with  septic  shock 
detected an increase in overall mortality associated with treatment using a 
high  dose  of  the  nonselective  NOS‐inhibitor  l‐arginine  analogue  N(G)‐
monomethyl‐l‐arginine (L‐NMMA, [154]). Furthermore, studies performed 
in healthy human volunteers have demonstrated that infusion of L‐NMMA 
led  to  an  increase  in blood pressure  and  reduced  renal plasma  flow  and 
GFR,  due  to  inhibition  of  eNOS  [160;161].  Therefore,  we  believe  that 
selective  inhibition  of  iNOS  could  represent  a  substantially  superior 
approach for the treatment of AKI during sepsis. 
 
 
4.2. Preclinical studies on inhibition of renal iNOS  
 
The  induction  of  iNOS  by  LPS  and  cytokines  can  be  suppressed  by 
glucocorticosteroids [164], which could ameliorate renal dysfunction [165]. 
Scavenging ROS with antioxidants attenuated endotoxin‐ or sepsis‐induced 
AKI  in  animal  models  [166‐169].  On  the  other  hand,  treatment  with 
dimethyl  thiourea,  a  scavenger  of  ROS,  failed  to  prevent  renal  injury 
during  endotoxemia  in  rats  [170].  Furthermore,  pretreatment  with  the 
antioxidant, N‐allylsecoboldine,  reversed  the  iNOS  protein  expression  in 
the renal cortex of endotoxemic rats and  improved  the urinary potassium 
excretion rate, suggesting preservation of renal tubular function [168].  
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Therefore,  iNOS‐inhibitors  may  offer  an  advantage  over  antioxidants, 
because they can improve both hemodynamics and reduce the formation of 
peroxynitrite  [76].  Most  NOS‐inhibitors  are  antagonists  of  L‐arginine 
binding to the catalytic site of NOS, and inhibit all NOS isoforms potently. 
Examples  of  these  non‐specific  NOS‐inhibitors  are  given  in  Table  1.2. 
[26;171;172]. Aminoguanidine was the first, relatively selective, inhibitor of 
iNOS with low acute toxicity and potential clinical usefulness [173]. Other 
guanidines,  for  example  1‐amino‐2‐hydroxy‐guanidine, 
mercaptoethylguanidine, and methylguanidine, also inhibit iNOS [174;175]. 
S‐substituted isothioureas, like S‐ethyl‐isothiourea, aminoethyl‐ isothiourea 
and S‐methyl‐isothiourea (SMT), are non‐amino acid analogs of L‐arginine 
and  are  also  potent  inhibitors  of  iNOS  activity  [172]. Other  examples  of 
specific iNOS‐inhibitors are given in Table 1.2. The affinity, selectivity and 
specificity of these various agents towards the three isoenzymes are beyond 
the scope of this chapter and were described in detail by others [48;172;176‐
182].  
In contrast to interventions with non‐selective inhibitors of iNOS, in 
vivo  animal  studies  have  demonstrated  that  selective  iNOS  inhibition 
attenuates  inflammation‐induced  AKI  (see  Table  1.2).  All  these  studies 
used LPS  to provoke systemic  inflammation, except  for one study  in pigs 
injected  with  living  bacteria  (Pseudomonas  aeruginosa)  [183].  Strength  of 
most  studies was  the postinsult  initiation  (from 1 hour  till 12 hours after 
endotoxin treatment) of the intervention. In a few studies the treatment was 
introduced  immediately  following  or  even  before  LPS  administration, 
however, this strategy is not relevant for a clinical setting [62;184‐186]. 
Almost  all  studies  determined  the  plasma  creatinine  level  as  an 
indicator  of  kidney  function,  and  reported  a  reversal  in  the  rise  of  this 
parameter  after  treatment with  specific  iNOS‐inhibitors.  In  a  few  studies 
the  renal  function was  determined  and  after  specific  iNOS  inhibition  an 
improvement in GFR, renal blood flow (RBF) or inulin clearance was found 
(see Table 1.2.).  
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The  iNOS‐inhibitors  L‐canavanine  [193],  aminoguanidine  and 
methylguanidine [195] also largely prevented the detrimental consequences 
of  LPS  on  oxidative  damage  in  the  kidney.  It  was  found  that 
aminoguanidine may  selectively  inhibit  iNOS,  and may  also  reduce  the 
harmful effects of NO by reacting with peroxynitrite [175].  
The  development  of  specific  iNOS‐inhibitors  with  other 
mechanisms  of  action  has  the  potential  to  open  up  novel  therapeutic 
strategies  to  combat  septic  AKI.  For  example,  FR260330  is  a  newly‐
developed  direct  iNOS  inhibitor  with  a  novel  mechanism  of  action:  it 
impedes  iNOS  monomer  dimerization  and  blocks  the  activity  of  the 
enzyme  selectivity  [198].  Selective  inhibition  of  the  cyclic  guanosine 
monophosphate  (cGMP)  generating  enzyme  soluble  guanylate  cyclase 
(sGC),  resulted  in  an  attenuation  of  renal  dysfuntion  in  rats  [199], 
indicating that blocking sGC may be another potential therapeutic strategy, 
downstream NO,  to  treat  renal  failure  during  septic  shock.  In  addition, 
methylene blue binds to sGC, blocks cGMP production, and has the ability 
to inhibit NO synthases and to scavenge NO [200;201]. 
Apparently, induction of renal iNOS during systemic inflammation 
results in local accumulation of NO in the proximal tubule leading to renal 
damage. Moreover,  this  has  important  implications  for  drug  disposition 
during  sepsis.  Clearly,  the  prevention  and  treatment  strategies  for  AKI 
during sepsis will be facilitated by ongoing basic and clinical investigations 
in this field, and selective inhibition of renal iNOS holds great promise.  
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5. Aim and outline of this thesis 
 
The aim of the thesis was to define the role of iNOS in septic acute kidney 
injury in humans and to investigate its role in the regulation of renal drug 
transporters during  systemic  inflammation. For  in vivo  investigations, we 
used  experimental  endotoxemia  in  healthy  volunteers  and  patients with 
sepsis,  experimental  endotoxemia  in  rats  and  in  vitro  experiments were 
performed  with  cultured  rat  kidney  tubular  epithelial  cells  exposed  to 
inflammatory mediators. 
 In  part  I,  the  role  of  renal  iNOS  in  AKI  during  systemic 
inflammation in humans is described. Chapter 2 describes the involvement 
of  locally  produced NO  on  renal  tubular  integrity  in  healthy  volunteers 
during  experimental  endotoxemia.  Also,  the  presence  of  iNOS  in  cells 
isolated from urine of healthy volunteers injected with LPS and from septic 
patients  was  shown.  In  Chapter  3,  the  effects  of  alkaline  phosphatase, 
which  dephosphorylates  LPS,  on  renal  iNOS  expression  and  kidney 
integrity  in  patients  with  severe  sepsis  or  septic  shock  are  presented. 
Chapter 4  comprises  studies on  the  short‐term  effect of  the NO pathway 
inhibitor, methylene blue, on kidney damage in septic shock patients.  
  In  part  II,  the  role  of  NO  in  renal  drug  transport  during 
experimental  endotoxemia  is discussed. Chapter  5 describes  the  effect  of 
NO, produced  by  iNOS,  on  the  expression  of  18  renal ABC  transporters 
and on  the activity of Abcc2/Mrp2, monitored using an  isolated perfused 
rat kidney. Furthermore,  the role of NO  in proximal  tubule  injury during 
endotoxemia in rats was assessed. Chapter 6 shows the investigation of the 
functional  consequences  of  endotoxemia  on  the  renal  handling  of  the 
Abcc2/Mrp2  substrate,  pravastatine,  using  isolated  perfused  kidneys  of 
normal  rats  and  of  rats  lacking Mrp2. Whether  the Mrp2‐deficient  rats, 
which  display  high  plasma  bilirubin  levels,  are  protected  against  acute 
kidney injury during endotoxemia was subject of investigation described in 
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Chapter  7.  It  is  speculated  that  the  high  bilirubin  levels  scavenge  the 
excessive NO  release  and,  together with  the  high  renal  heme  oxygenase 
levels,  protect  against  proximal  tubular  damage  during  endotoxemia. 
Chapter  8  presents  studies  on  the  renal  handling  of  the  cationic  dye, 
rhodamine  123, during  endotoxemia. The  role of NO on  the  activity  and 
expression of various organic cation transporters is discussed. In Chapter 9 
it was examined whether  the  increase  in Abcb1/P‐gp  transport activity  is 
completely NO‐dependent after exposing rat kidney proximal tubular cells 
to  inflammatory mediators. Finally,  the  thesis  is concluded with a general 
discussion and summary in Chapters 10 and 11. 
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Abstract  
 
The  incidence and mortality of septic acute kidney  injury are high, partly 
because  the pathogenesis of sepsis‐induced renal dysfunction  is not clear. 
The objective of  the present study was  to  investigate  the up‐regulation of 
renal  inducible  nitric  oxide  synthase  (iNOS)  in  human  endotoxemia  and 
sepsis and the effect of NO on tubular integrity.  
We  studied  patients with  sepsis  and  endotoxemia  in  human  volunteers 
induced by a bolus injection of 2 ng/kg E. coli lipopolysaccharide (LPS). In 
addition,  the  effect  of  co‐administration  of  the  selective  iNOS  inhibitor 
aminoguanidine  was  evaluated.  The  urinary  excretion  of  the  cytosolic 
glutathione‐S‐transferase‐A1  (GSTA1‐1)  and  GSTP1‐1,  markers  for 
proximal and distal tubule damage respectively, were determined.  
In patients with sepsis, an almost 40‐fold induction of iNOS mRNA in cells 
isolated from urine was found accompanied by a significant increase in NO 
metabolites in blood. The mRNA expression of iNOS was 34‐fold  induced 
after  endotoxin  administration.  LPS‐treated  healthy  volunteers  showed  a 
higher urinary excretion of NO metabolites compared to controls. Urinary 
NO  metabolite  excretion  correlated  with  urinary  GSTA1‐1  excretion, 
indicating proximal tubule damage, whereas no distal tubular damage was 
observed.  
Co‐administration of aminoguanidine  reduced  the up‐regulation of  iNOS 
mRNA, urinary NO metabolite and GSTA1‐1 excretion, indicating that up‐
regulation of iNOS and subsequent NO production may be responsible for 
renal proximal tubule damage observed.  
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2Introduction  Septic  shock  is  the  leading cause of death  in  intensive care units with an 
overall  mortality  rate  of  approximately  50%  [1].  The  incidence  rate  of 
severe  sepsis  lies  between  50  and  100  cases  per  100.000  individuals  in 
industrialized nations [2]. In addition, the incidence of acute kidney injury 
(AKI) in sepsis and severe sepsis is 19 and 23%, respectively [3], supporting 
the  need  for  further  understanding  of  the  pathophysiology  of  sepsis‐
induced  renal  dysfunction.  Apart  from  renal  hypoperfusion  due  to 
hemodynamic instability of patients with sepsis [4], other mechanisms, like 
local effects of cytokines or excessive nitric oxide (NO) release, may play a 
role in the development of renal failure.  
Sepsis  is  characterized  by  the  release  of  pro‐inflammatory 
cytokines, such as TNF‐α and IL‐1β, which are associated with endothelial 
and  tissue  injury  seen  in AKI  [5].  Besides  systemic  cytokine  production, 
kidney glomerular mesangial cells produce TNF‐α after lipopolysaccharide 
(LPS)  exposure  [6]. Different  animal  sepsis models  showed  a decrease  in 
both mortality and the incidence of renal failure with anti‐TNF therapies [7‐
9]. Unfortunately, anti‐cytokine therapies failed to show a survival benefit 
in patients with sepsis [10;11].  
During  the  past  decade,  NO  has  been  considered  an  important 
contributory  factor  to  the  pathogenesis  of  septic  shock.  Various 
inflammatory  stimuli,  such  as  LPS  and  pro‐inflammatory  cytokines, 
stimulate  the  endogenous NO  production  by  activation  of  an  inducible 
nitric oxide  synthase  (iNOS)  [12]. Among various other  effects,  excessive 
production  of NO  causes  systemic  vasodilation, which  in  turn  leads  to 
renal vasoconstriction with sodium and water retention [3]. Furthermore, a 
local induction of iNOS, which is constitutively expressed in the kidney, in 
particular  in  the  medulla  and  proximal  tubules,  may  be  the  cause  of 
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peroxynitrite‐related  tubular  injury  due  to  local  formation  of  reactive 
oxygen and nitrogen species during systemic inflammation [13]. 
In  contrast  to  the  vast  amount  of  in  vitro  and  in  vivo  animal 
experiments  concerning  the  role  of  iNOS  during  sepsis,  there  is  far  less 
evidence of  increased  iNOS  induction during  systemic  inflammation and 
sepsis  in  humans.  To  the  best  of  our  knowledge,  non‐selective  iNOS‐
inhibitors have been used exclusively in patients with sepsis [14] and, until 
now, no human clinical studies with selective inhibitors are available.  
The  present  study was  designed  to  investigate whether  systemic 
inflammation during sepsis and experimental human endotoxemia,  result 
in an up‐regulation of  renal  iNOS expression. Moreover,  the effect of NO 
on  tubular  integrity  was  studied.  For  this  we  examined  the  urinary 
excretion  of  the  cytosolic  enzymes, glutathione‐S‐transferases  (GSTs)  that 
are present in the proximal tubule (GSTA1‐1) and distal tubule (GSTP1‐1), 
as  biomarkers  for  AKI  [15].  In  addition, we  examined  the  effect  of  the 
selective  iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine,  to  determine  whether  the 
damage to the proximal tubules is caused directly by an overproduction of 
NO or indirectly by circulating cytokines. 
 
 
Materials and methods 
 
Patients with sepsis and human endotoxemia 
The ethical committee of the Radboud University Medical Centre Nijmegen 
approved  the  studies,  and  informed  consent  was  obtained  from  legal 
representatives of the patients and from all thirty‐three healthy volunteers. 
Patients admitted to the intensive‐care unit entered the study if they had an 
age between 18 and 80 years, a proven or suspected  infection,  two out of 
four systemic inflammatory response syndrome (SIRS) criteria [16] existing 
for  less  than  24  hours  and  acute  onset  of  end‐organ  dysfunction  in  the 
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preceding 12 hours, including sustained hypotension requiring vasopressor 
therapy. We excluded patients with an acute physiology and chronic health 
evaluation  II  (APACHE  II,  [17]) > 28 or expected  survival of  less  than 24 
hours,  known  confirmed  gram‐positive  or  fungal  sepsis,  chronic  renal 
failure requiring hemodialysis or peritoneal dialysis, or those treated with 
immunosuppressants or high doses of glucocorticosteroids  (equivalent  to 
prednisone  >1  mg/kg/day).  Throughout  the  study,  all  patients  received 
standard  conventional  therapy  and  antibiotic  aminoglycosides were  not 
used  as  antibiotic  treatment. Arterial  blood  and  catheterized  urine were 
collected at several time points between 0 and 24 hours after inclusion.  
Study design of  the human endotoxemia experiments and healthy 
volunteers have been described in detail [18]. The healthy volunteers were 
asked to fill in a questionnaire of the dietary intake of nitrate for 24 hours 
before and during the experiment. A single intravenous bolus injection of 2 
ng/kg body weight  lipopolysaccharide  (LPS, Escherichia  coli O:113, United 
States Pharmacopia Convention, Rockville, MD) was given to eight healthy 
volunteers. Eleven healthy volunteers served as controls and received  the 
vehicle  (0.9  %  NaCl)  only  (protocol  1).  In  protocol  2  fourteen  healthy 
volunteers received 2 ng/kg body weight endotoxin of which seven healthy 
volunteers  received  additionally  an  intravenous  loading  dose  of  5  mM 
aminoguanidine  (Clinalfa,  Switzerland)  after  one  hour  followed  by  a 
maintenance dose of 1.5 mM/hour during 4 hours. The calculated dose was 
based on the pharmacokinetics of aminoguanidine, described by Foote et al. 
[19], and taken the IC50 of aminoguanidine (31 μM,[20]) into consideration. 
In  contrast  to  protocol  1,  healthy  volunteers  received  an  intravenous 
infusion of a glucose/saline solution of 1500 mL before LPS treatment and 
150 mL/hour during the experiment. This change in fluid management was 
introduced after two cases had developed a severe vagal response in other 
studies  [21].  There  were  no  significant  differences  between  the  four 
experimental groups with  respect  to age, sex, body mass  index, and vital 
signs (Table 2.1.). 
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Arterial blood and urine were  collected at  several  time points. To 
prevent  bacterial  growth  and  RNA  degradation,  urine  containers  were 
washed with  2 %  chlorhexidine  (Genfarma, Zaandam,  The Netherlands) 
and 0.5 M NaOH, respectively. Urine volumes were recorded and samples 
for  the  determination  of  NO  metabolites  were  frozen  at  –80  °C  until 
assayed. C‐reactive protein  (CRP) and  leukocyte  counts were determined 
by  routine  clinical  chemistry.  The  concentration  of  different  cytokines  in 
blood was measured using simultaneous Luminex Assay    (R&D Systems, 
Minneapolis MN, U.S.A.), as described previously [22].  
 
    Table 2.1. 
    Demographic characteristics of the patients with sepsis and healthy volunteers 
  
Septic 
patients 
Controls LPS 
(prot. 1) 
LPS
 (prot. 2) 
LPS +  
Amino 
 Number      10     11      8      7      7 
 M/F     5/5    5/6     4/4     3/4     4/3 
 Age (yrs)  56.5 ± 5.9  22.1 ± 0.7  23.9 ± 1.0  23.0 ± 0.7  22.3 ± 0.7 
 BMI (kg/m2)  26.6 ± 2.0  21.8 ± 0.8  23.0 ± 0.7  23.4 ± 0.7  22.3 ± 0.9 
 BP syst/diast  
 (mmHg) 
     90 ± 4.7 / 
     47 ± 2.4 
   127 ± 0.8 /
   80 ± 0.8 
   119 ± 1.1 /  
   73 ± 1.1 
   120 ± 4.6 / 
   74 ± 3.0 
    128 ± 4.3 /  
    75 ± 5.0 
    Data are expressed as mean ± SEM. Amino: aminoguanidine, M: male, F: female, BMI: body  
    mass index, BP: blood pressure. aPatients with sepsis were treated with norepinephrine  
    (0.52 ± 0.21 μg/kg/min).  
 
Chemical assays 
The  total  amount  of  the  stable NO metabolites,  nitrate  and  nitrite, were 
determined as a measure for the production of NO radical, using the Griess 
reaction, according  to Moshage  et  al.  [23]. Heparinized plasma and urine 
samples  were  four‐fold  and  forty‐fold  diluted  with  distilled  water, 
respectively.  The  amounts  of  GSTA1‐1  and  GSTP1‐1  in  urine  were 
determined to differentiate between proximal and distal tubular cell injury 
[24]. GSTA1‐1 and GST–P1‐1 were assayed by ELISA as described. [25;26]. 
Each sample was determined in triplicate.  
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Determination of iNOS mRNA expression 
Urine  samples  were  centrifuged  at  700g  for  10  min  at  4  ºC.  RNA  was 
isolated  from  the cells  in  the pellet by using 1 μg polyA‐carrier RNA and 
TRIzol  reagent  (Invitrogen,  Breda,  the  Netherlands)  according  to 
manufacturer’s  instructions. Total RNA was reverse‐transcribed (R‐T)  into 
cDNA  using  Moloney  Murine  Leukemia  Virus  (M‐MLV)  reverse 
transcriptase  and  a  pd(N)6  sodium  salt  primer  (Invitrogen,  Breda,  the 
Netherlands).  Subsequently,  quantitative  real‐time  polymerase  chain 
reaction  (RQ‐PCR)  on  cDNA was  performed  according  to  the  TaqMan® 
protocol  in  optical  tubes  (Applied  Biosystems,  Zwijndrecht,  The 
Netherlands).  
Human  iNOS  and  GAPDH were  amplified with  a  predeveloped 
Gene  Expression  Assay  provided  by  Applied  Biosystems  (iNOS; 
Hs00167248_m1,  GAPDH; Hs99999905_m1).  For  this  assay  12.5  μL  PCR 
mastermix, 5 μL cDNA sample, 18 μM for each primer and 5 μM TaqMan® 
with a FAMTM reporter dye at the 5’ end and a nonfluorescent quencher at 
the  3’  end were  used.  The  amplification was  performed  after  an  initial 
warm‐up phase of 2 min at 50 °C for optimal PCR Master Mix activity and 
10 min at 95 °C, which served as denaturing step. Forty amplification cycles 
were completed at 95 °C for 15 sec and 60 °C for 1 min. Finally, the cDNA 
was  subjected  to  RQ‐PCR  using  the  ABI  PRISM  7700  single  reporter 
Sequence  Detection  System  (Applied  Biosystems).  All  experiments were 
performed  in  triplicate.  Sample  quantities  were  normalized  to  the 
expression of the housekeeping gene, GAPDH.  
 
Determination of kidney function 
Creatinine,  ureum,  and  sodium were  determined  in  blood  and  urine  by 
routine  clinical  chemistry.  The  amount  and  pattern  of  proteins  in  urine 
samples were determined by gel electrophoresis.  
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Samples were diluted  to an equal amount of  total creatinine, fractionated, 
and loaded on a 10% sodium dodecylsulfate polyacrylamide gel. Different 
amounts of bovine serum albumin were used  to determine  the amount of 
protein  semiquantitatively.  After  electrophoresis,  the  gels were  rinsed  3 
times for 5 min with ultrapure water and subsequently stained for 1 hour 
with  Gelcode  blue  stain  reagent  (Pierce,  Rockford,  U.S.A.)  Finally,  to 
enhance stain sensitivity,  the gels were destained  for at  least 1 hour with 
ultrapure water. 
 
Western blot analysis 
Western  blotting  was  performed  to  determine  the  expression  of  the 
proximal  tubular protein aquaporin‐1  [27],  in urine  samples. Protein was 
isolated from centrifuged urine (700g, 10 min, 4°C) and homogenized  in a 
buffer (pH 7.4) containing 10 mM Tris‐HCl, 250 mM Sucrose, 1 mM PMSF, 
1μg/ml  aprotinin,  5  μg/ml  leupeptin,  1  μg/ml  pepstatin  and  10  μM  E64. 
Protein concentration was determined with the Bio‐Rad protein assay (Bio‐
Rad  Laboratories,  Hercules,  CA)  using  bovine  serum  albumin  as  a 
standard.  Samples  were  separated  on  a  12  %  sodium  dodecylsulfate 
polyacrylamide  gel  and  transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose 
membrane  (Amersham,  Buckinghamshire,  UK).  For  detection  of 
aquaporine‐1, 1:200 diluted monoclonal antibody  (kindly provided by Dr. 
P.M.T. Deen, Dept. of Physiology, Radboud University Nijmegen Medical 
Centre, Nijmegen, The Netherlands) was used.  
 
Immunocytochemistry 
Lectin and megalin staining were used to identify proximal tubule cells in 
urine  samples.  The  cytopreparation  of  the  urinary  sediments  and 
immunocytochemistry were determined  as described  [28]. The  combined 
binding  of  the  lectins Erythrina  cristagalli  agglutinin  (ECA,  FITC  coupled) 
and  Sophora  japonica  agglutinin  (SJA,  rhodamine  coupled),  obtained  from 
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Vector Laboratories  (Burlingame, CA),  indicates cells  that are of proximal 
tubule origin. DNA was stained with 4’6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI, 
Sigma,  Zwijndrecht,  The  Netherlands).  For  detection  of  megalin,  an 
endocytic receptor that is highly expressed on the proximal tubule [29], 1:50 
diluted  mouse  monoclonal  antibody  1H2  (kindly  provided  by  Dr. 
Argraves, MUSC, Charleston, USA [30]) was used. 
 
Data analysis 
Values  are  given  as mean  ±  SEM. Data were  analysed  using GraphPad 
Prism  4.0  for Windows  (Graphpad  Software  Inc.  San Diego,  CA, USA). 
Changes of parameters  in  time were  tested using one‐way ANOVA with 
Bonferroni’s correction. For iNOS mRNA expression, a Mann‐Whitney test 
was  used.  Differences  between  experimental  groups  were  tested  by 
analysis of variances (ANOVA) for repeated measures using SPSS 12.0.1 for 
Windows  (SPSS  Inc.  Chicago,  Il,  USA).  A  two‐sided  P  value  <0.05 was 
considered significantly different. 
 
 
Results 
 
Patients with sepsis 
 
Ten patients with septic shock  (Table 2.1.) entered  the study during an 8‐
month period. The APACHE II score of the patients with sepsis was 20.2 ± 
1.4.  Six  patients  suffered  from  a  gram‐negative  bacteria  infection,  most 
frequently E. coli. Kidney function of all patients was impaired as indicated 
by an average creatinine clearance of 62 ± 14 ml/min and a urinary protein 
excretion of 430 ± 110 mg/day.  
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Two  patients  had  a  fractional  sodium  excretion  (FENa)  of more  than  2% 
(2.11 ± 0.01%) indicating acute tubular necrosis, and 8 patients had a FENa of 
less than 1% (0.15 ± 0.03 %) indicating impaired renal perfusion.  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2.1. NO metabolites in plasma and urine, and iNOS expression in sepsis. 
NOx  in plasma  (A)  and urine  (B)  and  iNOS mRNA  expression  (C)  are  given  for  control 
healthy volunteers (open bars, n=11) and septic patients (closed bars, n=10 for A and B, n=6 
for C). Each parameter was determined  3  times  at different  time points  between  0  to  24 
hours after inclusion, for each patient with sepsis. Urinary excretion of NOx was corrected 
for  creatinine  excretion.  The  relative  expression  of  iNOS  mRNA  in  control  healthy 
volunteers was normalized  for  the average cycle  threshold (CT) value of  the housekeeping 
gene, GAPDH (CT = 23.8 ± 0.3, ΔCT = 12.0 ± 0.1), and set to 1. Data are expressed as mean ± 
SEM (**; significantly different compared to the controls, P<0.01). 
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The  relative  expression  of  iNOS  mRNA  in  control  healthy 
volunteers was normalized for the average cycle threshold (CT) value of the 
housekeeping gene, GAPDH (CT = 23.8 ± 0.3, ΔCT = 12.0±0.1), and set to 1. 
The  concentration  of  NO  metabolites  in  plasma  was  two‐fold 
increased,  as  shown  in  Figure  2.1.A.  The  amount  of NO metabolites  in 
urine was also increased, but not significantly different from controls, most 
likely due to the severely  impaired renal function (Fig. 2.1.B). In addition, 
the mRNA  expression  of  iNOS  in  cells  isolated  from  urine was  almost 
forty‐fold (Fig. 2.1.C) increased in patients with sepsis compared to healthy 
volunteers.  
 
Human endotoxemia  
 
Demographic data and signs of inflammation 
All  healthy  volunteers  in  the  LPS  groups  experienced  the  expected 
influenza‐like symptoms, such as headache, nausea, and chills, starting 60 
to 120 min after the endotoxin challenge. These symptoms were only mild, 
and  all  volunteers  were  symptom  free  within  8  hours  following  LPS 
administration.  As  shown  in  Table  2.2.  for  protocol  1,  maximum  body 
temperature was significantly elevated after 4 hours and C‐reactive protein 
increased from ≤5 mg/L at baseline and reached  its maximum at  t=24 hrs. 
Furthermore,  administration  of  LPS  resulted  in  the  expected  increase  of 
pro‐ and anti‐inflammatory cytokines (TNF‐α and IL‐10, respectively) and 
leucopenia  (t=1  hour)  followed  by  leukocytosis  (t=12  hours).  In  control 
healthy volunteers, no changes  in  temperature, CRP, cytokines and white 
blood cells were observed (Table 2.2.).  
LPS  administration  altered  baseline  hemodynamics.  Mean  heart 
rate  increased and  the mean arterial pressure decreased  significantly at 5 
hours compared to the control group (Table 2.2.).  
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There  were  no  significant  differences  in  signs  of  inflammation 
between  the  healthy  volunteers  that  received  LPS  in  the  absence  or 
presence of aminoguanidine (see Table 2.2., protocol 2). 
Nevertheless, healthy volunteers  from protocol 2 had  significantly 
lower  peak  levels  for  both  body  temperature  and  pro‐inflammatory 
cytokines  compared  to  the  LPS  healthy  volunteers  from  protocol  1. 
However,  this effect cannot be explained by dilution as we demonstrated 
before  that  the  LPS‐induced  pro‐inflammatory  response  is  attenuated, 
whereas the IL‐10 release demonstrated a trend to be increased [31]. 
 
Amount of NO metabolites increases in urine after LPS 
NO metabolite levels (NOx) in plasma and urine were measured at various 
time  intervals after LPS  treatment. Blood samples show a slight, although 
not  significant,  increase  over  the  period  of  3  to  12  hours  following  the 
administration of endotoxin (Fig. 2.2.A).  
 
Figure 2.2. NO metabolites in plasma. NOx levels in plasma were measured at various 
times after LPS treatment. NOx levels in controls (open bars, n=11) and after LPS treatment 
(closed bars, n=8) are given for protocol 1 (A), and after LPS (closed bars, n=7) together with 
aminoguanidine (grey bars, n=7) for protocol 2 (B). Blood samples did not show a significant 
change  in  NOx  concentration  following  the  administration  of  endotoxin,  compared  to 
controls and following the administration of aminoguanidine. Data are expressed as mean ± 
SEM. 
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Table 2.2. 
Inflammatory and hemodynamic response to LPS 
Inflammatory 
parameters 
  Protocol 1 Protocol 2 
  
Time 
(hr) 
Control 
 (n=11) 
LPS  
(n=8) 
LPS  
(n=7) 
LPS + Amino  
(n=7) 
 Temperature (°C)    Basal  36.9 ± 0.4       36.9 ± 0.4   36.3 ± 0.2    36.3 ± 0.1 
   T=4a  37.0 ± 0.1      38.7 ± 0.3 ***      37.8 ± 0.1###        37.7 ± 0.2 ### 
 TNF‐α (pg/mL)  Basal  ≤ 8     ≤ 8     ≤ 8      ≤ 8 
   T=1.5a  ≤ 8       860 ± 160 ***       430 ± 60 ###        350 ± 80 ### 
 IL‐10 (pg/mL)  Basal  ≤ 8      ≤ 8  ≤ 8  ≤ 8 
   T=3a  ≤ 8        94 ± 20 ***    91 ± 15        119.9 ± 46.1 
 CRP (mg/L)  0  ≤ 5               ≤ 5              ≤ 5                 ≤ 5 
   6  ≤ 5               ≤ 5     5.0 ± 1.4     ≤ 5 
   12  ≤ 5      22.3 ± 1.4 ***  16.8 ± 4.8    20.0 ± 1.7 
   24  ≤ 5      38.9 ± 3.0 ***  30.7 ± 5.2    32.8 ± 3.0 
 Leukocytes (*109/L)  0  5.3 ± 0.3         5.0 ± 0.4     5.0 ± 0.4      5.4 ± 0.4 
   1  5.6 ± 0.4     2.0 ± 0.3 *     2.2 ± 0.3      2.3 ± 0.3 
   6  6.3 ± 0.2      14.2 ± 1.5 ***  12.0 ± 1.2    13.4 ± 1.0 
   12  6.2 ± 0.4      14.3 ± 0.8 ***  12.7 ± 1.0    11.9 ± 0.9 
   24  5.3 ± 0.3    9.9 ± 0.6 *     9.2 ± 1.0      7.6 ± 0.7 
Cardiovasculair 
changes    
Protocol 1 Protocol 2 
 Heart rate   (bpm)           Basal         66 ± 4          63 ± 3    62 ± 3  67 ± 5 
                                            T=5a         65 ± 2       91 ± 3 ++++    79 ± 3  84 ± 5 
 MAP (mmHg)                  Basal      87.2 ± 2          79 ± 4    98 ± 5  97 ± 4 
                                            T=5a      79.9 ± 2+       69 ± 3 ++++    82 ± 3  89 ± 5 
Data are expressed as mean ± SEM (significantly different compared to the control group;  
* P<0.05, *** P<0.001, compared to baseline levels; + P<0.05, ++++ P<0.0001, compared to the LPS  
group of protocol 1; ### P<0.001). aTime point on which peak expression took place.  
Amino: aminoguanidine, basal: baseline, CRP: C‐reactive protein, MAP: mean arterial 
pressure. For protocol 2 there were no significant differences between the two groups. 
 
Co‐administration of aminoguanidine resulted  in a decline  in NOx 
plasma  concentration  (Fig.  2.2.B,  not  significant),  compared  to  the  LPS 
group.  
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On  the  other  hand,  the  cumulative  amount  of  NOx  in  urine 
increased significantly, over the period 3 to 24 hours (Fig. 2.3.A), which was 
partially prevented by aminoguanidine  (Figure 2.3.B). Finally,  there were 
no significant differences  in both plasma and urinary NOx  levels between 
the two protocols for the LPS healthy volunteers. 
 
Figure 2.3. NO metabolites  in urine. NOx  levels  in urine were measured  at  various 
times after LPS treatment. NOx levels in controls (, n=11) and after LPS treatment (∆, n=8) 
are given for protocol 1 (A), and after LPS (∆, n=7) together with aminoguanidine (●, n=7) for 
protocol 2  (B). The cumulative amount of NO metabolites  in urine was significantly more 
compared  to  the  control  group,  over  the  period  3  to  24  hours  after  LPS  treatment. 
Aminoguanidine  partially  prevented  the  increase  in  NOx  excretion  by  LPS.  Data  are 
expressed  as mean  ±  SEM,  and  analyzed  by ANOVA with  repeated measures  over  the 
complete  curve.  (**;  significantly  different  compared  to  the  control  group  of  protocol  1, 
P<0.01 , or ##; compared to the LPS group of protocol 2, P<0.01). 
 
iNOS mRNA expression in isolated cells of the urine is enhanced after LPS 
administration 
Quantitative real‐time PCR (RQ‐PCR) was used  to determine  the  levels of 
iNOS mRNA in cells isolated from urine samples. Overnight urine samples 
until 24 hours after LPS administration were used for RQ‐PCR. The relative 
expression of iNOS in control healthy volunteers (see patients with sepsis) 
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were  normalized  for GAPDH  expression  and  set  to  1. Analysis  of  three 
separate experiments revealed a strong induction (34 ± 15, Fig. 2.4.) in iNOS 
levels after LPS  treatment compared  to  the controls. Treatment with both 
LPS and aminoguanidine reversed this  induction  in  iNOS mRNA, but not 
completely, (induction fold 6 ± 2, Fig. 2.4.) compared to LPS alone. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  2.4.  Induction  of  iNOS mRNA.  iNOS mRNA  expression  24  hours  after  LPS 
treatment  in  isolated cells of urine samples was determined with RQ‐PCR without  (closed 
bars, n=4) or with co‐administration of aminoguanidine (grey bars, n=4). ΔCT values for the 
controls, as presented  in Figure 2.1., were  set  to 1. Data are expressed as mean ± SEM.  (*; 
significantly  different  compared  to  the  control  group,  P<0.05,  or  #;  compared  to  the             
LPS group, P<0.05). 
 
Kidney function is unchanged but urinary protein excretion increases after 
LPS  
Kidney  function was not  altered  after LPS  administration;  creatinine  and 
urea clearance, and the fraction sodium excreted, did not differ between the 
two  groups  in  both  protocols.  In  addition,  the  total  volume  of  urine 
excreted over 24 hours was not different  for  the  control and LPS healthy 
volunteers in protocol 1, compared with basal levels (Table 2.3.).  
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As  expected,  the  total  urine  volume  produced  increased  in  the  healthy 
volunteers from the prehydration experimental protocol 2. 
 
Table 2.3. 
Kidney function during human endotoxemia 
 Kidney function  
 parameter 
  Protocol 1 Protocol 2 
  
Time 
(hr) 
Control  
(n=11) 
LPS  
(n=8) 
LPS  
 (n=7) 
  LPS + Amino  
(n=7) 
 Total urine volume  Basal   2070 ± 330   2210 ± 4201   1390 ± 170          1740 ± 260 
             (ml)                  Exp.   2280 ± 140      1950 ± 160   4030 ± 420          3920 ± 280 
Creatinine clearance   Basal     97 ± 10        105 ± 10   136 ± 30            134 ± 23 
          (ml/min)             T=12a   110 ± 10        105 ± 10   126 ± 16            141 ± 28 
Urea clearance   Basal   54 ± 4          67 ± 13     65 ± 15              67 ± 7 
           (ml/min)            T=12a   60 ± 4          58 ± 5           62 ± 9              66 ± 11 
 FENa (%)  Basal     0.993 ± 0.001  0.993 ± 0.001    0.993 ± 0.001        0.993 ± 0.001 
             T=12a    0.993 ± 0001    0.985 ± 0.004    0.987 ± 0.002        0.991 ± 0.001 
Data are expressed as mean ± SEM. aTime point of most expected change in kidney function  
after LPS administration. At other time points (data not shown) also no difference in kidney  
function was seen. Data of aminoguanidine are compared to the LPS group of protocol 2. 
 
Figure 2.5. Protein pattern of urine samples. (A and B) Representative images of urine 
samples separated on a 10 % polyacrylamide gel. Samples were diluted to an equal amount 
of total creatinine. Lanes 1 and 2 show different amounts of bovine serum albumin, 1.3 and 
0.65 μg respectively. (A) Lanes 3 to 5 show urine samples of one subject 6, 12 and 24 hours 
after  LPS  treatment  (protocol  1). Urine  samples  from  the  same  time  points  of  a  control 
subject are visible in lanes 6 to 8. Lane 9 shows a urine sample of a patient with sepsis. After 
LPS administration, low molecular weight proteins (LMWP’s) were visible in urine samples. 
(B) Lane 3 to 5 show urine samples of the same time points after treatment with both LPS 
and aminoguanidine. Lanes 6 to 7 show urine samples of a prehydrated subject treated with 
LPS in the absence of aminoguanidine (protocol 2). Lane 9 shows a urine sample of another 
patient with  sepsis.  (C  and D)  Representative Western  blots  of  aquaporine‐1  present  in 
isolated  cells  from urine  samples  12 hours  after LPS  treatment.  (C, protocol  1) After LPS 
administration  aquaporin‐1  is  up‐regulated,  compared  to  control  urine.  (D,  protocol  2) 
Aminoguanidine  prevents  this  up‐regulation.  (E  and  F)  Identification  of  proximal  tubule 
cells  in urinary  sediments of both healthy volunteers  after LPS  treatment  and of patients 
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with sepsis (data not shown) by lectins (E) and megalin antibody (F). Proximal tubule cells 
were positive for both ECA (FITC coupled) and SJA (rhodamine coupled) and stain positive 
for megalin. DNA was stained with DAPI (See for Color Figure page 317). 
 
The amount and pattern of excreted proteins was different after LPS 
treatment, compared to the controls (Fig. 2.5.A). Twelve and 24 hours after 
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LPS administration,  low molecular weight proteins were clearly visible  in 
urine  samples,  which  may  indicate  proximal  tubule  damage.  These 
proteins  were  not  found  in  control  samples.  Co‐administration  of 
aminoguanidine resulted  in a decrease  in excreted proteins after 6 and 12 
hours compared to the LPS group from protocol 2 (Fig. 2.5.B). 
Western blot analysis showed an increase in aquaporin‐1 in urine of 
LPS  treated  healthy  volunteers,  compared  to  controls  (Fig.  2.5.C), which 
was prevented by aminoguanidine (Fig. 2.5.D).  
Immunocytochemistry  showed  the  presence  of  proximal  tubule 
cells  in urinary sediments of both healthy volunteers  (Figure   2.5.) and of 
patients with sepsis (data not shown).  
The  number  of  total  cells  and  proximal  tubule  cells  increased  24 
hours  after LPS  treatment,  compared  to baseline urine. Besides  cells  that 
were positive  for both SJA and ECA  (yellow, Fig 2.5.E), positive  cells  for 
megalin (Fig 2.5.F) were visible in these urine samples.  
 
Renal proximal tubule injury after LPS  
GSTA1‐1 and GSTP1‐1 levels in urine were measured at various times after 
LPS  treatment  to  differentiate  between  proximal  and  distal  tubular  cell 
injury.  Volunteers  that  received  LPS  had  increased  urinary  excretion  of 
GSTA1‐1  between  6  and  12  hours  (Fig.  2.6.A)  compared  to  the  controls. 
Increased  cumulative  urinary  excretion  of  GSTA1‐1  was  significantly 
prevented  by  aminoguanidine.  In  contrast  to  GSTA1‐1,  the  cumulative 
urinary  excretion  of  GSTPP1‐1  was  not  affected  by  LPS  alone  nor  in 
combination with aminoguanidine (Fig. 2.6.B).  
The cumulative urinary excretion of NO metabolites and GSTA1‐1 
strongly  correlated  with  each  other  24  hours  after  LPS  administration 
(rs=0.67, P=0.013, Fig. 2.6.C), whereas no correlation was visible for control 
healthy volunteers (rs=0.06, P=0.492, Fig. 2.6.C). Further analysis revealed a 
lack of  correlation between  the  cumulative urinary excretion of NOx and 
GSTP1‐1  for  both  LPS  and  controls  (data  not  shown).  Additionally, 
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circulating  NOx  and  cytokines  were  not  correlated  to  the  cumulative 
urinary excretion of GSTA1‐1 or GSTP1‐1 (data not shown).   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  2.6.  Excretion  of GST  in  urine.  GSTA1‐1  and GSTP1‐1  levels  in  urine were 
measured at various times for controls (, n=11), after LPS treatment (∆, n=8) and after LPS 
together with aminoguanidine (●, n=7). (A) As compared with the controls, the volunteers 
that received LPS had increased urinary excretion of GSTA1‐1 between 6 and 12 hours after 
administration. Aminoguanidine prevents this up‐regulation  in urinary GSTA1‐1 excretion 
in part. (B) Urinary excretion of GSTP1‐1 remained unchanged for the three groups. Data are 
expressed as mean ± SEM (**; significantly different compared to the control group, P<0.01, 
or  ##; compared  to  the LPS group, P<0.01). (C) Correlation between  the cumulative urinary 
excretion of NOx and GSTA1‐1 24 hours after treatment, for controls (, n=11) and after LPS 
(∆, n=8). A  significant correlation between  these  two parameters was observed  in  the LPS 
group (rS=0.6688, P=0.0131), but not for the control    group (rS=0.0608, P=0.4922).  
A B 
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Discussion 
 
In  the  present  study, we  investigated  the  effects  of  human  experimental 
endotoxemia  and  sepsis  on  renal  iNOS  expression  and  tubular  integrity. 
The  present  data  are  the  first  to  describe  an  activation  of  renal  iNOS  in 
humans  in  vivo  during  septic  shock  and  experimental  endotoxemia. We 
found an increased iNOS mRNA expression in cells isolated from urine of 
both patients with sepsis and healthy volunteers treated with endotoxin.  
Until now, expression of  iNOS  in humans has only been shown  in 
alveolar  macrophages  from  patients  with  acute  respiratory  distress 
syndrome  [32],  and  mesenteric  arterial  smooth  muscle  and  peripheral 
blood mononuclear  cells  [33]  following  sepsis. Another  recent  study  did 
not detect  iNOS  in  cells or vessels of  the  systemic  circulation  in patients 
with septic shock caused by cellulitis, but only at the site of infection [34]. 
Besides an induction of iNOS mRNA, we found an increase in plasma NO 
metabolites in patients with sepsis. In contrast, the amount of NOx in urine 
of patients with sepsis was not different from controls, which may largely 
be affected by the impaired renal function of the patients with sepsis.  
   Our healthy volunteers did not  show a  significant  increase  in NO 
metabolites in blood samples following administration of LPS. This finding 
is  in  agreement  with  previous  human  endotoxemia  studies  [35;36]. 
Increased NO production  in our  study with  septic patients and previous 
studies [37;38] may be explained by a much higher degree of inflammation, 
ongoing  LPS  release,  and  impaired  renal  clearance  of  NO  metabolites 
during  septic  shock  compared  to  the  mild  inflammatory  response  of  a 
single bolus  injection of LPS  that does not  severely  impair  renal  function 
during experimental endotoxemia.  
Contrary  to  the  lack  of  a  significant  increase  in  circulating  NO 
metabolites,  LPS  treatment  increased  the  cumulative  amount  of  NO 
metabolites  in  urine  significantly  within  3  to  24  hours.  Renal  NO 
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production was associated with an increased urinary excretion of GSTA1‐1 
whereas  the  excretion  of  GSTP1‐1  was  not  influenced,  indicating  NO‐
mediated  proximal  tubular  damage.  Since  iNOS  is  predominantly  and 
constitutively  expressed  in  the proximal  tubules, we propose  that  a  local 
up‐regulation  of  renal  iNOS,  resulting  in  an  increase  in NO  radicals,  is 
responsible for the proximal tubular injury observed. The correlation of the 
cumulative  amount  of  urinary  excreted  NO  metabolites  with  GSTA1‐1 
excretion, and lack of correlation of urinary NO metabolites with GSTP1‐1 
excretion supports this pathophysiological hypothesis. This hypothesis is in 
agreement with a previous  in vitro  study  in which a direct  toxic effect of 
NO  to  proximal  tubules  was  demonstrated  [39].  Moreover,  the  lack  of 
correlation between circulating cytokine  levels and urinary GST excretion 
suggest  that  systemic  cytokines are not  responsible  for  the  tubular  injury 
observed. Whether other urinary markers for AKI, like kim‐1 or neutrophil 
gelatinase‐associated lipocalin, are present in urine samples will be defined 
in the near future. 
We  co‐administered  the  selective  iNOS‐inhibitor, aminoguanidine, 
with LPS  to  examine whether  the damage  to  the proximal  tubule  cells  is 
caused directly by an overproduction of NO or indirectly by the cytokines 
released.  Although  there  are  more  selective  iNOS‐inhibitors,  like  L‐N6‐
iminoethyl‐lysine  and  1400W  [20],  we  have  selected  aminoguanidine 
because  of  its previous use  in  other human  studies  [40],[41]. Up  to now, 
only non‐specific inhibitors have been used for examining the role of iNOS 
during  inflammation  in  humans.  A  randomized,  double  blind,  placebo‐
controlled phase III clinical study of patients with septic shock detected an 
increase  in  overall  mortality  associated  with  treatment  using  the  non‐
selective NOS‐inhibitor, L‐arginine analogue N(G)‐monomethyl‐L‐arginine 
(L‐NMMA, [14]). This detrimental effect could be explained by the fact that 
L‐NMMA blocks both iNOS and the physiologically important endothelial 
NOS  and  by  the  high dosage used  in  that  clinical  trial. Different  animal 
studies  have  demonstrated  that  selective  iNOS  inhibition  attenuates  the 
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sepsis‐induced renal dysfunction  [42‐44]. Moreover,  in a septic rat model, 
selective iNOS inhibition was associated with improved survival, whereas 
an  increase  in mortality was  found  during  non‐selective NOS  inhibition 
[45]. 
In  our  study,  aminoguanidine  significantly  inhibited  the  LPS‐
induced  increase  in  renal  iNOS  mRNA  expression  and  urinary  NOx 
excretion. Apparently,  apart  from  inactivation  of  iNOS  through  covalent 
modification  of  the  iNOS protein  [46],  iNOS mRNA  expression was  also 
suppressed  by  aminoguanidine,  an  effect  that  has  been  described  before 
[47].  In  addition,  aminoguanidine  had  no  effect  on  the  systemic 
inflammatory  response, as  symptoms  like  fever  and  cytokine  levels were 
not significantly  reduced compared  to  the LPS  treated healthy volunteers 
that did not receive aminoguanidine.  
Our  finding  that  circulating NOx was  not  significantly  increased 
during  human  endotoxemia,  whereas  the  urinary  NOx  excretion  was, 
suggests that NO is produced mainly in the kidney or in the urinary tract. 
Different  in  vitro  and  in  vivo  studies  have  demonstrated  that  iNOS  is 
present  in  the  bladder  as  well.  Furthermore,  iNOS  is  up‐regulated  in 
human  bladder  smooth  muscle  cells  after  treatment  with  LPS  [48]. 
Additionally, Olsson et al. [49] showed an  induction of  iNOS mRNA both 
in the rat bladder and kidney after intraperitoneal injections of LPS. During 
the  human  endotoxemia  studies,  the  volunteers  were  allowed  to  void, 
implying  that  the  urine  remained  in  the  bladder  for  a  certain  period  of 
time. This  is  in  contrast with  the  catheterized urine  sampling of patients 
with sepsis. Thus, one may argue that the presence of epithelial cells of the 
bladder in our urine samples may have influenced our findings.  
Nevertheless, we have reasons to assume that they were mainly of 
proximal  tubular  origin.  Firstly,  we  showed  the  presence  of  proximal 
tubule  cells  in  urinary  sediment  with  immunochemistry.  Secondly,  we 
showed  that  urinary  NO  metabolites  correlated  significantly  with  the 
urinary  excretion  of  GSTA1‐1  and  it  was  shown  that  the  levels  of  this 
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enzyme were below  the detection  limit  in 92% of normal bladder mucosa 
samples [50]. Thirdly, the presence of the protein aquaporin‐1, exclusively 
located  in  proximal  tubules  [27],  was  increased  after  LPS  treatment. 
Circulating  immune  cells  may  also  contribute  to  the  urinary  cell 
constitution, but we did not find an increased expression of CD14 (marker 
of monocytes and macrophages,  [51]) mRNA  in cells  isolated  from  septic 
urines as compared to the controls (data not shown).  
Apart  from  inhibition of  iNOS and  the  release of NO metabolites, 
aminoguanidine  reversed  both urinary GSTA1‐1  excretion  as well  as  the 
excretion  of  low molecular weight  proteins  and  aquaporin‐1,  suggesting 
that  selective  inhibition  of  renal  iNOS  has  potential  for  the  treatment  of 
septic AKI.      
In conclusion, induction of renal iNOS during human endotoxemia 
and sepsis  is associated with proximal  tubule  injury. Furthermore, during 
human  endotoxemia, proximal  tubule  injury  could be prevented  through 
selective inhibition of iNOS. 
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Abstract  
 
Objective:  Alkaline  phosphatase  attenuates  the  inflammatory  responses  by 
lipopolysaccharide  (LPS)  detoxification  and may  prevent  organ  damage  during 
sepsis.  The  objective  of  this  study  was  to  investigate  the  effect  of  alkaline 
phosphatase  in patients with severe sepsis or septic shock on acute kidney  injury 
(AKI).  
Design  and  setting: A multicenter  double‐blind,  randomized,  placebo‐controlled 
phase IIa study (2:1 ratio).  
Patients: Thirty‐six ICU patients (20M/16F, mean age 58 ± 3yrs) with a proven or 
suspected Gram‐negative  bacterial  infection,  >2  systemic  inflammatory  response 
syndrome  criteria  (<24 hours),  and  <12 hours  end‐organ dysfunction onset were 
included. 
Intervention: An  initial bolus  intravenous  injection  (67.5 U/kg body weight) over 
10 min of alkaline phosphatase or placebo, followed by continuous infusion (132.5 
U/kg) over the following 23 hours and 50 min. 
Measurements  and  Main  results:  Median  plasma  creatinine  levels  declined 
significantly from 91 [73‐138] to 70 [60‐92] μmol/l only after treatment with alkaline 
phosphatase.  Pathophysiology  of NO  production  and  subsequent  renal  damage 
were  assessed  in  a  subgroup  of  15  patients.  A  42‐fold  induction  (vs  healthy 
subjects)  in  renal  iNOS expression was  reduced by 80 ± 5% after  treatment with 
alkaline phosphatase. In patients treated with alkaline phosphatase the increase in 
cumulative urinary NO metabolite  excretion was  attenuated, while  the  opposite 
occurred after placebo. Reduced excretion of NO metabolites correlated with  the 
proximal  tubule  injury  marker  glutathione  S‐transferaseA1‐1  in  urine,  which 
decreased by 70 [50‐80]% in patients treated with alkaline phosphatase compared 
to an increase by 200 [45‐525]% in placebo‐treated patients.  
Conclusions:  In  severe  sepsis  and  septic  shock,  infusion of  alkaline phosphatase 
inhibits  the  up‐regulation  of  renal  iNOS,  leading  to  subsequent  reduced  NO 
metabolite production,  and  attenuated  tubular  enzymuria. This mechanism may 
account for the observed improvement in renal function. 
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Introduction 
 
Septic  shock  is  the  most  common  cause  of  death  in  patients  requiring 
intensive care, with an overall mortality rate of approximately 50‐60% [1]. 
The  kidney  is  one  of  the  first  organs  to  fail  in  approximately  20%  of 
patients, associated with 70% mortality in septic acute kidney injury (AKI), 
highlighting the urgent need for  interventions to protect the kidneys [2;3]. 
Despite  important  advances  in understanding  its pathophysiology, up  to 
now no  clinical  studies  are  available  that  show  an  improvement of  renal 
function in patients with severe sepsis or septic shock. 
Among  various  other  effects,  excessive  production  of NO  during 
sepsis,  by  activation  of  inducible  NO  synthase  (iNOS),  causes  systemic 
vasodilation, which in turn leads to renal vasoconstriction with sodium and 
water retention [2]. In addition and  in agreement with animal models, we 
previously  demonstrated  that  induction  of  renal  iNOS,  which  is 
constitutively  expressed  in  the  kidney  [4],  is  associated  with  proximal 
tubule injury during systemic inflammation in humans [5].  
Alkaline  phosphatase  functions  as  a  host  defense  molecule  at 
physiological pH when endotoxin is used as a substrate [6], and is present 
in many  cells  and organs  and  abundant  in kidney  tissue  [7;8].  In  several 
animal studies exogenous administration of alkaline phosphatase resulted 
in  attenuation  of  the  inflammatory  response  induced  by  Gram‐negative 
bacteria  and  lipopolysaccharide  (LPS)  and  reduced mortality  [9‐13].  It  is 
suggested  that  up‐regulation  of  endogenous  glomerular  alkaline 
phosphatase  reflects  a  local  host  defense  principle  against  LPS  in  the 
kidney  [14], and  that alkaline phosphatase  can be  inactivated by  reactive 
oxygen species and peroxynitrite generated during sepsis. Additionally, the 
expression of iNOS protein levels correlates negatively with the activity of 
alkaline phosphatase in duodenum of rats exposed to LPS [15].  
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In  this  exploratory  study,  we  tested  the  hypothesis  that 
administration  of  exogenous  alkaline  phosphatase  attenuates  the 
expression of renal iNOS and subsequent NO production, thereby reducing 
kidney damage in patients with severe sepsis or septic shock. 
 
 
Materials and methods 
 
Patients 
This therapeutic exploratory study was approved by the Ethics Committee, 
and written informed consent was obtained from each patient or their legal 
representative.  The  present  study  describes  the  results  of  alkaline 
phosphatase  on  plasma  creatinine  and  renal  replacement  therapy  (RRT) 
frequency of all recruited (n=36) patients  in a prospective phase IIa study, 
and  a  subgroup  analysis  on  the  effects  of  alkaline  phosphatase  on  renal 
damage  and  function  in  15 patients  included  at  the Radboud University 
Nijmegen Medical Centre.  
Patients  admitted  to  the  intensive  care  unit  (ICU)  with  sepsis 
(proven  or  suspected  Gram‐negative  bacterial  infection  and  at  least  2 
systemic  inflammatory  response syndrome  (SIRS) criteria existing  for  less 
than  24  hours),  who  fulfilled  the  inclusion  criteria,  were  recruited  in  a 
double‐blind,  randomized  (2:1),  placebo‐controlled  design.  Patients were 
eligible for inclusion with an age between 18‐80 years and if acute onset of 
end‐organ  dysfunction,  including  sustained  hypotension  requiring 
vasopressor  therapy,  was  present  for  not  longer  than  12  hours  ([16]). 
Exclusion criteria were prior  therapy with alkaline phosphatase, a known 
allergy to cow milk, participation in another investigational study within 90 
days prior to the start of this study, expected death within 24 hours, chronic 
renal  failure  requiring  hemodialysis  or  peritoneal  dialysis,  acute 
pancreatitis  with  no  established  source  of  infection,  HIV  infection, 
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pregnancy  or  lactation,  confirmed  Gram‐positive  or  fungal  sepsis, 
treatment  with  immunosuppressants  including  high  doses  of 
glucocorticosteroids (equivalent to prednisone >1 mg/kg/day). Throughout 
the study, all patients received standard conventional therapy. During the 
study period, NSAIDs, aminoglycosides, activated protein C, and diuretics 
were not administered and no  radiological  examinations with potentially 
nephrotoxic contrast agents were performed.  
Clinical parameters, including body temperature, blood pressure, heart rate 
and  respiratory  rate  were  determined  before,  during  and  after  the 
intervention.  Both  sepsis‐related  organ  failure  assessment  (SOFA)  and 
acute physiology and chronic health evaluation II (APACHE II, ([17])) were 
recorded  at  inclusion  of  the  patients.  Serum  creatinine  levels  were 
determined at different time points during the 28 day follow‐up period by 
the  Jaffe method. AKI was defined as a serum creatinine > 150 μmol/L or 
patient already on RRT at baseline. Because the sample size was too small, 
more  gradual  distribution  (e.g.  RIFLE  criteria)  was  not  possible.  The 
general  dialysis  intervention  policy was  one  of  the  following:  oliguria  + 
serum urea  >  20 mmol/L or  anuria  +  serum urea  > 15 mmol/L, or  serum 
potassium > 5.5 mmol/L despite pharmacological measures, or serum pH < 
7.25,  or  serum  phosphate  >  3.5  mmol/L,  or  treatment‐resistant  fluid 
overload, but differences between study centres and physicians cannot be 
excluded. 
In  the  subgroup  analysis,  arterial  blood  and  urine  from  an 
indwelling catheter were collected at several time points between 0 and 24 
hours  after  inclusion. Urine  volumes were  recorded  and  samples  for  the 
determination  of NO metabolites were  frozen  at  –80  °C until  assayed  as 
described  [5].  The  collected  urine  samples  for  the  determination  of 
glutathione S‐transferaseA1‐1 (GSTA1‐1) and GSTP1‐1 were supplemented 
with 10 % (v/v) of a storage buffer to ascertain a stable pH and to prevent 
bacterial  growth  and  frozen  at  –20  °C  [18]. C‐reactive  protein,  leukocyte 
counts, sodium and protein were determined by routine clinical chemistry.  
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Intervention 
Alkaline  phosphatase  of  bovine  origin  (AP,  AM‐Pharma,  Bunnik,  The 
Netherlands) was derived  from  the  intestinal mucosa of calves <6 months 
of age. Eligible patients  received either alkaline phosphatase or matching 
placebo  (2.5 mM  Tris‐HCL,  2.5 mM magnesium  chloride,  0.05 mM  zinc 
chloride, pH 7.3, with 40% glycerol as stabilizer) intravenously for 24 hours 
in  a  2:1  ratio.  Alkaline  phosphatase  treatment  consisted  of  initial  bolus 
intravenous  injection  (67.5 U/kg  body weight)  over  10 min,  followed  by 
continuous  infusion  (132.5 U/kg) over  the  following 23 hours and 50 min. 
Alkaline phosphatase dose was based on the pharmacokinetics of alkaline 
phosphatase in piglets [10], and previous safety data in healthy volunteers 
given alkaline phosphatase alone and in combination with a 4 ng/kg body 
weight LPS dose (Table 3.1.; Vd = 0.68 ± 0.20 L/kg, T1/2 = 2.6 ± 0.7 hours, CL 
=  0.19  ±  0.06  L/h/kg  unpublished  data,  AM‐Pharma,  Bunnik,  The 
Netherlands).  
Study medication was packaged according  to a  randomization  list 
in  blocks  of  three,  labelled  with  subject  number  and  additional 
administration  information.  The  responsible  pharmacist  calculated  the 
exact volume of alkaline phosphatase or placebo to be administered to each 
patient  based  on  body  weight  and  treatment  code.  The  master 
randomisation  list  was  held  by  SGS  Biopharma  (Wavre,  Belgium). 
Individual sealed envelopes with treatment code for each patient were filed 
in a secure location at each hospital and at SGS Biopharma. 
 
Chemical assays 
The  total amount of  the  stable NO metabolites  (NOx), nitrate and nitrite, 
were determined as a measure of the production of NO radicals, using the 
Griess reaction, according  to Moshage et al.  [19]. Heparinized plasma and 
urine  samples were  four‐fold  and  forty‐fold diluted with distilled water, 
respectively.  The  amounts  of  GSTA1‐1  and  GSTP1‐1  in  urine  were 
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determined to differentiate between proximal and distal tubular cell injury 
[18]  and  were  assayed  in  triplicate  by  ELISA  as  previously  described 
[20;21]. 
 
Table 3.1. 
Baseline characteristics healthy volunteers (phase I study)  
   LPS + AP      AP 
 n    10    6 
 M/F  10/0    6/0 
 Age (yrs)  39 ± 2  40 ± 4 
 BMI (kg/m2)  24 ± 1  23 ± 1 
 SBP/DBP (mmHg)  115 ± 3.2 / 72 ± 2.4  122 ± 5.3 / 74 ± 3.2 
 Heart rate (bpm)    62 ± 2.4    61 ± 3.7 
Data are expressed as mean ± SEM. AP: alkaline phosphatase (67.5 U/kg BW bolus and 132.5 
U/kg BW continuous), BMI: body mass index, DBP: diastolic BP, F: female, LPS: 
lipopolysaccharide (4 ng/kg BW), M: male, SBP: systolic BP. In the phase‐I studies with 
healthy volunteers no interaction between alkaline phosphatase and creatinine 
determination or calcium homeostasis was found.  
 
Determination of iNOS mRNA expression 
Quantitative real‐time PCR (RQ‐PCR) was used  to determine  the  levels of 
iNOS  mRNA  in  cell  pellets  that  were  isolated  from  urine  samples  at 
baseline and at more  than  three separate  time points  in  the  first 24 hours 
after  start  of  the  infusion  of  alkaline  phosphatase  or  placebo.  All 
experiments  were  performed  in  triplicate.  Sample  quantities  were 
normalized  to  the expression of  the housekeeping gene glyceraldehyde 3‐
phosphate dehydrogenase  (GAPDH).  The  relative  expression  of  iNOS  in 
control healthy volunteers  (n=4, data not  shown) was normalized  for  the 
mean cycle threshold (CT) value of GAPDH (CT = 23.6 ± 0.3, delta CT = 12.1 ± 
0.1), and set to 1 as described before [5].  
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 3 
94 
 
 
 
 
 
 
Data analysis 
Values  are  given  as  mean  ±  SEM  or  as  median  [25‐75%  range],  as 
appropriate. The projected sample size of 15 patients with urinary marker 
data  ensured  at  least  80  percent  power  to  detect  a  relevant  assumed 
difference in the endpoint parameter of at least 100 μg/10 mmol creatinine 
in cumulative urinary GSTA1‐1 excretion  [5] at 24 hours between placebo 
and  alkaline  phosphatase  treated  patients  (1:2  ratio) with  a  two‐sided  P 
value  <0.05. For transparency, the sample size of the total study group was 
based  on  the  acquirement  of  safety  and  kinetics  data  in  which  renal 
function  was  one  of  the  parameters.  Fisher’s  exact  test    was  used  for 
mortality,  patients  on  RRT,  and  Table  3.2.  Differences  between 
experimental  groups were  tested  by  analysis  of  variances  (ANOVA)  for 
repeated measures. For  iNOS mRNA  expression  and Table  3.2.,  a Mann‐
Whitney U test was used. 
 
 
Results 
 
Patients and outcomes of the total group 
In total, 36 patients (20M/16F, mean age 58 ± 3 yrs) were recruited. Patients 
in  the  two  treatment  groups  had  similar  demographic  and  clinical 
characteristics  (Table  3.2.). Drug‐related  serious  adverse  events were  not 
observed.  The  28‐day  overall  mortality  after  inclusion  in  the  alkaline 
phosphatase‐treated  group  was  24%,  compared  to  36%  in  the  placebo‐ 
treated group (P=0.45). 
Renal failure occurred in 16 of the 36 patients and the mortality rate 
in  patients with AKI  (baseline  serum  creatinine  >  150  μmol/l  or  patient 
already on RRT at baseline) tended to be lower in the alkaline phosphatase 
group relative  to  the placebo group  (AP=27%; placebo=60%; P=0.21). Four 
patients on placebo  (36%)  and  six  on  alkaline phoshatase  (24%)  required 
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renal  replacement  therapy  (RRT)  during  the  28  days  follow‐up  period 
(P=0.45). 
 
  
Figure 3.1. Follow-up serum creatinine in all patients (A), in patients with (B) and 
without (C) AKI and subgroup patients renal markers (D). Creatinine  levels  in serum 
were measured at various times for placebo (∆, n=5 to 11) and patients treated with alkaline 
phosphatase  (, n=10  to 25). AKI  is defined by baseline serum creatinine >150 μmol/L or 
already on RRT at entry. No RRT was used during  these measurements  in  the  subgroup. 
Data are expressed as median with 25% range for alkaline phosphatase (AP) and 75% range 
for placebo and analyzed by ANOVA with repeated measures over the complete curve. (##; 
significantly different compared to baseline levels; P<0.01). 
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In patients with AKI serum creatinine  tended  to decrease over  the 
two  days  after  start  of  the  alkaline  phosphatase  intervention  (P=0.12), 
whereas  in  placebo‐treated  patients  a  non‐significant  increase  was 
observed  (Fig  3.1.,  P=0.49).  There was  no  difference  in median MAP  at 
baseline  (Table 3.2.) or during  the  first 24 hours between patients  treated 
with placebo or alkaline phosphatase (data not shown). 
 
Table 3.2. 
Patient recruitment and baseline characteristics 
Randomized 2:1 (n=36)
AP (n=25)1 Placebo (n=11)1
Renal Markers2
(n=10)
Acute Kidney 
Injury3
(n=11)
Renal Markers2
(n=5)
Acute Kidney 
Injury3
(n=5)
Evaluations: 
1, 2, 3: Outcomes, RRT, serum creatinine
2: Renal (injury) markers: iNOS expression, NO metabolites, GSTA1‐1, GSTP1‐1 
 
All patients (n=36)
Demographics AP (n=25) Placebo (n=11) P‐value 
M/F    15/10   5/6  0.48 
Age (yrs)  59 ± 3  56 ± 5  0.71 
BMI (kg/m2)  26 ± 1  27 ± 1  0.13 
APACHE II  19 ± 2  19 ± 2  0.97 
SOFA   9 ± 1  10 ± 1  0.80 
SIRS 
Temperature (°C)  < 36.5  36.2 [36.0‐36.4]  36.2 [35.6‐36.4]       0.85 
  > 38.5  38.8 [38.7‐39.2]  39.3 [39.3‐39.4]       0.21 
Leukocytes 
(*109/L) 
< 4    3.2 [2.3‐3.4]    3.2 [2.3‐3.3]       1.00 
> 12  17.3 [14.3‐22.6]  17.5 [16.1‐23.5]       0.79 
Heart rate (bpm)   111 [93‐130]   107 [94‐136]       0.90 
MAP (mmHg)     71 [64‐77]     78 [72‐83]       0.45 
Patients on ventilator (%)     23 (92)     10 (91)       1.00 
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Patients in renal markers analysis (n=15)
Demographics AP (n=10) Placebo (n=5) P‐value 
M/F     7/3    2/3  0.33 
Age (yrs)  55 ± 6  55 ± 9  0.73 
BMI (kg/m2)  25 ± 2  27 ± 1  0.60 
APACHE II  18 ± 2  20 ± 2  0.44 
SOFA    9 ± 1    8 ± 2  0.61 
 
SIRS 
Temperature (°C)  < 36.5    36.4 [36.0‐36.4]     36.4 [36.4‐36.4]  0.86 
  > 38.5    39.7 [39.6‐39.7]     39.2 [39.1‐39.4]  1.00 
Leukocytes 
(*109/L) 
< 4   2.9 [2.1‐3.7]  ‐  ‐ 
> 12     20.6 [17.4‐22.0]     19.3 [16.8‐21.9]  1.00 
Heart rate (bpm)    95 [90‐120]  104 [92‐110]  0.83 
MAP (mmHg)  69 [65‐79]  77 [77‐81]  0.83 
Norepinephrine infusion rate 
(μg/min/kg) 
   0.10 [0.04‐0.32]     0.21 [0.17‐0.27]  0.33 
Respiratory rate (breaths/min)  19 [16‐23]  17 [16‐24]  0.48 
Patients on ventilator (%)  10a  4b  0.33 
Data  are  expressed  as  mean  ±  SEM  or  as  median  [25‐75%  range].  Demographics  were 
assessed at  inclusion of  the patients and SIRS criteria at  the start of  the  intervention  (< 24 
hours). AP: alkaline phosphatase, M: male, F:  female, BMI: body mass  index, MAP: mean 
arterial pressure. aPatients were ventilated with a FiO2 of 57 ± 8% by Pressure Control (n=5), 
Pressure  Support  (n=4),  or Noninvasive Positive Pressure Ventilation  (n=1), Ppeak  30  ±  3 
cmH2O, PEEP 14 ± 1 cmH2O, leading to tidal volumes of 8.2 ± 2.0 ml/kg ideal body weight 
for females and 7.5 ± 0.8 ml/kg ideal body weight for males. bPatients were ventilated with a 
FiO2 of 53 ± 5% by Pressure Control (n=4), Ppeak 26 ± 2 cmH2O, PEEP 9 ± 1 cmH2O, leading 
to tidal volumes of 8.5 ± 0.2 ml/kg  ideal body weight for females and 8.3 ± 1.1 ml/kg  ideal 
body weight for males. No significant differences between groups. 
 
Vasopressor  therapy was needed  in 80% of  the patients  in both  treatment 
groups and there was no difference in the percentage of patients receiving 
catecholamines prior to study treatment and 24 hours afterwards between 
both groups (data not shown).  
Antibiotic  treatment  included:  broad‐spectrum  penicillins  (95%), 
cephalosporins  (45%),  fluoroquinolones  (40%),  and  others  (20%),  and  the 
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use of these antibiotics was evenly distributed between both groups. Of the 
total group of patients, 30% remained culture negative. Of the patients with 
positive blood cultures, 70% had Gram negative infections (71% placebo vs 
72% AP) and 30% Gram positive infections (29% placebo vs 28% AP). 
 
Patients and outcomes of the subgroup analysis 
To  gain  insight  in  the  pathophysiology  of  NO‐mediated  renal  damage 
during  systemic  inflammation,  a  subgroup  of  15  patients  (AP,  n=10; 
placebo, n=5), consisting of 7 patients with severe sepsis and 8 patients with 
septic  shock,  was  investigated  in  more  detail  at  one  of  the  hospitals 
(Radboud University Nijmegen Medical Centre, The Netherlands). Patients 
in  this  subgroup  had  similar  demographic  and  clinical  characteristics 
compared to the total group (Table 3.2.). 
 
Alkaline phosphatase attenuates renal iNOS induction 
The expression of  iNOS  in cells  isolated  from urine samples,  the origin of 
which we have recently demonstrated to be predominantly renal proximal 
tubule [5], was 42‐fold induced in patients with sepsis compared to controls 
(healthy  subjects,  data  not  shown). Alkaline  phosphatase  administration 
reduced this induction by 80 ± 5% during the first 24 hours after start of the 
intervention (Fig. 3.2.A, P<0.05). In contrast, placebo treated patients had a 
further increase in iNOS levels during the same period (840 ± 80%, P<0.05), 
compared  to  baseline  levels.  There  was  no  difference  in  baseline  iNOS 
expression between alkaline phosphatase and placebo treated patients and 
no correlation between norepinephrine  infusion rate and  iNOS expression 
was  found  (data  not  shown). During  the  first  24  hours  after  start  of  the 
intervention NO metabolites  (NOx)  levels  in blood were not  significantly 
different between alkaline phosphatase and placebo  treated patients  (Fig. 
3.2.B). The urinary  excretion  of NOx did not differ  significantly between 
the alkaline phosphatase group and the placebo group at baseline.  
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Figure  3.2.  iNOS  induction.  (A)  iNOS  mRNA  expression  is  illustrated  for  placebo 
treated (n=4) and alkaline phosphatase (AP) treated (n=8) patients with sepsis. The relative 
expression of iNOS mRNA in control healthy volunteers (data not shown) was normalized 
for the mean cycle threshold (CT) value of the housekeeping gene GAPDH (CT = 23.6 ± 0.3, 
ΔCT = 12.1 ± 0.1), and set to 1. (B) NO metabolites  in blood were not significantly different 
between  placebo  (open  bars,  n=5)  and  alkaline  phosphatase  treated  (closed  bars;  n=10) 
patients.  (C) NOx  levels  in urine were measured at various  times after  the  intervention  in 
placebo (∆, n=5) and alkaline phosphatase treated patients (; n=10). The urinary excretion 
of NOx was  corrected  for  creatinine  excretion  and  analyzed  by ANOVA with  repeated 
measures over  the  complete  curve.  (A) Data  are  expressed  as mean  ±  SEM  and  (B+C)  as 
median with 25% range for alkaline phosphatase and 75% range for placebo. (#; significantly 
different compared  to baseline  levels; P<0.05 and *; significantly different compared  to  the 
placebo group, P<0.05). 
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However,  the urinary  excretion  of NOx decreased  from  230  [165‐
530]  at  baseline  to  41  [28‐84]  μmol/10 mmol  creatinine  (P<0.05)  after  24 
hours alkaline phosphatase administration, while after placebo it increased 
from  81  [64‐419]  to  630  [65‐1480]  μmol/10 mmol  creatinine,  (P<0.05).  In 
addition, the cumulative urinary NOx excretion was significantly lower in 
the alkaline phosphatase  treated patients compared  to  the placebo   group 
(Fig. 3.2.C, P<0.05) 
 
Alkaline phosphatase attenuates kidney damage 
Although all patients  in  this  subgroup  showed  some degree of AKI with 
mild proteinuria  (Table 3.3.), none of  these patients  required RRT during 
the 28 days follow‐up period. In the first 24 hours, the creatinine clearance 
improved  by  45%  [30‐180%]  in patients  on  alkaline phosphatase  therapy 
(P<0.05) and  there was a  trend  towards deterioration by 25%  [15‐35%] on 
placebo  (Table 3.3., P=0.13). Furthermore, sepsis patients with a  fractional 
sodium  excretion  (FENa)  of more  than  2%  exhibited  an  improvement  in 
renal function after alkaline phosphatase (P<0.05), whereas patients with a 
FENa  of  less  than  1%  showed  no  improvement  (P=0.36),  suggesting  a 
protective role of alkaline phosphatase in imminent tubular damage (Table 
3.3.).  In  the  subgroup,  the  median  plasma  creatinine  levels  declined 
significantly in patients treated with alkaline phosphatase from 91 [73‐138] 
μmol/L at baseline  to 70  [60‐92] μmol/L  seven days after  the  intervention 
(Fig  3.1.D, P<0.01). No  significant  change  in placebo‐treated patients was 
observed (114 [99‐117] μmol/L at baseline vs. 106 [73‐141] μmol/L at 7 days, 
P=0.48).  
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Table 3.3. 
Renal function parameters of patients in the subgroup analysis (n=15) 
 Kidney function parameter  Time   AP (n=10)  Placebo (n=5) 
 Total urine volume (ml)  0‐24 h  1880 [940‐2230]       1470 [1120‐2780]  
 Protein excretion (mg/day)           0‐24 h  454 [323‐533]     447 [414‐769]  
 Creatinine clearance (ml/min)   Baseline              54 [24‐84]   80 [77‐91] 
  24 h              76 [25‐101] *  59 [45‐59] 
 Fractional sodium excretion                  
  > 2%  Baseline             4.5 [3.3‐5.7]    4.1 [3.8‐4.3] 
   24 h             1.2 [1.1‐1.3] *   5.2 [4.4‐6.1]  
  < 1%  Baseline             0.5 [0.1‐0.5]   0.2 [0.1‐0.2]  
   24 h             0.1 [0.1‐0.4]   0.1 [0.1‐0.2]  
Data are expressed as median [25‐75% range]. AP: alklaline phosphatase. * P<0.05,  
significantly different compared to the placebo group. 
 
The urinary excretion of both GSTA1‐1 and GSTP1‐1 was elevated 
in  all  patients,  indicating  both  proximal  and  distal  tubule  damage, 
respectively. During the first 24 hours, the amount of GSTA1‐1 in urine of 
patients treated with alkaline phosphatase decreased from 33 [12‐131] to 6.5 
[5.4‐16] μg/10 mmol creatinine  (P<0.05), compared  to an  increase  from 27 
[15‐33]  to 39  [33‐206] μg/10 mmol creatinine  in  the placebo group, P<0.05. 
Cumulative  urinary GSTA1‐1A  excretion was  also  significantly  lower  in 
alkaline phosphatase‐treated patients, compared to the placebo group (Fig. 
3.3.A, P<0.05).  
Furthermore,  there  was  a  trend  towards  an  decrease  in  urinary 
GSTP1‐1  excretion  (from  23  [14‐41]  at  baseline  to  12  [8‐83]  μg/10 mmol 
creatinine  after  24  hours,  P=0.07)  in  patients  treated  with  alkaline 
phosphatase, which was absent in the placebo group. However, there were 
no  differences  in  the  cumulative  urinary GSTP1‐1  excretion  between  the 
alkaline phosphatase and placebo  treated groups  (P=0.23) and during  the 
first 24 hours of the treatment in patients who received placebo (Fig. 3.3.B, 
P=0.29).  Importantly,  the  cumulative urinary  excretion of NOx  correlated 
with  GSTA1‐1  excretion  during  the  first  24  hours  (rs  =  0.5,  P<0.01;  Fig. 
3.3.C). 
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Figure 3.3. Urinary excretion of markers of renal injury. GSTA1‐1 (A) and GSTP1‐1 
(B) levels in urine were measured at various times after the intervention in placebo (∆, n=5) 
and  alkaline phosphatase  treated patients  (, n=10). The urinary  excretion of GSTs were 
corrected  for  creatinine excretion and analyzed by ANOVA with  repeated measures over 
the complete curve. Data are expressed as median with 25% range for alkaline phosphatase 
and  75%  range  for  placebo.  (*;  significantly  different  compared  to  the  placebo  group, 
P<0.05). (C) Correlation between the cumulative urinary excretion of NOx and GSTA1‐1, 24 
hours after inclusion (rs = 0.5, P < 0.01, n=14). One patient is missing, because he died within 
24 hours after the start of the intervention. 
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Discussion 
 
This  is  the  first controlled exploratory study with alkaline phosphatase  in 
septic patients with detailed monitoring of renal function. Our results show 
that  infusion of  this  enzyme  attenuates  iNOS  induction  and,  subsequent, 
renal  NO  metabolite  production  and  prevents  further  renal  damage  in 
patients with severe sepsis or septic shock. Moreover, the present data are 
the  first  to show  that a pharmacological  intervention  is able  to reduce  the 
expression of iNOS in septic humans in vivo. To determine the effect of the 
attenuated NO metabolite production on  renal damage, we examined  the 
urinary excretion of GSTs as tubular injury markers and found that alkaline 
phosphatase  decreased  iNOS  activity  and  preserved  the  integrity  of  the 
proximal  tubule  and  that  the  renal  release  of NO metabolites  correlated 
with  the  tubular  enzymuria.  These  findings  indicate  that  septic  AKI  is 
mediated through the NO‐pathway.  
While  we  have  monitored  carefully  the  key  clinical  parameters, 
outcomes  and  key  marker  (serum  creatinine),  to  frame  the  research‐
oriented  renal markers within usual management, we appreciate  that  the 
detailed  and  comprehensive  nature  of  the  investigation  of  the  subgroup 
may  not  be  feasible  in  a  large‐scale  intervention  study.  Nevertheless, 
despite the small size and heterogeneity of the studied population, we were 
able  to  demonstrate  beneficial  effects  of  alkaline  phosphatase  and  our 
findings are in keeping with animal data previously reported [9‐13]. These 
beneficial  effects  of  alkaline  phosphatase  could  be  explained  by  its  dual 
mode  of  action.  Firstly,  it  binds  to  and,  subsequently,  dephosphorylates 
LPS. Secondly, the enzymatic reaction product, monophosphoryl‐LPS,  is a 
non‐toxic substance for mammals which acts as a partial antagonist on the 
LPS  receptor  complex  [8;22].  However,  we  cannot  exclude  that  other 
mechanisms,  independent of LPS detoxification, could have played a  role 
in the protective effect of alkaline phosphatase in the kidney.  
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In patients with sepsis we demonstrated an increased iNOS mRNA 
expression  in cells  isolated from urine. The fact that  iNOS  is up‐regulated 
in a remote organ not primarily involved in the infection is a novel finding 
in humans.  In a previous  report, Annane  et al.  found an up‐regulation of 
iNOS  in patients with  septic  shock  caused by  cellulitis only at  the  site of 
infection  [23],  suggesting  a  compartmentalized  induction  of  iNOS.  The 
absence  of  iNOS  expression  in  skin, muscle,  fat  and  artery  samples  that 
were not  involved  in  the primary  infection may be  explained by  the  fact 
that these tissues do not express  iNOS under physiological circumstances. 
In contrast,  iNOS  is constitutively expressed  in the kidney [4], which may 
facilitate  a  rapid  and  more  pronounced  response  during  systemic 
inflammation.  
Treatment with alkaline phosphatase  resulted  in an attenuation of 
the  increased  expression  of  iNOS  mRNA,  and  in  a  reduced  urinary 
excretion of NO metabolites. The attenuated iNOS expression is likely to be 
caused  by  alkaline  phosphatase  inhibitory  effects  on  LPS  and  LPS‐
mediated  inflammatory  cytokine  response,  as  there  are  no  reports 
indicating  that  alkaline  phosphatase  exerts  a  direct  effect  on  iNOS 
expression.  Therefore,  pharmacological  interventions  that  interfere  with 
mediators  in  the  sepsis  cascade  through  NO  could  protect  the  kidneys 
during sepsis. 
Endogenous  alkaline phosphatase  activity  in  the  kidney  has  been 
found along the proximal tubular brush border membrane [9], which may 
be  inactivated by  the  reactive oxygen species and peroxynitrite generated 
during  sepsis  [15].  Therefore,  we  hypothesized  that  administration  of 
exogenous  alkaline  phosphatase  during  sepsis may  attenuate  septic AKI 
through detoxification of LPS. Indeed, we found an improvement in kidney 
function and significantly attenuated increase in urinary GSTA1‐1 excretion 
in patients  treated with  alkaline phosphatase,  indicating proximal  tubule 
protection.  Interestingly,  renal  iNOS  is  predominantly  expressed  in  the 
proximal tubule [4], where excessive NO‐release induces direct toxic effects 
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[24]. We  report here  that  the  cumulative amount of urinary excreted NO 
metabolites  correlates  with  GSTA1‐1  excretion  in  urine,  suggesting  that 
increased renal NO metabolite production accounts for the proximal tubule 
damage.  Thus,  treatment  with  alkaline  phosphatase  may  result  in  a 
reduced  induction of renal  iNOS expression, which  leads  to a diminished 
production of NO metabolites and less proximal tubular damage. 
We realize  that  the present study  is underpowered  to demonstrate 
beneficial  long‐term  effects  on  hard  endpoints,  such  as  RRT  frequency, 
length  of  stay  in  the  intensive  care  unit,  or  mortality.  However,  our 
preliminary results suggest that the clinical benefit by alkaline phosphatase 
in  patients with  rapidly  progressive  sepsis  is  possibly  derived  from  its 
potential protective effects on renal tissue. Therefore, these results warrant 
confirmation  in  a  larger  trial  that  includes  only  sepsis‐induced  AKI 
patients.  Pharmacological  interventions,  other  than  alkaline  phosphatase, 
aimed  to  inhibit LPS  or mediators  early  in  the  septic  cascade have  often 
exerted  positive  effects  in  sepsis  models  in  animals  [25],  but  efforts  to 
translate this to the treatment of sepsis patients have yielded disappointing 
results  [26‐29].  Among  several  explanations  [25],  timing  of  the 
pharmacological  intervention  appears  to  be  of major  importance.  Apart 
from one animal study in which alkaline phosphatase was administrated 2 
hours after the induction of fecal peritonitis [13], our data show a beneficial 
effect  after  alkaline  phosphatase  treatment  in  patients with  SIRS  criteria 
existing less than 24 hours.  
In conclusion, in severe sepsis and septic shock, infusion of alkaline 
phosphatase  inhibits  the  up‐regulation  of  renal  iNOS,  leading  to 
subsequent  reduced  NO  metabolite  production,  and  attenuated  tubular 
enzymuria. This mechanism may account for the observed improvement in 
renal  function. Since morbidity, mortality and management costs are very 
high  in  sepsis patients with AKI,  this  finding  forms  the basis  for  a  large 
clinical trial. 
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Abstract  
 
Objective:  We  previously  demonstrated  that  up‐regulation  of  renal 
inducible nitric oxide  synthase  (iNOS)  is associated with proximal  tubule 
injury  during  systemic  inflammation  in  humans.  In  this  study,  we 
investigated the short‐term effect of methylene blue, an inhibitor of the NO 
pathway, on kidney damage and function in septic shock patients. 
Design and setting: A prospective clinical study, conducted in an intensive 
care unit. 
Patients:  Nine  patients  (4M/5F, mean  age  71  ±  3  yrs) with  a  proven  or 
suspected bacterial  infection and with refractory septic shock defined as a 
mean  arterial  pressure  ≤70  mmHg  despite  norepinephrine  infusion  ≥0.2 
μg/kg/min.  
Intervention: A  4 hours  continuous  i.v.  infusion of  1 mg/kg/h methylene 
blue.  
Measurements  and  Results:  The  urinary  excretion  of  NO  metabolites 
decreased with  (median  [25‐75%  range])  90%  [75‐95]  from  baseline  to  6 
hours after methylene blue administration (P<0.05). The first 24 hours, the 
creatinine  clearance  improved  with  51%  [18‐173]  after  methylene  blue 
treatment (P<0.05), but was still strongly impaired. During the first 6 hours 
after  start  of  methylene  blue  treatment,  both  the  urinary  excretion  of 
cytosolic glutathione S‐transferaseA1‐1 and P1‐1, markers for proximal and 
distal tubule damage respectively, decreased with 45% [10‐70, P<0.05] and 
70%  [40‐85,  P<0.05]  compared  to  baseline.  After  termination  of  the 
methylene blue infusion, the NO metabolites and markers of tubular injury 
returned to pre‐treatment levels. 
Conclusion: In septic patients with refractory shock, short‐term infusion of 
methylene  blue  is  associated with  a  decrease  in NO  production  and  an 
attenuation of the urinary excretion of renal tubular injury markers. 
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Introduction 
 
Refractory  septic  shock  remains  the major  cause of death  in noncoronary 
intensive  care  units,  especially  when  accompanied  by  multiple  organ 
failure, with  an  estimated mortality  rate  of  50‐60%  [1].  The  incidence  of 
acute renal failure in refractory septic shock is approximately 40–50% [2].  
Nitric oxide (NO) has emerged as an important contributory factor 
to  the  pathogenesis  of  septic  shock.  We  previously  demonstrated  that 
induction  of  renal NO  is  associated with  proximal  tubule  injury  during 
systemic  inflammation  in  humans  [3].  NO  stimulates  soluble  guanylate 
cyclase  (sGC)  by  binding  to  its  heme  moiety,  which  generates  cyclic 
guanosine  monophosphate  (cGMP)  [4].  In  the  kidney,  NO  and  cGMP 
production are associated with lipopolysaccharide‐induced renal proximal 
tubular cell toxicity [5]. Selective sGC inhibition during septic shock in rats 
resulted  in an attenuation of renal dysfuntion [6],  indicating that blocking 
sGC may be a potential therapeutic strategy to treat septic shock‐associated 
renal failure.  
  Methylene blue binds to sGC, blocks cGMP production, and has the 
ability to inhibit NO synthases and to scavenge NO [7;8]. Although several 
controlled  and  uncontrolled  clinical  studies  showed  beneficial  effects  of 
methylene  blue  on  the  hemodynamic  instability  during  septic  shock 
(reviewed  in  [9]),  there  are  no  studies  on  the  putative  protective  renal 
effects. We examined  the short‐term effects of continuous  infusion of  low 
dose methylene blue  (1 mg/kg/h)  in patients with septic shock on urinary 
excretion  of  the  acute  kidney  injury  markers,  cytosolic  glutathione  S‐
transferases (GSTs) present in proximal tubule (GSTA1‐1) and distal tubule 
(GSTP1‐1) [10].  
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Materials and methods  
 
Patients 
The ethical committee of the VieCuri Medical Centre Venlo and the Dutch 
central  committee  on  research  involving  human  subjects  approved  this 
study,  and  informed  consent  was  obtained  from  the  patients’  legal 
representatives.  Patients  with  a  proven  or  suspected  bacterial  infection 
were  included when  they met  the criteria  for  refractory septic shock  [11], 
defined as mean arterial pressure (MAP) ≤70 mmHg despite adequate fluid 
therapy and norepinephrine  infusion at a rate  ≥0.2 μg/kg/min, existing for 
less than 24 hours. Patients were excluded if they were <18 years, pregnant 
or  lactating,  HIV  seropositive  or  had  acute  ischemia  or  myocardial 
infarction <6 months prior to the study. Throughout the study, all patients 
received  standard  conventional  therapy,  including  treatment  with  low‐
dose  hydrocortisone  (50  mg/24  hours).  During  the  study  period, 
aminoglycosides, drotrecogin  alpha,  and diuretics were not  administered 
and  no  radiological  examinations  with  potentially  nephrotoxic  contrast 
agents were performed.  
Eligible  patients  received  a  4  hour  continuous  infusion  of  1 
mg/kg/hour methylene  blue  (1% w/v),  provided  by  the VieCuri Medical 
Centre pharmacy. Arterial blood and catheterized urine were collected at 
several  time  points  during  the  first  24  hours.  Clinical  parameters,  the 
severity of  illness using acute physiology and chronic health evaluation  II 
(APACHE  II)  and  sepsis‐related  organ  failure  assessment  (SOFA)  were 
recorded.  
 
Chemical assays 
Biochemical  parameters  were  determined  by  routine  clinical  chemistry. 
Hemoglobin,  methemoglobin  and  bilirubin  were  measured  to  assess 
possible  side  effects  of  methylene  blue,  such  as  hemolytic  anemia  and 
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methemoglobinemia  [12;13].  Total  amount  of  the  stable NO metabolites, 
nitrate and nitrite, measure of NO radicals production, and the amounts of 
GSTA1‐1  and GSTP1‐1  in  urine were  assayed  as  described  [3].  The  blue 
colour in urine due to methylene blue excretion, did not affect the chemical 
assays. 
 
Table 4.1. 
Baseline characteristics  
  
Methylene blue 
(n=9) 
Demographics    
M/F    4/5 
Age (yrs)  70.9 ± 2.5 
BMI (kg/m2)  27.2 ± 1.9 
APACHE  II  26.6 ± 2.3 
SIRS criteria  
Temperature (°C)     
< 36.5  (3)     35.9 [35.6‐36.1] 
> 38.5  (n=4)     38.7 [38.6‐38.8] 
Leukocytes (*109/L)    
< 4.0 (n=3)   2.7 [2.4‐3.0] 
> 12.0 (n=4)     19.2 [17.3‐21.1] 
Heart rate (bpm)    113 [100‐122] 
MAP (mmHg)   69 [65‐70] 
Norepiniphrine infusion rate (μg/min/kg)     0.50 [0.30‐1.00] 
Respiratory rate (breaths/min)  19 [18‐22] 
Patients on ventilatora   9 
Data  are  expressed  as  mean  ±  SEM  or  as  median  [25‐75%  range].  Demographics  were 
assessed  at  inclusion  of  the  patients  and  SIRS  criteria  at  the  start  of  the methylene  blue 
treatment (< 24 hours). The high and low temperatures and leukocyte counts are gathered to 
demonstrate that patients included satisfied the SIRS criteria. aPatients were ventilated with 
a FiO2 of 54 ± 6% by Pressure Control (n=5) or Pressure Support (n=4), Ppeak 18 ± 2 cmH2O, 
PEEP  14  ±  1  cmH2O,  leading  to  tidal  volumes  of  10.8  ±  0.7 ml/kg  ideal  body weight  for 
females and 10.4 ± 0.5 ml/kg  ideal body weight  for males. M: male, F:  female, BMI: body 
mass index, MAP: mean arterial pressure). 
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Data analysis 
Values are given as mean ± SEM or median [25‐75% range] depending on 
their distribution. Differences between experimental groups were tested by 
analysis  of  variances  (ANOVA)  for  repeated  measures.  A  two‐sided  P‐
value <0.05 was considered significantly different. 
 
 
Results 
 
Patients 
Nine patients with septic shock were  included  (Table 4.1.). Seven patients 
ultimately died in the intensive care unit, one of refractory shock (within 12 
hours)  and  six  patients  because  of  multiple  organ  failure.  In  the  latter 
group,  two  patients  died within  7 days  and  the  remaining  four  patients 
within 28 days after intervention. The mean calculated predicted mortality 
rate was 61% and all patients had at least three organ failures, reflecting a 
mean SOFA score of 11.1 ± 0.9. The median stay at the  intensive care unit 
was 16 days  [7‐24],  the  two survivors stayed 89 days  [52‐121]  in hospital. 
Pathogenic  organisms  isolated  by  culture  and  site  of  infection  are 
illustrated in Table 4.2. 
Median  C‐reactive  protein  was  178  mg/L  [range  118‐189],  all 
patients had  lactic acidemia  (2.7  [2.1‐3.7] mmol/L) and  thrombocytopenia 
(68 [50‐104] *109/L). The median MAP  increased slightly with 5 mmHg [2‐
11]  from  69  [65‐70]  at baseline  to 74  [68‐82] mmHg  3 hours  after  start of 
methylene blue  (P<0.05), with no  change  in norepinephrine  infusion  rate. 
Methemoglobinemia or hemolytic anemia did not develop after methylene 
blue  (data not  shown). All methylene blue‐treated patients  showed blue‐
colouring of urine and skin.  
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Table 4.2. 
Causes of septic shock 
Patient number  Type of organism  Site of infection 
1  Escherichia coli  Abdomen 
2  Escherichia coli  Abdomen 
3  Enterobacter aerogens  Lung 
4  Klebsiella pneumonia  Lung 
5  Pseudomonas aeruginosa  Lung 
6  Escherichia coli  Abdomen 
7  Escherichia coli  Urinary tract 
8  Pseudomonas aeruginosa  Skin 
9  Escherichia coli  Abdomen 
 
Methylene blue attenuates NO formation 
The concentration NO metabolites  in plasma was elevated  in septic shock 
patients  compared  to  healthy  volunteers  [3],  but  did  not  change  after 
methylene  blue  administration  (Fig.  4.1.A).  In  contrast,  methylene  blue 
significantly  attenuated  the  urinary  excretion  of NO metabolites  by  90% 
[75‐95%, P<0.05]  from baseline  (233  [112‐536] μmol/mmol  creatinine)  to  6 
hours  (37  [10‐87] μmol/mmol  creatinine) after  the  start of methylene blue 
(Fig. 4.1.B). At 4 hours, methylene blue  infusion was stopped, after which 
the  excretion  of  urinary  NO  metabolites  increased  by  135%  [65‐795%, 
P<0.05] within 6 to 24 hours after methylene blue treatment (Fig. 4.1.B).  
 
Methylene blue attenuates kidney damage 
All  patients  showed  impaired  renal  function  with  oliguria  and  mild 
proteinuria  (Table 4.3.). One patient  suffered  from anuria during  the  first 
day.  Six  patients  required  continuous  veno‐venous  hemofiltration  renal 
replacement therapy with a flow of 35 ml/kg (for 8.5 [4‐13] days), of which 
3 during  the methylene blue  infusion. The  creatinine  clearance  improved 
by 51% [18‐173%, P<0.05] during the first 24 hours after methylene blue, but 
was still strongly impaired (Table 4.3.).  
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Figure  4.1. NO metabolites  in  plasma  and  urine  and  the  urinary  excretion  of 
tubular  injury  markers  glutathione‐S‐transferase  (GST)A1‐1  and  P1‐1.  NO 
metabolite levels in plasma (A, n=9) and urine (B, n=8) and levels of GSTA1‐1 (C, proximal 
tubule, n=8)  and GSTP1‐1  (D, distal  tubule, n=8) were measured  in urine  at various  time 
intervals  after methylene  blue  (MB)  administration  in  septic  shock  patients.  The  urinary 
excretion  of  NO metabolites  and  GSTs was  corrected  for  creatinine  excretion.  Data  are 
expressed  as median  [25‐75 %  range]  and  analyzed  by ANOVA with  repeated measures 
over the two time periods. (*; significantly different compared to baseline levels, P<0.05 or #; 
compared 6 hours after methylene blue treatment, P<0.05). 
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Table 4.3.  
Kidney  function  parameters  of  septic  shock  patients  (n=8)  treated  with 
methylene blue 
 Kidney function parameter  Time  
 Total urine volume (ml)  0‐24 h  495 [169‐885]   
 Protein excretion (mg/day)   0‐24 h  342 [245‐434] 
 Creatinine clearance (ml/min)   Baseline   8.2 [4.2‐17.4] 
  24 h    10.6 [9.6‐14.8]  * 
 BUN (mmol/L)  Baseline   17.8 [10.8‐20.0] 
   24 h   17.3 [10.4‐22.5] 
 Fractional excretion of sodium        
 > 2%  Baseline  (n=0) 
   24 h           3.1 [2.6‐3.6] (n=3) 
 < 1%  Baseline           0.6 [0.3‐0.7] (n=8) 
   24 h           0.4 [0.2‐0.5] (n=5) 
Data  are  expressed  as median  [25‐75%  range].  (*;  significantly different  compared  to  the 
baseline, P<0.05). BUN; blood urea nitrogen. 
 
The urinary excretion of both GSTA1‐1 and GSTP1‐1 was elevated 
in all septic shock patients, indicating both proximal and distal renal tubule 
damage. During  the  first 6 hours of methylene blue, urinary excretion of 
GSTA1‐1 and GSTP1‐1 was attenuated by 45% [10‐70%] and 70% [40‐85%] 
compared to baseline levels (Fig. 4.1.C+D, P<0.05). After ending methylene 
blue infusion, urinary excretion of GSTA1‐1 and GSTP1‐1 increased again, 
although not significantly (Fig. 4.1.C+D). 
 
 
Discussion 
 
Several clinical studies in septic shock patients have investigated the effects 
of methylene bue on the heart, vascular wall and lungs [9]. This is the first 
report  demonstrating  that methylene  blue  attenuates  kidney  damage  in 
human septic shock.  
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To determine the effect of NO‐pathway inhibition on renal damage, 
we  examined  the  urinary  excretion  of  early  tubular  injury markers  and 
found  that methylene blue  inhibited  the NO‐pathway  and preserved  the 
integrity  of  renal  tubules. After  termination  of methylene  blue  infusion, 
these  parameters  returned  to  their  elevated  pre‐treatment  levels.  Both 
plasma concentrations (> 2‐fold) and urinary NO metabolites  levels  in our 
septic shock patients were much higher compared to healthy volunteers, as 
demonstrated  earlier  [3].  Hydrocortisone  may  have  inhibited  iNOS 
activation,  however,  the  patients  received  a  continuous  infusion  of 
hydrocortisone  that started before methylene blue  infusion and continued 
during  the  24  hours  period.  Therefore,  the  observation  that  urinary NO 
metabolite excretion was only attenuated in the first 6 hours after the start 
of  methylene  blue  suggests  that  this  effect  is  not  related  to  steroids. 
Although urinary NO metabolite excretion was attenuated, we did not find 
a  reduction  in plasma NO metabolites. This  is  in  contrast with an earlier 
report, in which patients received a bolus injection of methylene blue prior 
to the continuous infusion [14].  
Renal failure in septic shock patients is a complex and multifactorial 
disease  process. During  septic  shock,  the  systemic  vasodilation  increases 
renal  sympathetic activity and angiotensin  concentration which  results  in 
intrarenal vasoconstriction with sodium and water retention and decreased 
glomerular filtration rate [2]. We previously demonstrated that induction of 
renal  iNOS, constitutively expressed  in  the kidney  [15],  is associated with 
proximal  tubule  injury during systemic  inflammation  in humans  [3]. As a 
result  of  its  active  secretory  transport  function  and  role  in  urine 
concentration, the proximal tubule is a susceptible target and often the first 
site of damage  [16]. Therefore,  inhibition of peroxynitrite  formation  from 
excessively produced NO and superoxide  [17] by methylene blue may be 
beneficial  for  the  kidney  during  septic  shock,  possibly  explained  by  the 
local accumulation of methylene blue in renal proximal tubules [18]. Global 
hemodynamic variables can influence renal function, however, only a small 
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but  statistically  significant  increase was  found  for mean arterial pressure, 
whereas  other  global  hemodynamic  parameters  did  not  change  during 
methylene blue treatment. 
  Since  the  detailed  nature  of  our  investigation,  obviously  these 
methods  are  not  feasible  in  a  large‐scale  clinical  intervention  study.  The 
most elegant way  to examine  the effects of methylene blue would be  in a 
randomized,  placebo‐controlled  cross‐over  study.  However,  with  such 
critically  ill  patients  this  design  may  be  considered  unethical.  We 
deliberately chose a subgroup of severe septic shock patients with a high 
chance of sepsis‐induced renal damage for two reasons: this is the group of 
patients  in which methylene  blue  is  used  as  a  ‘last  resort  therapy’,  and 
second, to demonstrate the putative beneficial effects of methylene blue on 
renal damage. With an estimated standard deviation of 36% in urinary GST 
excretion, 80 patients would be needed  to demonstrate with 80% power a 
10% reduction in renal injury. This number of patients was not feasible for 
our  investigations.  Therefore  we  decided  to  determine  the  parameters 
before,  during  and  after methylene  blue  infusion  during  a  24  h  period, 
which allows each patient to serve as own control.  
Because of the observational nature and  limited size of the present 
study,  and  the  heterogeneity  of  the  patient  population,  our  findings 
warrant  conformation  on  hard  end  points  by  a  larger  clinical  trial. 
However,  in  our  view,  first  a  long‐term  study  is  necessary  to  assess  the 
safety  of  chronic  methylene  blue  administration  in  septic  patients  with 
refractory shock. Promising effects of methylene blue were found in a trial 
with vasoplegic patients after cardiac surgery treated with methylene blue 
[19],  in which a reduction  in both mortality and  incidence of renal  failure 
was observed. 
  In  conclusion,  short‐term  infusion  of  methylene  blue  in  septic 
patients  with  refractory  shock,  is  associated  with  a  decrease  in  NO 
production  and  an  attenuation  of  the  urinary  excretion  of  renal  tubular 
injury markers. 
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Abstract 
 
Nitric oxide (NO) is an important regulator of renal transport processes. In 
the present study, we  investigated  the role of NO, produced by  inducible 
NO synthase (iNOS), in the regulation of renal ATP binding cassette (ABC) 
transporters in vivo during endotoxemia.  
Wistar Hannover rats were injected with lipopolysaccharide (LPS) alone or 
in  combination  with  the  iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine.  Controls 
received detoxified LPS (dLPS).  
After LPS, proximal tubular damage and a reduction in renal function were 
observed. Furthermore,  iNOS mRNA and protein, and  the amount of NO 
metabolites  in plasma  and urine  increased  compared  to  the dLPS group. 
Co‐administration with aminoguanidine resulted in an attenuation of iNOS 
induction  and  reduction  of  renal  damage.  Gene  expression  of  20  ABC 
transporters was  determined. After  LPS  a  clear  up‐regulation  in Abca1, 
Abcb1/P‐glycoprotein  (P‐gp),  Abcb11/Bile  salt  export  pump  (Bsep)  and 
Abcc2/Multidrug resistance protein (Mrp2) was found, whereas Abcc8 was 
down‐regulated.  Up‐regulation  of  Abcc2/Mrp2  was  accompanied  by 
enhanced  calcein  excretion.  Aminoguanidine  attenuated  the  effects  on 
transporter expression. 
Our data  indicate  that NO, produced  locally by renal  iNOS, regulates  the 
expression  of ABC  transporters  in  vivo.  Furthermore, we  showed  for  the 
first  time  expression  and  subcellular  localization  of  Abcb11/Bsep  in  rat 
kidney.  
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Introduction 
 
The free radical nitric oxide (NO) has been shown to play an important role 
in various physiological processes  in  the kidney,  including  salt and  fluid 
reabsorption,  renal hemodynamics,  renin  secretion  and  tubuloglomerular 
feedback [1]. Endogenous NO  is enzymatically produced from conversion 
of the amino acid L‐arginine to L‐citrulline, a reaction that  is catalyzed by 
the enzyme NO synthase (NOS). This enzyme exists in three isoforms; the 
neuronal  (nNOS) and endothelial  (eNOS), both are Ca2+‐ and calmodulin‐
dependent constitutive isoforms, and an inducible (iNOS) isoform [2].  
Mediators  associated with  sepsis,  such  as  endotoxin  and  the pro‐
inflammatory  cytokines,  interleukin‐1β  (IL‐1β),  IL‐2  and  tumor  necrosis 
factor‐α  (TNF‐α)  have  been  shown  to  induce  iNOS,  thereby  increasing 
production of NO. Sustained, high‐output generation of NO by  iNOS can 
cause  cell  death  and  tissue  damage  through  lipid  peroxidation,  DNA 
damage and pro‐apoptotic effects [3]. This is the result of NO itself and the 
oxidant  peroxynitrite,  which  is  generated  after  reaction  of  NO  with 
superoxide anions [4].  
In contrast  to many other organs,  iNOS  is constitutively expressed 
in  the  kidney,  in  particular  in  the medulla  and  in  proximal  tubules  [5]. 
Many  in  vivo  animal  studies  showed  the  importance  of  iNOS  as  a 
contributor  to  the  pathophysiology  of  acute  kidney  injury  (AKI).  For 
example, it has been shown that selective chemical inhibitors of iNOS [6;7], 
NO  scavengers  [8],  iNOS  gene  knockout  mice  [9],  or  antisense 
oligodeoxynucleotides to iNOS [10] resulted in less renal tubular injury and 
improved structural and functional outcome. This renoprotective effect was 
partly due to the rescue of tubular epithelial cells from injury by NO [3].  
Using  killifish  renal  proximal  tubules, we  found  previously  that 
nitric oxide (NO) has a regulatory role in the transport activity of the ATP‐
binding  cassette  (ABC)  transporter  multidrug  resistance  protein  2 
(Abcc2/Mrp2)  via  an  intracellular  signaling  pathway  in  response  to  the 
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action of several nephrotoxic chemicals in vitro [11]. This pathway involved 
at least endothelin (ET) release, binding to the basolateral ETB receptor, and 
activation of NOS,  soluble guanylyl  cyclase  and protein kinase C  [12]. A 
similar  regulatory  pathway  was  found  for  the  ABC  transporter  P‐
glycoprotein (Abcb1/P‐gp) in rat brain capillaries [13]. Both studies indicate 
that activation of NOS  is most  likely Ca2+‐independent and we concluded 
that production of NO is a result of activation of iNOS.  
The  proximal  tubule  is  responsible  for  the  excretory  transport  of 
xenobiotics, xenobiotic metabolites and waste products of metabolism from 
blood  into urine. Consequently,  the proximal  tubule  is also an  important 
target  for  toxic  effects  and  is  often  the  first  site  of  damage  in AKI  [14]. 
Luminal  transport  proteins,  like  the  ABC  transporters  ABCB1/P‐gp, 
ABCC2/MRP2 and ABCC4/MRP4 are  important efflux  transporters  in  the 
kidney [15] and, therefore, play a role  in the detoxification of tubule cells. 
The observed effects of NO on Abcc2/Mrp2 in killifish proximal tubule may 
be part of the normal progression of cellular events that occur during AKI.  
In  the present study, we hypothesized  that  iNOS has a  role  in  the 
regulation  of  renal  ABC  transporters  during  nephrotoxicity  in  vivo.  An 
endotoxemia  model  was  used  in  which  rats  were  exposed  to 
lipopolysaccharide  (LPS) and  the gene expression of 20 ABC  transporters 
was evaluated.  In addition, we examined  the effect of  the  iNOS‐inhibitor, 
aminoguanidine,  to  determine whether  the  change  in  expression  of  the 
renal efflux transporters is caused directly by NO generated by iNOS. 
 
 
Materials and methods 
 
Animals and experimental design 
Specified pathogen‐free male Wistar‐Hannover  rats  (240‐295 g; purchased 
from Harlan, Zeist, The Netherlands) were kept under routine  laboratory 
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conditions  at  the Central Animal  Laboratory  of  the  Radboud University 
Nijmegen  Medical  Centre.  This  strain  was  used,  because  they  do  not 
develop hydronephrosis  spontaneously  like normal Wistar  rats, which  in 
turn  could  have  a  down‐regulating  effect  on  iNOS  expression  [16].  The 
local Animal Care Committee approved all experimental procedures.  
Different pilot studies have been conducted to determine the route 
of  administration,  intravenously  (i.v.)  or  intraperitoneally  (i.p.), 
concentration  of  the  endotoxin  lipopolysaccharide  (LPS,  Escherichia  coli 
0127:B8,  Sigma‐Aldrich,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  and 
aminoguanidine (Sigma‐Aldrich) and the time point of co‐administration in 
this  strain.  LPS  and  aminoguanidine  were  dissolved  in  sterile  Hank’s 
balanced  salt  solution  (HBSS,  Gibco,  Paisly, UK)  supplemented with  10 
mM  4‐(2‐hydroxyethyl)‐1‐piperazine  ethanesulfonic  acid  (HEPES, Gibco), 
and set to pH 7.4 with NaOH. 
Thirty  rats were, stratified  to body weight,  injected  i.p. with 5 mg 
/kg  LPS  and  sacrificed  after  3,  6,  12,  24  or  48  hours  (n=6  for  each 
experimental group). Fifteen rats served as controls and received 10 mg/kg 
detoxified  LPS  (dLPS,  n=3  per  group),  in  which  the  biologically  active 
component,  lipid A,  essential  for  the  activation  of NOS,  is  lacking  [17]. 
Although  the  control  group  is  small,  standard  errors  appeared  to  be 
satisfactory  to allow a reduction and refinement of animals  in  this group. 
Twelve  rats were  injected  i.p. with both 5 mg/kg LPS and after one hour 
with  100  mg/kg  of  the  iNOS‐inhibitor  aminoguanidine  (Sigma‐Aldrich), 
and were  sacrificed  6  and  12  hours  after  LPS  (n=6  per  group).  For  the 
isolated perfused kidney experiments, six rats received LPS, four dLPS and 
four rats were untreated and served as controls, and were sacrificed after 
12 hours as described under Isolated kidney perfusion. 
To collect urine before and after  the  injection, rats were housed  in 
metabolic cages, washed with 2% chlorohexidine (Genfarma, Zaandam, the 
Netherlands) to prevent bacterial growth.  
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Urine  volumes  were  recorded  and  samples  were  snap‐frozen  in  liquid 
nitrogen and  stored at –80  °C until assayed. During  the experiment body 
weight and body  temperature, were determined. At  indicated  time points 
after  LPS  injection,  the  rats were  anaesthetized with  5%  isoflurane  and 
heparin (125 I.U./100 g) was injected via the penile vein to minimize blood 
clotting.  
The  left  kidney was  removed,  divided  in  four  pieces,  and  snap‐
frozen in liquid nitrogen for immunohistology or fixed in Bouin’s solution 
for routine histology. Arterial blood was obtained by aortic puncture and 
the  rats  were  sacrificed  by  exsanguination.  The  right  renal  vein  was 
punctured and, subsequently,  the kidney was perfused with HBSS‐Hepes 
for two min at 7.5 ml/min (Minipuls 2, Gilson, Villiers‐le‐Bel, France). After 
perfusion  the  kidney  was  removed,  divided,  and  snap‐frozen  in  liquid 
nitrogen  for  quantitative  real‐time  polymerase  chain  reaction  (RQ‐PCR) 
and Western blotting.  
Thrombocyte  and  leukocyte  counts were  determined  in  blood  as 
inflammatory  parameters,  and  the  concentration  of  creatinine,  urea, 
protein, glucose and sodium were analyzed in blood and urine by routine 
clinical chemistry. The activity of alkaline phosphatase, a proximal  tubule 
injury marker, was determined in twenty‐sixfold diluted urine samples, as 
described before [18]. 
 
Determination of mRNA expression 
RNA  was  isolated  using  a  Mikro‐dismembrator  U  (Sartorius  B.  Braun 
Biotech  Int.,  Melsungen,  Germany).  To  prevent  RNA  degradation,  we 
washed  the  metal  cylinders  with  0.5  M  NaOH.  Perfused  kidneys  were 
pulverized  (2000  rpm,  30  seconds)  and  transferred  in  ice  cold  TRIzol 
reagent (Invitrogen, Breda, the Netherlands) and then RNA was isolated as 
described previously [19]. RQ‐PCR on cDNA was performed according to 
the  TaqMan®  protocol  in  optical  tubes  using  either  the ABI  PRISM  7700 
single  reporter  Sequence  Detection  System  (n=6,  Applied  Biosystems, 
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Zwijndrecht, The Netherlands) or the ABI PRISM 7900HT Gene Expression 
Micro Fluidic Card Sequence Detection System  (3 pooled  samples  from 9 
different  rats,  Applied  Biosystems)  according  to  the  manufacturer’s 
instructions.  All  experiments  were  performed  in  triplicate.  Different  rat 
genes  were  amplified  with  a  predeveloped  Gene  Expression  Assay, 
provided by Applied Biosystems.  
 
Western blotting 
Total  membrane  and  cytosolic  fractions  from  perfused  kidneys  were 
isolated  using  a  Mikro‐dismembrator  U  (Sartorius  BBI  Systems  GmbH, 
Melsungen,  Germany;  2000  rpm  for  30  sec)  and  subjected  to  Western 
blotting  as  described  previously  [20].  Protein  concentration  was 
determined  with  the  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad  Laboratories, 
Hercules,  CA)  using  bovine  serum  albumin  as  standard.  Samples were 
separated on  a  6 or  12 %  sodium dodecylsulfate polyacrylamide gel  and 
transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose  membrane  (Amersham, 
Buckinghamshire,  UK).  The  membrane  was  incubated  overnight  at  4°C 
with antibodies against NOSII/iNOS  (1:1000, according  to  [21]), ABCB1/P‐
gp  (1:200, C219, DakoCytomation, Denmark), Abcc2/Mrp2  (1:250, M2III‐6, 
Alexis  Biochemicals,  San  Diego,  CA,  USU),  ABCC4/MRP4  (1:1000,  as 
described  by  [22]),  Abcb11/Bsep  (1:1000,  kindly  provided  by  Dr.  Bruno 
Stieger,  University  Hospital  Zürich,  Switzerland)  or  β‐actin  (1:10000, 
Sigma)  in Tris‐buffered saline supplemented with 0.1% Tween‐20  (TBS‐T) 
and 1% non‐fat dried milk.  
 
Nitrate and nitrite determination 
The  total amount of  the  stable NO metabolites  (NOx), nitrate and nitrite, 
were determined as a measure of NO radicals production, using the Griess 
reaction, according to Moshage et al.[23].  
Heparinized plasma was diluted 1:4 and urine samples were diluted 1:40 or 
1:80  with  distilled  water.  Each  sample  was  determined  in  triplicate. 
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Calibration  curves were made with  sodium nitrite  and  sodium nitrate  in 
distilled water.  The  nitrate  recovery was  90‐100%  over  the  entire  range 
tested  (0  ‐  50  μmol/l).  The  coefficient  of  variation  between  the  different 
experiments was less than 5 %. 
 
Histology and immunohistology 
Kidneys fixed in Bouin’s solution were dehydrated, embedded in paraplast 
(Amsterstad,  Amsterdam,  The  Netherlands)  and  cut  in  3  μm  sections, 
which were  stained with periodic acid‐Schiff  (PAS)  for  routine histology. 
For  immunohistologic  studies,  serial  tissue  sections  of  1.5  μm were  cut 
from  frozen  kidneys  using  a  cryostat  as  described  previously  [24].  The 
slices  were  incubated  for  60  min  at  room  temperature  with  antibodies 
against either NOSII/iNOS  (1:200, according  to  [21]) or ABCB1/P‐gp  (1:50, 
C219,  DakoCytomation)  in  PBS  supplemented  with  1%  BSA.  For  the 
antibodies  peroxynitrite  (1:500,  Sigma)  and  Abcb11/Bsep  (1:1000,  as 
described by [24]) cryostat slices of 4 μm were used, fixed in acetone for 5 
min. Endogenous peroxidase was blocked by incubation with 5% H2O2 for 5 
min, and nonspecific protein binding was blocked with 10 % normal goat 
serum (Vector laboratories Inc., Burlingame, CA) in PBS for 10 min at room 
temperature. Slices were  incubated with  the primary antibody  in PBS 1% 
BSA overnight at 4°C. Primary antibody was detected using the Vectastain 
Elite peroxidase ABC kit  (Vector  laboratories) with 3,3’‐diaminobenzidine 
as  substrate.  Finally,  slices  were  counterstained  with  haematoxylin, 
dehydrated, and mounted  in mounting medium. Sections were examined 
with  a  confocal  laser‐scanning  microscope  (CLSM;  Leica  lasertechnik 
GmbH, Heidelberg, Germany) 
 
Isolated kidney perfusion 
Twelve  hours  after  the  administration  of  LPS  (n=6)  or  dLPS  (n=4)  the 
transport  activity  of  Abcc2/Mrp2  was  determined  by  monitoring  the 
urinary excretion of calcein in an isolated perfused rat kidney, as described 
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in  detail  previously  [25].  Briefly,  rats  were  anesthetized  i.p.  with 
pentobarbital (6 mg/100 g) and furosemide was injected i.p. (1mg/100 g) to 
prevent  detoriation  of  the  distal  nephron. Heparin  (125  I.U./100  g) was 
injected  in  the spleen. The kidney was excised and placed  in a  fluid bath 
with  constant  temperature  of  37.5  °C  and  rats  were  sacrificed  by 
exsanguination.  Vitamin  B12  was  used  for  the  determination  of  the 
glomerular  filtration  rate  and  calcein‐AM was  used  as  a  source  for  the 
fluorescent substrate calcein [25]. 
 
Data analysis 
Values  are  given  as mean  ±  SEM. Differences  between  the  experimental 
groups were tested using one‐way ANOVA with Bonferroni’s correction or 
two‐way  ANOVA  corrected  for  repeated measurements. A  two‐sided  P 
value <0.05 was considered significantly different. 
 
 
Results 
 
Signs of inflammation 
A  few hours after LPS administration  inflammatory  symptoms appeared, 
like  diarrhoea  and  piloerection.  Body  temperature was  elevated  after  24 
hours and the  loss  in body weight  increased from –3% (t=3 hours), due to 
normal  circadian  rhythm,  to  12%  (t=48  hours),  compared  to  the  controls 
(Table  5.1.).  Furthermore,  administration  of LPS  resulted  in  the  expected 
leucopenia  (t=3  hours)  followed  by  leukocytosis  (t=48  hours)  and 
thrombocytopenia, with a maximum at 48 hours.  
Co‐administration  of  LPS  with  aminoguanidine  did  not  affect  the 
inflammatory parameters, except for a greater loss in body weight 12 hours 
after LPS administration.  
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Table 5.1. 
Signs of inflammation 
  
Time 
(h) 
Controls 
(dLPS) 
LPS  LPS and  
Amino 
 Body temperature    Basal  37.7 ± 0.1  38.1 ± 0.1  37.5 ± 0.6 
 (°C)   3  37.7 ± 0.2  37.1 ± 0.2    
   6  38.0 ± 0.1  38.5 ± 0.2  38.1 ± 0.7 
   12  38.0 ± 0.2  38.2 ± 0.3  38.2 ± 0.4 
   24  37.6 ± 0.3   38.7 ± 0.2*    
   48  37.4 ± 0.1  38.0 ± 0.1    
 Difference in body weight   Basal  ‐2.6 ± 0.4  ‐2.1 ± 0.2  ‐2.0 ± 0.1 
 (%)  3  ‐0.7 ± 0.2  ‐2.9 ± 0.3    
   6  ‐2.7 ± 0.6  ‐4.2 ± 0.3  ‐6.3 ± 0.6 
   12  ‐2.4 ± 0.6    ‐5.9 ± 0.6 *     ‐8.7 ± 0.4 ## 
   24   1.5 ± 0.6  ‐9.4 ± 0.4     
   48   3.2 ± 0.4   ‐11.7 ± 0.9 **    
 Leukocytes  3   3.5 ± 0.4   0.8 ± 0.1    
  (*109/L)  6   2.9 ± 0.3   0.9 ± 0.1   0.6 ± 0.1 
   12   3.7 ± 0.3   2.5 ± 0.5   2.5 ± 0.5 
   24   3.1 ± 0.7   3.4 ± 1.0    
   48   4.1 ± 0.7   6.5 ± 0.8     
 Thrombocytes   3  910 ± 40     470 ± 30 ***    
 (*109/L)  6  790 ± 40     280 ± 60 ***  230 ± 40 
   12  690 ± 40     280 ± 20 ***  230 ± 10 
   24  760 ± 60        75 ± 17  ***    
   48  670 ± 60        53 ± 10  ***    
Data are expressed as mean ± SEM , n=6 for each time point for both LPS and LPS + 
aminoguanidine and n=3 for dLPS. Basal: baseline, Amino: aminoguanidine.Significantly 
different compared to the control group; * P<0.05, ** P<0.01, *** P<0.001,or compared to the LPS 
group; ## P<0.01. 
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iNOS induction after LPS treatment 
RQ‐PCR was used to determine the iNOS mRNA levels in kidney samples.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  5.1.  iNOS mRNA  and protein.  (A)  iNOS mRNA  expression  in  rat  kidney  at 
different time points after LPS was determined with RQ‐PCR without (closed bars, n=6) or 
with  co‐administration  of  aminoguanidine  (grey  bars,  n=6). The  iNOS mRNA  expression 
was normalized for the GAPDH CT value (16.06 ± 0.04, n=15), and ΔCT values for the LPS‐ 
were  set  to 1. Data are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared  to  the 
dLPS; **: P<0.01; ***: P<0.001; ****: P<0.0001. Cytosolic fractions of rat kidney were isolated and 
expression of iNOS was determined by Western blotting. Representative images (n=4) show 
maximal  iNOS  protein  expression  6  hours  after  LPS  (LPS+)  administration,  compared  to 
controls (LPS‐) (B), and co‐administration with aminoguanidine reversed this induction (C).  
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The  relative  expression  of  iNOS  in  dLPS  rats  was  normalized  for  the 
average cycle threshold (CT) value for the housekeeping gene, GAPDH (CT 
= 16.06 ± 0.04, n=15) and set to 1. GAPDH expression levels remained stable 
during  endotoxemia  (CT  =  16.22  ±  0.09,  n=42).  Furthermore,  no  circadian 
rhythm for the different genes was detected in control animals.  
 
Analysis of three separate experiments revealed a more than 40,000 
times  induction  in  iNOS mRNA  3  hours  after LPS  compared  to  controls 
(Fig. 5.1.A), which decreased with time, but was still 100 times higher than 
control  values  48  hours  after  LPS.  Treatment  with  both  LPS  and 
aminoguanidine  slightly,  but  not  significantly,  reversed  iNOS  mRNA 
induction  compared  to  LPS  alone  (Fig.5.1.A).  Maximal  iNOS  protein 
expression  was  observed  in  cytosolic  fractions  6  hours  after  LPS,  and 
returned  to dLPS  level at 48 hours  (Fig. 5.1.B).  In contrast  to  its effect on 
iNOS mRNA expression, aminoguanidine reversed the induction in protein 
expression (Fig. 5.1.C). 
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Figure  5.2. NO metabolites  in plasma  and urine. NOx  levels  in  plasma  and  urine 
were  measured  at  various  times  after  dLPS  (open  bars,  n=3)  or  LPS  (closed  bars,  n=6) 
treatment or LPS together with aminoguanidine (grey bars, n=6). (A) Blood samples show a 
peak  concentration  at  12 hours  and  co‐administration with  aminoguanidine  reversed  this 
increase at both 6 and 12 hours. (B) The urinary excretion of NOx increased 12 hours after 
LPS  treatment,  and  aminoguanidine  returned  this  increase  to  baseline  levels.  Data  are 
expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to dLPS (*: P<0.05;  **: P<0.01;  ***: 
P<0.001) or to LPS (##: P<0.01; ###: P<0.001). 
 
NO metabolite  levels  (NOx)  in  plasma  and  urine were measured 
using  the Griess assay. An  increase  in NOx  concentration  in plasma was 
already visible 3 hours after LPS, with a peak concentration at 12 hours. Co‐
administration  with  aminoguanidine  reversed  the  increase  in  NOx 
significantly at both 6 and 12 hours  (Fig. 5.2.A). The urinary excretion of 
NOx  increased  12 hours  after LPS,  and was  still  elevated  48 hours  later. 
Aminoguanidine  returned  this  increase  to  baseline  levels  at  both  time 
points (Fig 5.2.B). 
Renal localization of iNOS and formation of 3‐nitrotyrosine‐protein 
adducts,  a  reliable  biomarker  of  peroxynitrite  generation  [26],  were 
determined  by  immunohistology.  There was  no  iNOS  staining  visible  in 
kidney sections of rats treated with dLPS. Positive iNOS staining was seen 
in  both  experimental  groups  after  LPS,  in  inflammatory  cells  and  in 
proximal  tubule  cells. Forty‐eight hours  after LPS,  iNOS  staining was no 
longer detectable.  Figure  5.3.  shows  representative  immunohistochemical 
images  with  iNOS  expression  in  all  segments  of  the  proximal  tubule 
(5.3.A+C). After co‐localization with Abcb1/P‐gp (5.3.B), iNOS expression in 
the vicinity of the apical membrane was visible (5.3.A+C). 3‐Nitrotyrosine‐
protein adducts were predominantly present  in  the cortex  in peritubulary 
capillaries and proximal tubules after LPS (Fig. 5.3.D+E). Co‐administration 
with  aminoguanidine  attenuated  the  formation  of  adducts  in  the  cortex 
(Fig. 5.3.F+G). 
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Aminoguanidine  restores  the slightly  impaired kidney  function and 
loss of brush border membrane 
Kidney function was slightly impaired after LPS as indicated by increased 
blood  urea  nitrogen  (BUN),  an  increase  in  plasma  creatinine  and  an 
increased  urinary  glucose  excretion  (Table  5.2.).  Furthermore,  the 
urine/plasma  creatinine  ratio was decreased  (data not  shown) as was  the 
creatinine clearance, although not significantly.  
Histological examination after LPS revealed damage to the proximal 
tubules, compared to dLPS (Fig 5.4.A+B). Loss of brush border membranes 
and  formation of vacuoles were observed. Aminoguanidine reduced LPS‐
induced damage to the proximal tubule (Fig. 5.4.C). The activity of alkaline 
phosphatase in urine samples was assayed to get an indication of proximal 
tubule  injury. Twelve hours after LPS  the activity of alkaline phosphatase 
was  increased  in urine samples, and was still significantly  increased after 
48 hours (Fig 5.4.D). Furthermore, the expression of kidney injury molecule 
1  (Kim‐1,  [27]) was  strongly  up‐regulated,  400  times more  than  control 
values,  6  and  12  hours  after  LPS  (Table  5.3.).  Except  for  BUN, 
aminoguanidine  improved  all  parameters  of  renal  function,  as  shown  in 
Table 5.2. and Figure 5.4. No differences in urinary protein excretion were 
found  and,  remarkably,  the  fractional  excretion  of  filtered  sodium  (FENa) 
was decreased (Table 5.2.).  
 
 
Table 5.2. 
Kidney function parameters 
 
Kidney function 
parameter 
Time (h)     Controls 
    (dLPS) 
     LPS LPS and Amino 
Total urine volume   3      1.6 ± 0.24         1.7 ± 0.27       
(ml)  6      2.4 ± 0.65       4.45 ± 0.98         7.3 ± 0.76 
   12      3.2 ± 0.57      10.0* ± 0.70**         9.4 ± 0.65** 
   24   11.5  ± 0.25       13.7 ± 2.11       
   48   23.5  ± 3.47       18.0 ± 1.57       
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 Blood urea nitrogen  3      6.6 ± 0.20          9.9 ± 0.74       
(mmol/L)  6      4.6 ± 0.72     14.0** ± 1.48***       12.1 ± 0.82*** 
   12      6.3 ± 0.24      12.3* ± 1.38**       15.4 ± 1.27*** 
   24      7.0 ± 0.58        10.6 ± 0.58       
   48      6.5 ± 0.10         9.1 ± 0.38       
Blood creatinine  3  0.035 ± 0.002     0.049 ± 0.002***       
(mmol/L)  6  0.039 ± 0.002     0.053 ± 0.002***     0.043 ± 0.019## 
   12  0.037 ± 0.002     0.048 ± 0.002*     0.036 ± 0.032### 
   24  0.038 ± 0.001     0.051 ± 0.001**       
   48  0.042 ± 0.001     0.052 ± 0.001       
Glucose excretion  3  0.290 ± 0.045     0.481 ± 0.341       
(μmol/hour)  6  0.333 ± 0.086      0.420 ± 0.100     0.478 ± 0.051 
   12  0.425 ± 0.106     0.537 ± 0.054     0.332 ± 0.080 
   24  0.254 ± 0.006     0.984 ± 0.039*       
   48  0.325 ± 0.037     0.606 ± 0.128       
Creatinine clearance  3    1.33 ± 0.12       0.78 ± 0.19       
(mL/min)  6    1.06 ± 0.15        0.87 ± 0.09       0.93 ± 0.35 
   12    1.01 ± 0.05        0.90 ± 0.03       1.01 ± 0.13 
   24    1.19 ± 0.02        0.91 ± 0.20       
   48    1.00 ± 0.07        1.08 ± 0.37       
 FENa (%)  3  0.816 ± 0.004     0.365 ± 0.073       
  6  1.046 ± 0.145      0.358 ± .094***     1.423 ± 0.310### 
   12  1.094 ± 0.097     0.458 ± 0.075**     1.610 ± 0.282### 
   24  1.070 ± 0.024      0.429 ± 0.065*       
   48  1.033 ± 0.077      0.121 ± 0.024**       
Data  are  expressed  as mean  ±  SEM  ,  n=6  for  each  time  point  for  both  LPS  and  LPS  + 
aminoguanidine (Amino) and n=3 for dLPS (significantly different compared to the control 
group; * P<0.05, ** P<0.01, *** P<0.001, or compared to the LPS group; ## P<0.01, ### P<0.001).  
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Figure 5.3. Immunofluorescence microscopic analysis of iNOS and peroxynitrite 
in the kidney. (A‐C) Representative immunohistochemical images show that iNOS (green 
staining)  is expressed  in the vicinity of the apical membrane (P‐gp counterstaining, red)  in 
all  segments of  the proximal  tubule  12 hours  after LPS  treatment.  (D+E) Formation  of  3‐
nitrotyrosine‐protein adducts, a reliable biomarker of peroxynitrite generation, were visible 
in the cortex in peritubulary capillaries and proximal tubules 12 hours after LPS treatment. 
(F+G)  Co‐administration  with  aminoguanidine  resulted  in  attenuated  formation  of  3‐
nitrotyrosine‐protein adducts at 12 hours. G: glomerulus, asterisks: peritubular staining, P: 
proximal tubule, D: distal tubule. Original magnification (D+F) x200 and (A‐C, E+G) x400. 
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Figure 5.4. Proximal tubular damage during endotoxemia. Histological examination 
after LPS revealed damage to the proximal tubules compared to dLPS. (A) dLPS‐treated rat 
with intact brush border membrane in proximal tubules. (B) Twelve hours after LPS damage 
to the proximal tubules is observed with loss of brush border membranes and formation of 
vacuoles. (C) Treatment with both LPS and aminoguanidine resulted in less damage to the 
proximal  tubule. Kidneys  of LPS‐treated  rats  sacrificed  after  24  or  48 hours  also  showed 
signs  of  proximal  tubule  damage  (data  not  shown).  Proximal  tubules  are  indicated  by 
arrows.  Original  magnifications  (A‐C)  x400.  (D)  Histological  data  are  supported  by  an 
increase  in  the  activity  of  alkaline  phosphatase, marker  for  proximal  tubule  damage,  in 
urine  samples 12 hours  after LPS  administration  (closed bars, n=6),  compared  to  controls 
(open  bars,  n=3).  Co‐administration  with  aminoguanidine  (grey  bars,  n=6)  reduced  this 
proximal  tubule  damage.  Data  are  expressed  as  mean  ±  SEM.  Significantly  different 
compared to dLPS (**: P<0.01) or LPS (#: P<0.05). 
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Furthermore,  the mRNA expression of different biotransformation 
enzymes  [28],  enzymes  involved  in  the NO pathway  [2] or known  to be 
activated  during  oxidative  stress  [29;30]  was  determined.  Twelve  and 
twenty‐four  hours  after  LPS  treatment  expression  of  the  metabolizing 
enzymes  glutathione‐S  transferases  (GST‐α2  and  GST‐α5)  and  UDP‐
glucuronosyltransferases  (UDPGT1a6) was down‐regulated  (Table  5.3.,  at 
least  a  2  times  lower  expression).  The  arginine  metabolic  enzymes, 
argininosuccinate synthetase and arginase 2, were not changed after LPS. 
In contrast, arginase 1 mRNA expression was reduced. The gene expression 
of  the  ETB  receptor, which  gets  activated  as  part  of  the NO‐dependent 
signaling pathway regulating Abcb1/P‐gp and Abcc2/Mrp2 [13;31], did not 
change  during  endotoxemia.  Three  and  six  hours  after  LPS  the mRNA 
expression of super oxide dismutase 2, heam‐oxygenase 1 and NF‐κB were 
up‐regulated (i.e. at least a 2 times higher expression). Co‐administration of 
aminoguanidine had no effect on the gene expression of all these proteins. 
In  contrast, aminoguanidine  reversed  the down‐regulation of nNOS gene 
expression during endotoxemia (Table 5.3.). 
 
LPS treatment affects ABC drug transporter expression in the kidney 
The  mRNA  expression  of  20  renal  ABC  transporters  was  profiled, 
Abcb1a/P‐gp, Abcb1b/P‐gp, Abcc2/Mrp2), and Abcc4/Mrp4 expression was 
determined with  the ABI PRISM 7700  single  reporter Sequence Detection 
System.  In  rodents, Abcb1/P‐gp  exists  as  two  functional  isoforms, which 
are  encoded  by  two different  genes: Abcb1a  and Abcb1b  [32]. The  other 
ABC  transporters  were  assessed  with  the  ABI/PRISM  7900HT  Gene 
Expression  Micro  Fluidic  Card  (Table  5.4.).  Their  expression  was 
normalized  for  the average CT value  for GAPDH, as described  for  iNOS. 
Other  housekeeping  genes,  like  glucuronidase  (GUS)  and  hypoxanthine 
guanine phosphoribosyl  transferase 1  (HPRT), gave comparable values  to 
GAPDH (data not shown).  
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Figure 5.5. mRNA expression of different renal ABC transporters. Gene expression 
of Abcb1a (A) and Abcb1b (B) Abcc2 (C) Abcc4 (D), were determined in rat kidney at different 
time points after dLPS (open bars, n=3) or LPS (closed bars, n=6) treatment or LPS together 
with aminoguanidine (grey bars, n=6). ΔCT values for the dLPS, given in Table 5.4.,  were set 
to 1. Data are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to dLPS (*: P<0.05; 
**: P<0.01; ***: P<0.001) or to LPS (#: P<0.05). 
 
Abcb1b and Abcc2 were clearly up‐regulated 3 hours after LPS and 
were  still  elevated  12  and  24  hours  later  (Figs.  5.5.B  and  5.5.C). 
Furthermore,  Abcb1a  and  Abcc4  were  slightly,  but  not  significantly, 
increased  12  hours  after  LPS  treatment  (Fig.  5.5.A  and  5.5.D).  Table  5.4, 
presents  a  list  of  the  expression  of  other  transporter  genes  during 
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endotoxemia. Abca1  showed a  slight up‐regulation 3 hours after LPS, but 
returned  to  basal  levels  within  12  hours.  Furthermore,  Abcb11  was  up‐
regulated,  but  only  significantly  after  48  hours. A  down‐regulation was 
observed  for Abcb4  and Abcc8  (at  least  a  2  times  lower  expression).  The 
expression of the Abcg genes was not affected by endotoxemia.  
Figure 5.6. Protein expression of different renal ABC transporters. Total membrane 
fractions of rat kidney were isolated and expression of Abcb1/P‐gp (A+B), Abcb11/Bsep (C) 
Abcc2/Mrp2  (D+E),  and  Abcc4/Mrp4  (F+G),  was  determined  by  Western  blotting. 
Representative images (n=4) show maximal Abcb1/P‐gp protein expression 12 and 24 hours 
after LPS (A), and co‐administration with aminoguanidine reversed this induction (B). The 
protein expression of Abcb11/Bsep was up‐regulated 12 hours after LPS  treatment, which 
was reversed by aminoguanidine (C). Maximal Abcc2/Mrp2 protein expression was seen 12 
hours after LPS  (D) and aminoguanidine  reversed  this  induction  (E). Abcc4/Mrp4 protein 
expression  was  down‐regulated  during  endotoxemia  (F),  which  was  intensified  by 
aminoguanidine (G).  
 
Co‐administration with  aminoguanidine  blocked  the  induction  in 
mRNA expression of both Abcb1b/P‐gp and Abcc2/Mrp2 at 6 and 12 hours, 
respectively (Fig. 5.5.B+C).  
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Furthermore, aminoguanidine reduced the increased protein expression of 
both  transporters 12 hours after LPS  treatment (Fig. 5.6.B+D),  indicating a 
regulatory  role  for  NO  in  the  expression  of  these  efflux  transporters. 
Abcc4/Mrp4 protein  levels, on  the other hand, decreased even more after 
treatment with both LPS  and  aminoguanidine. Gene  expression  levels  of 
other transporters were not affected by aminoguanidine (Table 5.4.).  
The  expression  patterns  of Abcb1/P‐gp, Abcb11, Abcc2/Mrp2  and 
Abcc4/Mrp4 were investigated further. Using total membrane fractions we 
found  an  up‐regulation  of Abcb1/P‐gp  6  hours  after  LPS, with maximal 
protein expression expression 12 and 24 hours after LPS (Fig 5.6.A). Abcb11 
is the major liver canalicular bile salt export pump (Bsep), but surprisingly 
this  transporter  is  also  expressed  at  the  apical membrane  of mice  renal 
proximal  tubule,  as  we  discovered  recently  [24].  In  agreement  with  an 
increased mRNA expression, Abcb11/Bsep protein was up‐regulated after 
LPS (Fig. 5.6.C). Although we are not completely certain whether the C219 
antibody  against Abcb1/P‐gp  also detects Abcb11/Bsep  [33],  our Western 
blot results showed expression of Abcb1/P‐gp, with a molecular weight of 
130 kDa and does not seem to cross‐react with Abcb11/Bsep at 160 kDa. 
By using immunohistochemistry, the expression and localization of 
Abcb11/Bsep was  investigated  in  endotoxemic  rat  kidneys.  In  agreement 
with  mouse  kidney,  positive  staining  was  observed  in  the  apical 
membranes of the proximal tubule 12 hours after LPS treatment (Fig. 5.7.). 
In  addition,  we  observed  staining  in  rat  glomerular  endothelium  and 
peritubular capillaries.  
Furthermore, a clear  increase  in Abcc2/Mrp2 protein was observed 
after  LPS  (Fig.  5.6.D),  but  a  down‐regulation  in Abcc4/Mrp4 was  found 
(Fig.  5.6.F). We measured  the  function of Abcc2/Mrp2 by monitoring  the 
urinary  excretion  of  calcein  in  an  isolated  perfused  rat  kidney,  12  hours 
after LPS or dLPS. 
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Figure 5.7. Distribution of Abcb11/Bsep in rat kidney cortex. (A+B) Representative 
immunohistochemical  images  show  apical  staining  in  proximal  tubules  (indicated  by 
arrows). In addition, glomerular and peritubular staining of Bsep  in the cortex was found. 
G: glomerulus, asterixs: peritubular staining, P: proximal  tubule, D: distal  tubule. Original 
magnification in A x200, and in B x400.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5.8. Renal calcein excretion in isolated perfused rat kidneys. Secretion of the 
fluorescent calcein into the urine was measured after 12 hours in untreated (, control; n=4), 
dLPS  (, n=4) or LPS  (▼, n=6) rats. Urinary excretion was corrected  for GFR. Significantly 
different compared to dLPS (*: P<0.05). 
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A 16 ± 3%  increase  in calcein excretion was observed after LPS, as 
shown  in  Figure  5.8.  We  do  not  expect  calcein  to  be  a  Abcb11/Bsep 
substrate,  because  Mrp2‐deficient  (TR‐)  rats  clearly  showed  that  calcein 
excretion was highly reduced [25], despite the presence of Abcb11/Bsep in 
this strains (unpublished data). Twenty‐four hours after LPS, Abcc2/Mrp2 
activity  was  still  elevated,  although  not  significantly.  In  accordance, 
endotoxemia affected renal function as observed by diminished glomerular 
filtration rate and fractional reabsorption of water  in  isolated perfused rat 
kidneys (Table 5.5.). 
 
Table 5.5. 
Functional parameters of isolated perfused rat kidneys in control rats (no 
additional treatment) and after exposure to dLPS or LPS for 12 hours 
 Parameter  Controls
(n=4) 
dLPS
(n=4) 
LPS 
(n=6) 
 GFR (μl/min)  350  ±  25  380  ±  17     290 ±  20# 
 Diuresis (μl/min)  18.6  ±  1.8  21.1  ±  1.3   17.4  ±  1.0 
 FRwater (%)  94.7  ±  0.2  94.5  ±  0.3    92.7  ±  0.6# 
 RPP (mmHg)a  88.4  ±  1.5  84.5  ±  1.7  88.7  ±  1.0 
Data are expressed as mean ± SEM of 4‐6 perfused kidney experiments over the period 25‐
115 min. Untreated  rats served as controls  for  this model. GFR: glomerular  filtration  rate, 
FR:  fractional reabsorption, and RPP: renal perfusion pressure. Kidneys were perfused  for 
150 min as described in materials and methods. aConstant flow during the experiments was 
18 ± 0.5 ml/min. Significantly different from perfused control kidney (#; P<0.05). 
 
Discussion 
 
In the present study, we investigated the role of NO, produced by iNOS, in 
the differential expression of renal ABC transporters in rats in vivo. A clear 
up‐regulation  of Abca1, Abcb1, Abcb11  and Abcc2 mRNA  expression was 
found after LPS. 
In addition, we observed a functional up‐regulation of Abcc2/Mrp2 
in perfused kidneys. This supports a detoxifying  role of  the efflux pump, 
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which  is  in  accordance with  the up‐regulation  of Abcc2/Mrp2 protein  in 
killifish  renal  tubules  [34;35],  in  rat  kidney  and  in  MDCKII  cells 
overexpressing  human  ABCC2/MRP2  after  long‐term  exposure  to  the 
nephrotoxicant gentamicin [20], and of abcb1/P‐gp  in mouse kidneys after 
ischemic  reperfusion  injury  [24].  Indeed,  blocking  Abcb1/P‐gp  during 
endotoxemia leads to further renal damage (S. Heemskerk, A.C. Wouterse, 
F.G.M. Russel and R. Masereeuw, preliminary findings).  
The renal drug transporters are likely to be under direct influence of 
NO  produced  by  iNOS,  as  co‐administration  of  the  iNOS‐inhibitor, 
aminoguanidine,  attenuated  the  LPS‐induced  effects  on  transporter 
expression. Aminoguanidine treatment results in decreased NO production 
and, subsequently, reduced oxidative stress by decelerating  the  formation 
of  peroxynitrite.  Under  these  conditions  less  toxic  metabolites  may  be 
produced, explaining the restoration in transporter expression and reversal 
of proximal tubular damage.  
In contrast to our findings, Cherrington et al. [36], reported that co‐
administration  of  aminoguanidine  failed  to  change  the  expression  of 
different hepatic drug  transporters during endotoxemia. This discrepancy 
might  be  due  to  organ  differences  and  the  fact  that  Cherrington  et  al. 
pretreated  the  animals  with  the  iNOS‐inhibitor,  whereas  we  gave 
aminoguanidine 1 hour after LPS. The lack of an effect of aminoguanidine 
on  the  expression  of  different  biotransformation  enzymes,  enzymes 
involved  in  the  iNOS  pathway  and  during  oxidative  stress  supports  a 
direct function of NO itself in ABC transporter regulation.  
The  role  of  two  up‐regulated  efflux  pumps,  Abca1  and 
Abcb11/Bsep,  in  the  kidney  is  unknown.  In  humans,  ABCA1  is  widely 
expressed and found to be the causative gene in Tangier disease, a disorder 
of cholesterol transport between tissues and the liver, mediated by binding 
of  the  cholesterol  onto  high‐density  lipoprotein  (HDL)  particles  [37]. 
ABCA1 controls  the extrusion of membrane phospholipid and cholesterol 
toward  specific  extracellular  acceptors,  however,  the  exact  role  of  the 
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protein in this process is not known. Moreover, its expression and function 
in the kidney requires further investigation. The presence of Abcb11/Bsep, 
the major canalicular bile salt export pump, was recently demonstrated by 
us in mouse kidney [24], and here we show a clear apical expression in rat 
kidney proximal  tubules  for  the  first  time as well. Hence,  the  function of 
Abcb11/Bsep in the kidney still needs to be determined.  
In addition to their up‐regulation in the kidney, we found a down‐
regulation of Abcb1/P‐gp, Abcc2/Mrp2 and Abcb11/Bsep  in the  liver (data 
not  shown).  This  is  in  agreement with  previous  findings  for  the  hepatic 
expression  of  the  transporters  during  inflammation  [33;36;38;39], 
obstructive  jaundice  [40]  and  cholestasis  [41].  An  induction  of  the 
transporters  in  the  kidney  during  liver  failure  may  function  as  a 
compensatory  elimination  mechanism  to  reduce  enhanced  levels  of 
circulating bile salts caused by endotoxin‐induced cholestasis  [38], and/or 
to protect proximal  tubular cells against  the higher exposure via primary 
urine.  
A  differential  regulation  was  found  for  Abcc4.  Although  this 
transporter is expressed in the same nephron segments as Abcb1/P‐gp and 
Abcc2/Mrp2,  the  apically  expressed  efflux  pump  clearly  has  a  distinct 
regulation. We previously found in killifish renal proximal tubules exposed 
to nephrotoxicants or ET‐1 that Abcc2/Mrp2‐mediated transport and Mrp2 
expression  in  the  luminal membrane were  increased  after  24  hours  [34], 
whereas  the  expression  of  Abcc4/Mrp4  remained  unchanged  [35]. 
Furthermore,  Abcc4/Mrp4  protein  levels  in  rat  kidney  were  decreased 
during cholestasis in contrast to the Abcc2/Mrp2 levels [42]. No changes in 
Abcc4/Mrp4  mRNA  were  found,  suggesting  a  post‐transcriptional 
regulation  of  transporter  expression,  including  phosphorylation  and 
protein  routing. A down‐regulation of ABC  transporters, as observed  for 
Abcc8/Sur1 and initially also for Abcb4, may be explained by the different 
functions of these ABC members in the kidney. 
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LPS  itself  may  affect  transporter  expression  after  binding  to  the 
Toll‐like  receptor  4  and  a  second,  not  yet  identified,  factor  through 
activation of NOS‐dependent pathways,  as was  found  for Abcb1/P‐gp  in 
rat  brain  capillaries  [43].  Furthermore,  systemic  TNF‐α,  released  during 
endotoxemia,  may  regulate  efflux  pumps,  including  ABC  transporters 
[44;45].  This  cytokine  might  act  through  NOS  activation  [43],  but  also 
through  a  pathway  that  does  not  involve  iNOS‐derived  NO  during 
endotoxin‐associated  renal  failure  [46].  Furthermore,  regulation  of  iNOS 
after  exposure  to  LPS  occurs  at  the  level  of  gene  transcription  and may 
require activation of the nuclear factor κB (NF‐κB) pathway [47]. It has been 
shown previously that an up‐regulation of Abcb1/P‐gp in renal failure, i.e. 
after ischemic‐reperfusion damage [24] or exposure to cadmium [48], might 
be signaled  through an NF‐κB‐dependent pathway. Consistent with  these 
findings, we observed a clear induction (seven‐fold) of NF‐κB expression 3 
hours after LPS as well.  
Selective inhibition of renal iNOS has important implications for the 
treatment  of  septic AKI. Changes  in  the  expression  levels  of  renal  drug 
transporters alters the pharmacokinetics of many clinically important drugs 
[49],  and  has  implications  for  the  prediction  of  overall  drug  disposition 
during sepsis. For example, glucocorticoids are substrates for Abcb1/Pg‐p, 
and are often prescribed for their anti‐inflammatory properties  in patients 
with  sepsis. An  up‐regulation  of Abcb1/Pg‐p,  as  observed  in  our  study, 
might have consequences for therapeutic levels of these substrates [50].  
In conclusion, after LPS a clear up‐regulation in Abca1, Abcb1/P‐gp, 
Abcb11/Bsep and Abcc2/Mrp2 was found, whereas Abcc8/Sur1 was down‐
regulated. Abcb4 and Abcc4/Mrp4  show a differential pattern during  the 
course of endotoxemia. The renal drug  transporters are  likely  to be under 
direct  influence  of  NO  produced  by  iNOS,  as  co‐administration  of  the 
iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine,  attenuated  the  LPS‐induced  effects  on 
their expression. Apparently, an up‐regulation of  important efflux pumps 
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diminishes  the  renal  accumulation  of  toxic  compounds  and  attenuates 
further proximal tubular damage during endotoxemia.  
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Abstract  
 
The  ATP‐dependent  drug  efflux  pump  multidrug  resistance  protein  2 
(Abcc2/Mrp2), plays an  important role  in  the protection of renal proximal 
tubule cells through the active excretion of potentially toxic organic anions. 
We  recently  found  that NO,  produced  by  renal  inducible NO  synthase 
(iNOS),  is  involved  in  the  up‐regulation  of  Abcc2/Mrp2  during 
endotoxemia in Wistar Hannover (WH) rats.  
In  the  present  study,  we  investigated  the  functional  consequences  of 
endotoxemia  on  the  renal  handling  of  the  Abcc2/Mrp2  substrate 
pravastatin using isolated perfused kidneys of WH and Mrp2‐deficient (TR‐
) rats.  
Overall  the drug  is highly reabsorbed, but  the renal pravastatin clearance 
was  clearly  reduced  in  TR‐  rats  compared  to WH  rats.  After  endotoxin 
administration  no  effect  on  renal  pravastatin  excretion was  observed  in 
WH  rats, despite  an  up‐regulation  of Abcc2/Mrp2.  Surprisingly, TR‐  rats 
showed  an  increase  in  pravastatin  excretion  during  endotoxemia, 
suggesting  less passive  reabsorption  or  involvement  of  other pravastatin 
secretion transporters. The renal expression of the bile salt excretion pump 
(Abcb11/Bsep)  and  that  of  the  organic  anion  polypeptide  transporters 
(Slco/Oatps)  was  not  differently  affected  in  both  strains  during 
endotoxemia,  excluding  a  significant  role  of  these  transporters.  Also, 
Abcc4/Mrp4 and breast cancer  resistance protein  (Abcg2/Bcrp) expression 
levels did not differ between both strains.  
These findings indicate that Abcc2/Mrp2 contributes to the renal excretion 
of  pravastatin  under  normal  conditions,  whereas  during  endotoxemia 
nontransporter‐related  functional  changes  have  a  stronger  influence  on 
renal pravastatin handling. 
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Introduction 
 
The tubular epithelial cells of the kidney are responsible for the elimination 
of potentially toxic compounds from blood into urine, such as endogenous 
(metabolic)  waste  products,  xenobiotics,  and  drugs.  To  accomplish  this 
task,  the  cells  possess multiple  plasma membrane  transporters  that  use 
ATP and  transmembrane  ion gradients  for  the active  secretion of organic 
anions  and  cations  [1].  The  carrier‐mediated  systems  for  organic  anions 
include  the  organic  anion  transporter  (SLC22A/OAT)  family,  the  organic 
anion  transporting  peptide  (SLCO/OATP)  family,  and  the  multidrug 
resistance‐associated  protein  (ABCC/MRP)  family  [2].  The  apical 
membrane of the renal proximal tubule contains an isoform of ABCC/MRP, 
called ABCC2/MRP2, which handles a wide range of anionic compounds, 
including  analgesics  (e.g.  acetaminophen  and  indomethacin),  antibiotics 
(e.g.  ampicillin,  cefodizime,  and  ceftriaxone),  anticancer  drugs  (e.g. 
methotrexate  and  etoposide),  and  angiotensin‐converting  enzyme 
inhibitors (e.g. temocaprilat and enalapril) [3]. 
  In agreement with a detoxifying  role  for Abcc2/Mrp2, we  recently 
found  an  up‐regulation  of  this  transporter  in  rat  kidney  during 
endotoxemia [4]. A defect in ABCC2/MRP2 is observed in patients with the 
autosomal  recessively  inherited  disorder  Dubin‐Johnson  and  in  mutant 
transport deficient (TR‐) rats, which causes conjugated hyperbilirubinemia 
due to impaired biliary excretion of bilirubin glucuronides [5;6]. 
Previous  studies  with  TR‐  rats  have  investigated  the  role  of 
Abcc2/Mrp2  in the renal excretion of some fluorescent organic anions and 
demonstrated a reduction in renal clearance in the TR‐ rat compared to the 
Wistar‐Hannover (WH) rat [7]. However,  little  information  is available on 
its role in the renal handling of clinically relevant drugs under normal and 
pathological conditions.  
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Here, we studied in the isolated perfused rat kidney [8] the excretion of the 
3‐hydroxy‐3‐methylglutaryl‐coenzyme A  (HMG‐CoA)  reductase  inhibitor, 
pravastatin, which was demonstrated  to be a  substrate of Abcc2/Mrp2  in 
the liver [9;10].  
We  investigated whether renal pravastatin excretion  is  impaired  in 
the Mrp2‐deficient  rat  and  enhanced  in  normal  rats during  endotoxemia 
because of the increased Abcc2/Mrp2 expression. Our findings indicate that 
Abcc2/Mrp2 plays an  important  role  in  renal pravastatin excretion under 
normal  conditions. However,  during  endotoxemia  excretion  of  the  drug 
was  unaffected  in  control  rats,  despite  increased Abcc2/Mrp2  expression 
levels, whereas an increase was observed in Mrp2‐deficient rats. Expression 
levels  of  other  relevant  transporters  were  not  different  between  both 
strains,  suggesting  that  during  endotoxemia  nontransporter‐related 
functional changes have a stronger influence on renal pravastatin handling. 
 
 
Materials and methods 
 
Animals and experimental design 
Specified  pathogen‐free  male  WH  (purchased  from  Harlan,  Zeist,  The 
Netherlands) and  the Mrp2 mutant  rat  strain  (TR‐; bred  in Nijmegen  [7]) 
(225‐285 g) were kept under  routine  laboratory  conditions  at  the Central 
Animal Laboratory of  the Radboud University Nijmegen Medical Centre. 
Standard  laboratory  chow  and water was  available  ad  libitum. The  local 
Animal Care Committee approved all experimental procedures.  
Rats were injected intraperitoneally (i.p.) with 5 mg/kg body weight 
endotoxin, lipopolysaccharide (LPS, Escherichia coli 0127:B8, Sigma‐Aldrich, 
Zwijndrecht,  The Netherlands)  in  the  absence  or  presence  of  the  iNOS‐
inhibitor, aminoguanidine (Sigma‐Aldrich; 100 mg/kg i.p., 1 hour post LPS 
administration). LPS and aminoguanidine were dissolved in sterile Hank’s 
 
 
 
 
 
 
 
                                          Role Mrp2 in renal excretion pravastatin 
 
 
 
 
 
 
 
165 
6
balanced  salt  solution  (HBSS,  Gibco,  Paisly, UK)  supplemented with  10 
mM  4‐(2‐hydroxyethyl)‐1‐piperazine  ethanesulfonic  acid  (Hepes,  Gibco), 
and set to pH 7.4 with NaOH. 
 
Isolated kidney perfusion 
Twelve  hours  after  the  administration  of  LPS  in  the  absence  (n=4)  and 
presence  (n=4)  of  aminoguanidine,  the  renal handling  of pravastatin was 
determined.  We  recently  demonstrated  that  at  this  time  point  peak 
Abcc2/Mrp2  expression  and  enhanced, Mrp2‐mediated,  calcein  excretion 
were observed during endotoxemia [4]. Rats were injected subcutaneously 
with 1 mL 0.9 % NaCl (Braun, Melsungen, Germany) one hour before  the 
start of  the perfusion. WH  (n=4)  and TR‐  (n=4) not  treated with LPS  rats 
served as controls  in an  isolated perfused  rat kidney model, described  in 
detail previously [11]. The renal artery of the right kidney was cannulated, 
subsequently  the  kidney  was  excised  and  placed  in  a  fluid  bath  for 
perfusion  experiments.  The  left  kidney was  divided  in  four  pieces  and 
snap‐frozen  in  liquid nitrogen for quantitative real‐time polymerase chain 
reaction (RQ‐PCR) and Western blotting.  
After  perfusion  for  30  min  to  stabilize  the  right  kidney,  the 
perfusion fluid was replaced by fluid  in which 10 μM pravastatin (Sigma‐
Aldrich,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  was  dissolved  and  the 
experimental procedure was started (0‐10 min: control values, 10‐150 min: 
pravastatin).  Urine  samples  were  collected  during  control  and 
experimental periods over 10 min intervals. Perfusate samples were drawn 
at  the midpoint of each urine collection  interval. For  the determination of 
the  glomerular  filtration  rate  (GFR),  vitamin  B12  (0.015  mM,  Sigma‐
Aldrich)  was  added  to  the  perfusion  fluid  and  the  concentration  in 
perfusate and urine samples was determined with a spectrophotometer at 
546 nm.    
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Dependent on the experiment, the bile salt taurocholate (TC, 1 μM, 
Sigma‐Aldrich)  was  added  at  the  start  of  the  stabilization  period  and 
remained  in  the  perfusion  fluid  during  the  experimental  period.  The 
concentrations pravastatin in perfusate and urine samples were determined 
by means of high‐perfomanced liquid chromatography (HPLC) with a C18 
Lichrospher 60 RP‐select BHPLC column, and an operating UV absorbance 
wavelength of 239 nm. The mobile phase consisted of 62% acetic acid (0.08 
mol, pH 3.0), 22% methanol, and 16% acetonitril. Perfusate  samples were 
diluted eight‐fold and urine samples were diluted ten‐fold with the mobile 
phase and 50 μl was  injected  in  the HPLC system. Renal proximal  tubule 
function was  determined  by measurement  of  the  fractional  excretion  of 
glucose,  using  the  GLUCO‐QUANT  kit  from  Boehringer  (Mannheim, 
Germany). The  formulas used  to calculate GFR and pravastatin clearance 
are according to Cox et al. [8]. 
 
Determination of gene expression 
For  RNA  isolation,  frozen  kidneys  were  pulverized  using  a  Mikro‐
dismembrator U    (Sartorius  B.  Braun  Biotech  Int., Melsungen, Germany, 
2000 rpm for 30 sec) as described [4]. Synthesized cDNA was used for RQ‐
PCR  according  to  the  TaqMan®  protocol  in  optical  tubes  using  the ABI 
PRISM  7700  single  reporter  Sequence  Detection  System  (n=6,  Applied 
Biosystems,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  or  the  ABI  PRISM  7900HT 
Gene Expression Micro Fluidic Card Sequence Detection System (3 pooled 
samples  from 9 different  rats, Applied Biosystems). All experiments were 
performed  in  triplicate. GAPDH expression  levels remained stable during 
endotoxemia [4]. 
 
Western blotting 
Total  membrane  and  cytosolic  fractions  from  pulverized  kidneys  were 
subjected  to  Western  blotting  as  described  previously  [12].  Protein 
 
 
 
 
 
 
 
                                          Role Mrp2 in renal excretion pravastatin 
 
 
 
 
 
 
 
167 
6
concentration  was  determined  with  the  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad 
Laboratories,  Hercules,  CA)  using  bovine  serum  albumin  as  standard. 
Samples  were  separated  on  a  6%  or  12%  sodium  dodecylsulfate 
polyacrylamide  gel  and  transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose 
membrane  (Amersham,  Buckinghamshire,  UK).  The  membrane  was 
incubated  overnight  at  4°C  with  the  primary  antibodies  against 
Abcb11/Bsep  (1:200,  kindly  provided  by  Dr.  Bruno  Stieger,  University 
Hospital  Zürich,  Switzerland),  ABCC4/Mrp4  (1:1000,  [13],  BCRP/ABCG2 
(1:200,  BXP‐9,  Kamiya  Biomedical  Company,  Seattle  USA), 
Slco1a1/Oatp1a1  (1:100 Alpha Diagnostics,  San Antonio, TX, USA),  or  β‐
actin  (1:10000,  Sigma‐Aldrich)  in  Tris‐buffered  saline  supplemented with 
0.1% Tween‐20 (TBS‐T) and 1% non‐fat dried milk (NFDM).  
Subsequently,  the membranes were washed  three  times  in  TBS‐T, 
blocked in TBS‐T containing 5% NFDM, washed three times in TBS‐T again, 
and  incubated  with  affinity‐purified  horseradish  peroxidase‐conjugated 
goat anti‐rabbit IgG (Sigma‐Aldrich) for Bsep and Mrp4 or goat anti‐mouse 
IgG (Sigma‐Aldrich) for Oatp1a1, BCRP, and β‐actin diluted 1:5000 in TBS‐
T for 1 hour at room temperature. The washing steps were repeated, after 
which  the membranes were visualized with enhanced chemiluminescence 
(Pierce Chemical, Rockford,  IL). For semiquantification,  the pixel  intensity 
of  the  bands  was  measured  using  Scion  Image  version  beta  4.02  for 
Windows (Scion Corporation, Frederick, MD).  
 
Data analysis 
Values are given as mean ± SEM. Analysis was performed using GraphPad 
Prism® 4.03  for Windows  (GraphPad Software  Inc., San Diego, CA, USA) 
and SPSS  (version 12.0.1  for Windows, Chicago,  IL). Differences between 
the  experimental  groups  were  tested  using  one‐way  ANOVA  with 
Bonferroni’s  correction  or  two‐way  repeated measures ANOVA. A  two‐
sided P value <0.05 was considered significantly different. 
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Results 
 
Role of Abcc2/Mrp2 in renal pravastatin excretion  
Figure  6.1.A  shows  that  renal  excretion  of  pravastatin  is  significantly 
reduced  in TR‐  rats  as  compared  to WH  rats. Overall  the drug  is highly 
reabsorbed,  as  can  be  concluded  from  the  low GFR  over  renal  clearance 
ratio during steady‐state. Because Abcc2/Mrp2 is up‐regulated in WH rats 
during  endotoxemia  [4], we  expected  to  find  an  increase  in  pravastatin 
clearance after LPS. However, pravastatin excretion was unaffected during 
endotoxemia  in WH  rats  (Fig. 6.1.B) and was even significantly  increased 
(P<0.001) 12 hours after LPS in TR‐ rats compared to controls.  
Abcc2/Mrp2  expression  is  likely  to  be  under  direct  influence  of 
nitric oxide (NO) produced by renal inducible NO‐synthase (iNOS), as co‐
administration  of  an  iNOS‐inhibitor  attenuated  the  endotoxin‐induced 
effects  on  its  expression  in  rats  and  restored urinary  calcein  excretion  in 
perfused  rat  kidneys  [4].  However,  Figure  6.1.C  shows  that 
aminoguanidine  treatment  resulted  in  a  trend  towards  an  increase  in 
excretion  compared  to  LPS  treated  TR‐  rats  (P=0.059,  ClR/GFR  =  0.078  ± 
0.005 in absence versus 0.092 ± 0.002 in presence of aminoguanidine, Fig.6. 
1.C), suggesting a minor role for NO in renal pravastatin clearance.  
The  function  of  the  perfused  rat  kidneys  was  assessed  by 
monitoring GFR, urine flow, fractional water reabsorption, renal perfusion 
pressure  and  fractional  glucose  excretion  (FEglucose).  In  accordance  with 
recent studies [4;11], we found an impaired renal function after LPS in WH 
rats and TR‐ rats, as  illustrated by a decrease  in GFR  (Table 6.1.). Tubular 
function  was  also  affected  in  WH  rats  by  endotoxemia  based  on  the 
increased  FEglucose,  an  effect  that was  only  observed  in  TR‐  rats  after  co‐
administration with aminoguanidine.  
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Figure 6.1. Renal pravastatin excretion as a function of time in isolated perfused 
rat kidneys. Secretion of  the pravastatin  into  the urine was measured  after  12 hours  in 
untreated control TR‐ (□, n=4) or WH (○, n=4) rats (A), and LPS TR‐ (■, n=4) or WH (●, n=4) 
rats  (B).  Pravastatin  excretion  was  measured  in  alone  LPS  (■,  n=4),  or  both  LPS  and 
aminoguanidine (, n=4) treated TR‐ rats (C). Urinary excretion was corrected for GFR. Data 
are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to control TR‐ (*: P<0.05) or to 
LPS WH (#: P<0.05).  
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Renal anionic drug transporter expression after LPS treatment 
The  increase  in pravastatin excretion  in TR‐  rats during endotoxemia and 
the  lack  of  effect  in WH  rats despite Abcc2/Mrp2 up‐regulation,  indicate 
that under these conditions the transporter plays a secondary role in renal 
pravastatin  handling.  To  investigate  the  possible  contribution  of  other 
relevant renal  transporters, we determined  their renal mRNA and protein 
levels in WH and TR‐ rats and compared those levels with the levels in LPS 
treated rats. 
 
Table 6.1. 
Functional parameters of the isolated perfused rat kidneys 
Parameter  WH 
controls 
WH 
LPS 
TR‐
controls 
TR‐ 
LPS 
TR‐ 
LPS + 
Amino 
TR‐ 
TC 
controls 
TR‐ 
TC LPS 
 GFR  
 (μl/min) 
305 ± 20  250 ± 15*  335 ± 20  235 ± 20**  210 ± 8***  320 ± 15  230 ± 9**, $ 
 Diuresis 
 (μl/min) 
19.1 ± 2.1  17.9 ± 2.1  20.4 ± 1.4  19.4 ± 0.4  18.8 ± 0.5  19.5 ± 1.7  22.4 ± 1.4 
 FRwater 
(%) 
93.7 ± 0.4  92.8 ± 0.5  93.8 ± 0.4  92.3 ± 0.7  91.1 ± 0.2  93.9 ± 0.7  91.1 ± 0.5 
 RPP a 
 (mmHg) 
85.4 ± 3.0  90.2 ± 3.6  82.7 ± 2.1  85.2 ± 1.7  86.9 ± 1.5  83.8 ± 2.7  86.7 ± 3.0 
 FEglucose 
 (%) 
1.83 ± 0.24  4.92 ± 0.53**  3.24 ± 0.40  3.87 ± 0.16  7.14±0.21***,#  3.87 ± 0.75  6.55±0.70***,$ 
 n  4  4  4  4  4  4  4 
Data are expressed as mean ± SEM of 4 perfused kidney experiments over the period 45‐125 
min. Untreated  rats  served as  controls  for  this model. GFR: glomerular  filtration  rate, FE: 
fractional excretion, FR: fractional reabsorption, and RPP: renal perfusion pressure. Kidneys 
were perfused for 150 min as described in materials and methods. aConstant flow during the 
experiments was 14.5  ± 0.4 mL/min. Significantly different from perfused control kidney (*, 
P<0.05, **, P<0.01, *** P<0.001), or LPS kidney (#; P<0.05), or control + TC kidney ($, P<0.05). 
 
  Gene expressions indicate that Abcb11 was up‐regulated in WH rats 
and down‐regulated in TR‐ rats 12 hours after LPS treatment (Fig. 6.2.A). In 
contrast  to WH  rats, Abcc4 mRNA expression was down‐regulated  in TR‐ 
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rats during  endotoxemia  (Fig. 6.2.B). Abcg2 mRNA  levels did not  change 
during endotoxemia in both strains (Fig. 6.2.C). The gene expression levels 
of  the  organic  anion  transporting  polypeptide  transporters,  Slco1a1  and 
Slco1a3, were down‐regulated 12 hours after LPS treatment in both WH and 
TR‐ rats (Fig. 6.2.D + 6.2.E; Table 6.2.). Gene expression of important anionic 
drug transporters belonging to the Slc22a/Oat, Slc22a6, Slc22a7, and Slc22a8, 
did not change significantly (at least 2 times change in expression) in both 
TR‐ and WH rats during endotoxemia (Table 6.2.).   
  In contrast to decreased Abcb11 mRNA expression, the gene product 
Bsep was up‐regulated during endotoxemia in both WH and TR‐ rats (Fig. 
6.3.A). On the other hand, the increase in Abcc4 resulted in decreased Mrp4 
levels  in  WH  rats,  but  the  decrease  in  mRNA  levels  TR‐  rats  was 
accompanied by a decrease in Mrp4 protein (Fig. 6.3.B). In agreement with 
gene  expression  levels,  Bcrp  protein  levels  did  not  change  during 
endotoxemia in TR‐ (data not shown). The decrease in mRNA of Slco1 was 
accompanied by a decrease in Slco1a1/Oatp1a1 protein expression 12 hours 
after LPS (Fig. 6.3.C). 
 
Minor  role  of  Abcb11/Bsep  and  Slco/Oatp’s  in  renal  pravastatin 
excretion during endotoxemia 
To  investigate  the  possible  role  of  Abcb11/Bsep  and  Slco/Oatp’s  in 
pravastatin transport during endotoxemia  in more detail,  isolated kidneys 
were exposed to the bile salt taurocholate [14]. Figure 6.4. shows that renal 
handling  of  pravastatin was  not  affected  after  pre‐treatment with  TC  in 
untreated  TR‐  rats  as  compared  to  LPS‐treated  rats,  indicating  that  it  is 
unlikely  that either Abcb11/Bsep or  (one of)  the Oatp’s play an  important 
role in pravastatin excretion. 
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Figure  6.2.  mRNA  expression  of  different  renal  anionic  drug  transporters.  Gene 
expression of Abcb11 (A), Abcc4 (B), Abcg2 (C), Slco1a1 (D), and Slco1a3 (E), were determined 
in rat kidney in controls (open bars, n=3) or 12 hours after LPS (closed bars, n=4‐6) treatment 
with  RQ‐PCR  for  both  WH  and  TR‐  rats.  The  transporter  mRNA  expressions  were 
normalized  for  the GAPDH CT value  (CT  =  16.04 ±  0.03), and ΔCT values  for  the  controls 
(Table  6.2.)  were  set  to  1.  Data  are  expressed  as  mean  ±  SEM.  Significantly  different 
compared to controls (*: P<0.05,**; P<0.01, ***: P<0.001) or to the other strain (#: P<0.05). 
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Figure 6.3. Protein expression of different renal anionic drug transporters. Total 
membrane fractions of rat kidney of both WH and TR‐ rats were isolated from controls or 12 
hours after LPS, and expression of Bsep (A), Mrp4 (B), and Oatp1a1 (C) were determined by 
Western blotting. Representative images (n=4) show no difference in protein expression for 
Bsep (A) and Mrp4 (B) between the two strains. However, protein expression of Oatp1a1 (C) 
is  more  reduced  during  endotoxemia  in  TR‐  rats,  compared  to  WH  rats.  Significantly 
different compared to controls (***: P<0.001) or to the other strain (#: P<0.05, ###: P<0.001). 
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Figure 6.4. Renal pravastatin excretion as a function of time in isolated perfused 
rat kidneys after pre‐treatment with  taurocholate. Secretion of  the pravastatin  into 
the urine was measured after 12 hours without (A) and with (B) the bile acid, TC, addition 
to the perfused kidneys of control TR‐ rats or LPS TR‐ rats. Urinary excretion was corrected 
for GFR. Data are expressed as mean ± SEM.  
 
 
Discussion 
 
In  the  present  study,  we  investigated  the  functional  consequences  of 
endotoxemia  on  the  renal  handling  of  the  Abcc2/Mrp2  substrate 
pravastatin using isolated perfused kidneys of both Mrp2‐deficient TR‐ and 
normal  rats.  We  found  reduced  renal  pravastatin  clearance  in  TR‐  rats 
compared  to  control  rats  under  normal  conditions,  indicating  a  role  for 
Abcc2/Mrp2.  This  is  in  line with  findings  for  this  transporter  in  biliary 
pravastatin  excretion  [15].  Remarkably,  pravastatin  excretion  was  not 
increased after LPS administration in WH rats, despite an up‐regulation of 
renal  Abcc2/Mrp2.  Furthermore,  the  Mrp2‐deficient  strain  showed  an 
increase  in pravastatin excretion during endotoxemia, suggesting reduced 
reabsorption or involvement of other secretory transporters. 
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  The bile salt transporter Abcb11/Bsep [14], Abcc4/Mrp4, Abcg2/Bcrp 
[15], Slco1a1/Oatp1  [9;16], and Slc22a8/Oat3  [17], have been  implicated  in 
the  transport  of  pravastatin  and  are  expressed  in  the  kidney.  We 
determined  their  renal  mRNA  and  protein  levels  in  WH  and  TR‐  rats 
during  endotoxemia, but  it  seems unlikely  that  any of  these  transporters 
accounted  for  the  increased  renal  excretion  of  pravastatin  during 
endotoxemia.   
  To investigate the relative contribution of Abcb11/Bsep to the renal 
excretion of pravastatin, isolated kidneys were exposed to the bile acid TC 
in  the  present  study.  We  recently  demonstrated  the  presence  of 
Abcb11/Bsep  in  both  mouse  and  rat  kidney  proximal  tubules  [4;18]. 
However,  no  change  in  pravastatin  clearance  was  observed  after  TC 
treatment, supporting the notion that the bile salt pump has a minor role in 
renal pravastatin excretion. Other transporters might have compensated for 
the  lack  of  Abcc2/Mrp2  in  TR‐  rat  in  the  renal  handling  of  pravastatin 
during  endotoxemia.  Members  of  the  Slco1a/Oatp1a  sub‐family  were 
clearly  differentially  expressed  between  the  two  rat  strains  during 
endotoxemia,  but  their  involvement  seems  unlikely  because  TC  also 
inhibits  these  bidirectional  amphipathic  organic  anion  carriers  [19]. 
However, it should be noticed that we have not confirmed whether the TC 
concentration  reached  was  sufficient  to  inhibit  Slco1a/Oatp1a  and 
Abcb11/Bsep function.  
  We do not expect  the  involvement of P‐glycoprotein (Abcb1/P‐gp), 
as  pravastatin  did  not  inhibit  both  mouse  Abcb1/P‐gp‐  and  human 
ABCB1/P‐GP‐mediated transport of daunorubicin or rhodamine 123 [20]. In 
accordance  with  previous  results  [13],  we  showed  that  there  is  no 
difference in renal Abcc4/Mrp4 expression between TR‐ and WH rats under 
both normal  conditions and during endotoxemia, excluding a differential 
contribution of this organic anion efflux pump.  
  Finally, the expression of Abcg2/Bcrp was assessed. It was recently 
demonstrated that statins may be substrates for ABCG2/BCRP [21;22], and 
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the  biliary  clearance  of  pitavastatin was  clearly  reduced  in Abcg2/Bcrp‐
deficient  mice  [23].  However,  in  the  present  study,  the  expression  of 
Abcg2/Bcrp did not  change during  endotoxemia  in TR‐  rats, nor was  the 
gene expression different between the two rats under normal conditions. 
  Other  possible  candidates  that  may  have  contributed  to  renal 
pravastatin clearance are the Slc22a/Oats [24]. It was suggested that Oat3 is 
mainly responsible for the renal uptake of pravastatin [17] and rosuvastatin 
[25]. However, we did not find changes in mRNA expression levels of this 
transporter between the two strains and during endotoxemia, whereas the 
effect on protein levels remains to be determined. 
  The  difference  in  pravastatin  excretion  under  normal  conditions 
between the two strains in our study could be explained by the activity of 
Abcc2/Mrp2  itself,  however,  it  cannot  be  excluded  that  the  elevated 
conjugated  bilirubin  levels  in  TR‐  rats  interact  with  the  fractional 
reabsorption  of  pravastatin,  which  has  been  described  before  for 
taurocholate [26].  
  Many  in vivo studies suggest that active transport mechanisms are 
involved  in  the pharmacokinetics  of pravastatin.  In  contrast  to  the  other 
statins, 40‐50% of intravenously administered pravastatin is excreted in the 
urine,  mainly  in  the  unchanged  form  in  humans  [27;28].  Our  studies 
indicate  that,  in  the  isolated  perfused  rat  kidneys,  the  drug  is 
predominantly  reabsorbed  and,  therefore,  a  slight  change  in  passive 
reabsorption could already account for the increased pravastatin excretion 
in the TR‐ rats during endotoxemia. 
In  conclusion,  Abcc2/Mrp2  plays  an  important  role  in  renal 
pravastatin excretion under normal conditions in the IPK. However, during 
endotoxemia a clear increase in renal excretion of pravastatin was observed 
in  Mrp2‐deficient  rats  and  not  in  WH  rats  despite  an  up‐regulation  in 
Abcc2/Mrp2.  
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Other  transporters  do  not  seem  to  be  involved,  suggesting  that 
during  endotoxemia  renal  functional  changes,  like  a  reduced  passive 
reabsorption,  rather  than  transporters have  a  stronger  influence  on  renal 
pravastatin handling. 
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Abstract  
 
Bilirubin has been shown to inhibit hepatic inducible nitric oxide synthase 
(iNOS) expression and NO production during endotoxemia in rats and this 
was  associated  with  protection  against  liver  injury.  Recently,  we 
demonstrated  that  NO  in  the  kidney  is  involved  in  the  functional  up‐
regulation of the multidrug‐resistance protein 2 (Abcc2/Mrp2), which may 
attenuate  further  renal proximal  tubular damage during  endotoxemia.  In 
the present study, we investigated whether Mrp2‐deficient TR‐ rats, which 
display  high  plasma  levels  of  the  antioxidant  bilirubin,  are  protected 
against  acute  kidney  injury  by  inhibition  of  the NO‐mediated  cell  injury 
during endotoxemia.  
TR‐ and Wistar Hannover (WH) rats were injected with lipopolysaccharide 
(LPS) and controls received detoxified LPS  (dLPS). Administration of LPS 
resulted  in  the expected  thrombocytopenia,  leukocytosis and  loss  in body 
weight  in  TR‐  rats.  However,  the  LPS‐induced  increase  in  renal  iNOS 
expression and NO production was  less  in TR‐  rats compared  to WH  rats 
after 12 hours. Moreover, in contrast to WH rats, no indication of proximal 
tubular  damage  was  found  in  TR‐  rats.  Renal  expression  of  heme 
oxygenase‐1  (HO‐1) was more up‐regulated  in TR‐  rats  compared  to WH 
rats after LPS treatment.  
We speculate that the high bilirubin levels in TR‐ rats scavenge NO released 
in  the kidney and, together with  the high renal HO‐levels, protect against 
proximal tubular damage during endotoxemia.  
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Introduction 
 
Lipopolysaccharide  (LPS)  endotoxin,  a  component  of  Gram  negative 
bacterial  cell walls,  is  commonly  used  in  biomedical models  of  Toll‐like 
receptor‐4‐mediated  inflammation and organ  injury, such as acute kidney 
injury  (AKI)  [1].  We  previously  demonstrated  that  the  subsequent  up‐
regulation  of  renal  inducible  nitric  oxide  synthase  (iNOS)  and  NO 
production  is  involved  in  the  functional  up‐regulation  of  the multidrug‐
resistance  protein  2  (Abcc2/Mrp2)  in  the  kidney  during  experimental 
endotoxemia [2].  
This  transporter  plays  an  important  role  in  the  cellular  defense 
against  xenobiotics  and  their  metabolites  by  active  secretion  of  these 
compounds into urine and may, therefore, attenuate further renal proximal 
tubular damage during  systemic  inflammation.  In  contrast  to  the kidney, 
hepatic  Abcc2/Mrp2  expression  and  transport  function  is  impaired  in 
inflammation‐mediated  models  of  cholestasis.  This  mechanism  may 
contribute  to  sepsis‐induced  elevation  in  serum  levels  of  conjugated 
bilirubin,  which  is  a  substrate  of  Abcc2/Mrp2  [3;4].  However,  jaundice 
during  sepsis may  also  represent  an  adaptive  physiological  response  to 
endotoxemia.  Whether  increased  serum  bilirubin  levels  during 
inflammation are beneficial or detrimental is still under debate. 
 Heme  oxygenase‐1  (HO‐1)  is  induced  by  heme,  oxidants,  LPS, 
cytokines, and other stressors, many of which also stimulate  iNOS. HO‐1 
induction  results  in degradation of pro‐oxidant heme,  releasing  iron, CO, 
and biliverdin, which  is converted by biliverdin reductase to bilirubin [5]. 
Bilirubin has been described as the most powerful endogenous antioxidant 
substance  in  vitro  [6;7],  and  also  has  anti‐nitrosative  properties  [8;9].  In 
addition, bilirubin exerts anti‐inflammatory effects by preventing oxidant‐
induced  microvascular  leukocyte  adhesion  [10]  and  leukocyte 
accumulation in various tissues [11].  
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It  was  demonstrated  that  bilirubin  caused  a  dose‐dependent 
protective effect on  renal epithelial cells  (LLC‐PK1)  in vitro, and bile duct 
ligation‐induced  cholestasis  protected  against  glycerol‐induced  renal 
proximal  tubular  injury  in  a  rat model  [12].  Furthermore,  the  degree  of 
renal cortical  tubular  injury appeared  less severe  in kidneys  flushed with 
bilirubin  or  rats  pre‐treated  with  bilirubin  1  hour  before  renal 
ischemia/reperfusion injury [13;14]. 
LPS‐stimulated  production  of  NO  was  significantly  decreased  in 
hyperbilirubinemic  rats  compared  with  normal  animals;  this  effect  was 
associated with  reduction  of  iNOS  expression  in  renal, myocardial,  and 
aortic tissues [15]. In addition, a cytoprotective role for bilirubin was found 
in  the  liver  that was mediated,  in part,  through  the  inhibition of hepatic 
iNOS expression during endotoxemia was demonstrated [16].  
In  the present  study, we  investigated whether Mrp2‐deficient TR‐ 
rats, which display high plasma bilirubin levels [17], are protected against 
acute kidney injury by inhibition of the NO‐pathway during endotoxemia. 
Our  findings  suggest  that  both  high  bilirubin  and HO‐1  levels  scavenge 
reactive NO  released  in  the  kidney with  subsequent  reduction  of  renal 
damage during endotoxemia. 
 
 
Materials and methods 
 
Animals and experimental design 
Specified  pathogen‐free  male  Wistar‐Hannover  (WH;  purchased  from 
Harlan, Zeist, The Netherlands) and Mrp2 transporter mutant rat (TR‐ rats; 
bred  in Nijmegen, The Netherlands)  strains  (235‐275  g) were  kept under 
routine  laboratory  conditions  at  the  Central  Animal  Laboratory  of  the 
Radboud  University  Nijmegen  Medical  Centre  as  described  previously 
[2;18]. All  experimental  procedures were  approved  by  the  local Animal 
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Care Committee. Rats  (n=6  for each strain) were  injected  intraperitoneally 
(i.p.) with 5 mg/kg body weight endotoxin LPS  (Escherichia  coli 0127:B8, 
Sigma‐Aldrich, Zwijndrecht, The Netherlands). Six rats served as controls 
(n=3  for  each  strain)  and  received  10 mg/kg  body weight detoxified LPS 
(dLPS, Sigma‐Aldrich) in which the biologically active component, lipid A, 
essential for the activation of iNOS, is lacking [19].  
Urine volumes were collected before and after LPS or dLPS injection 
and  snap‐frozen  in  liquid nitrogen and  stored at  ‐80  °C until assayed  [2]. 
After  12  hours,  the  time  point  at  which  the  highest  expression  of 
Abcc2/Mrp‐2 was observed  in WH rats during endotoxemia [2], rats were 
anaesthetized with 5% isoflurane, and heparin (125 I.U./100 g) was injected 
via  the  penile  vein  to  minimize  blood  clotting.  The  left  kidney  was 
removed  fixed  in  Bouin’s  solution,  dehydrated,  embedded  in  paraplast 
(Amsterstad,  Amsterdam,  The  Netherlands)  and  cut  in  3  μm  sections, 
which were  stained with periodic acid‐Schiff  (PAS)  for  routine histology. 
Arterial blood was obtained by aortic puncture and the rats were sacrificed 
by exsanguination. The right renal vein was punctured and, subsequently, 
the  kidney  was  perfused  with  HBSS‐Hepes  for  two  min  at  7.5  ml/min 
(Minipuls 2, Gilson, Villiers‐le‐Bel, France).  
After perfusion both  the right kidney and  the  liver were removed, 
divided, and snap‐frozen in liquid nitrogen and stored at ‐80 °C until used 
for isolation of RNA or protein for quantitative real‐time polymerase chain 
reaction  (RQ‐PCR)  and  Western  blotting.  Thrombocyte  and  leukocyte 
counts  were  determined  in  blood  as  inflammatory  parameters,  and  the 
concentration of creatinine, urea, and sodium were analyzed  in blood and 
urine  by  routine  clinical  chemistry.  The  activity  of  alkaline  phosphatase 
was  measured  as  marker  for  proximal  tubule  injury  in  twenty‐six‐fold 
diluted urine samples, as described before [20]. The dark yellow colour of 
the urine of TR‐ rats resulting from high bilirubin levels, did not affect the 
assay, as corroborated by addition of different bilirubin concentrations  to 
the calibration samples.  
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Determination of mRNA expression 
For  RNA  isolation,  frozen  kidneys  and  livers  were  pulverized  using  a 
Mikro‐dismembrator  U  (Sartorius  B.  Braun  Biotech  Int.,  Melsungen, 
Germany,  2000  rpm  for  30  sec)  as described  [2].  Synthesized  cDNA was 
used for RQ‐PCR according to the TaqMan® protocol in optical tubes using 
the ABI PRISM 7700  single  reporter Sequence Detection System  (Applied 
Biosystems,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  or  the  ABI  PRISM  7900HT 
Gene Expression Micro Fluidic Card Sequence Detection System  (Applied 
Biosystems). All experiments were performed  in triplicate. The expression 
of  the housekeeping gene, GAPDH,  remained  stable during endotoxemia 
[2]  and  no  difference  in  expression  between  the  two  rat  strains  was 
detected. The  relative expression of NOSII mRNA,  that encodes  for  iNOS 
protein,  was  normalized  for  the  average  cycle  threshold  (CT)  value  for 
GAPDH  (CT  kidney  =  16.04  ±  0.03,  n=4  and CT  liver  =  17.12  ±  0.04,  n=8; 
additional livers are derived from a previous study [2]) and ΔCT values for 
the dLPS were set to 1. 
 
Western blotting 
Cytosolic  fractions  from pulverized kidneys  and  livers were  subjected  to 
Western  blotting  as described  previously  [21].  Protein  concentration was 
determined  with  the  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad  Laboratories, 
Hercules,  CA)  using  bovine  serum  albumin  as  standard.  Samples were 
separated on a 6% or 12% sodium dodecylsulfate polyacrylamide gel and 
transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose  membrane  (Amersham, 
Buckinghamshire, UK). A  positive  control  (0.8  μg/μl,  Spp‐730,  Stressgen, 
Ann  Arbor,  Michigan,  USA)  was  used  for  the  detection  of  HO‐1.  The 
membrane was  incubated  overnight  at  4°C with  the  primary  antibodies 
against  iNOS  (1:1000,  [22]), HO‐1  (1:2000,  Spa‐895,  Stressgen),  or  β‐actin 
(1:10000,  Sigma‐Aldrich)  in  Tris‐buffered  saline  supplemented with  0.1% 
Tween‐20 (TBS‐T) and 1% non‐fat dried milk (NFDM).  
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Subsequently,  the membranes were washed  three  times  in TBS‐T, blocked 
in TBS‐T  containing  5% NFDM, washed  three  times  in TBS‐T  again,  and 
incubated  with  affinity‐purified  horseradish  peroxidase‐conjugated  goat 
anti‐rabbit IgG (Sigma‐Aldrich) for iNOS and HO‐1 or goat anti‐mouse IgG 
(Sigma‐Aldrich)  for  β‐actin  diluted  1:5000  in  TBS‐T  for  1  hour  at  room 
temperature. The washing steps were repeated, after which the membranes 
were  visualized  with  enhanced  chemiluminescence  (Pierce  Chemical, 
Rockford,  IL). For semiquantification,  the pixel  intensity of  the bands was 
measured  using  Scion  Image  version  beta  4.02  for  Windows  (Scion 
Corporation, Frederick, MD). 
 
Nitrate and nitrite determination 
The  total amount of  the  stable NO metabolites  (NOx), nitrate and nitrite, 
were determined as a measure of NO radicals production, using the Griess 
reaction, according to Moshage et al. [23]. Heparinized plasma was diluted 
1:4 and urine samples were diluted 1:40 or 1:80 with distilled water. Each 
sample was determined in triplicate [2].  
 
Data analysis 
Values are given as mean ± SEM or mean ± SD. Analysis was performed 
using GraphPad Prism®  4.03  for Windows  (GraphPad  Software  Inc.,  San 
Diego,  CA,  USA)  and  SPSS  (version  12.0.1  for  Windows,  Chicago,  IL). 
Differences  between  the  experimental  groups  were  tested  using  an 
unpaired  student’s  t‐test.  A  two‐sided  P  value  <0.05  was  considered 
significantly different.  
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Results 
 
Reduced up‐regulation of renal iNOS in TR‐ rats during endotoxemia 
In agreement with our previous findings in WH rats [2], administration of 
LPS  to  TR‐  rats  resulted  in  the  expected  thrombocytopenia,  leukocytosis 
and loss in body weight (see Table 7.1.). 
 
Table 7.1. 
Inflammatory response 12 hours after LPS in TR‐ rats 
Inflammatory parameters 
TR‐ 
dLPS 
(n=3) 
TR‐ 
LPS 
(n=6) 
Body temperature  (oC)   37.7 ± 0.1  38.1 ± 0.2 
Difference in body weight (%)  ‐0.06 ± 0.02  ‐5.50 ± 0.40*** 
Leukocytes (*109/L)  2.5 ± 0.1  4.2 ± 0.2* 
Thrombocytes (*109 /L)  1105 ± 38  295 ± 59*** 
Data are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to the detoxified LPS 
(dLPS) group; * P<0.05,  *** P<0.001. 
 
Determination of renal iNOS expression in TR‐ and WH rats during 
endotoxemia  showed  an  almost  100  times  induction  of NOSII  in  kidney 
(Fig. 7.1.A, P<0.001) 12 hours after LPS  in TR‐ rats compared to dLPS (ΔCT 
NOSII dLPS TR‐= 19.78 ± 0.06), which was significantly lower compared to WH 
rats following LPS exposure (ΔCT NOSII dLPS WH= 20.88 ± 0.07). In agreement, 
lower  expression  levels  of  iNOS  protein  were  observed  in  TR‐  kidneys 
compared to WH kidneys during endotoxemia (Fig. 7.1.B). In contrast, the 
level  of  NOSII  in  liver  was  similar  in  both  rat  strains  after  LPS 
administration  (Fig.  7.1.A),  as were  iNOS protein  levels  in  cytosolic  liver 
fractions (Fig. 7.1.B). Interestingly, TR‐ rats demonstrated higher NOx levels 
in  plasma  (Fig.  7.1.C),  but  this  was  not  increased  in  urine  (Fig.  7.1.D). 
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However,  in WH  rats  the NOx  levels were  increased  in both plasma and 
urine. This indicates that because of the lower expression levels of iNOS in 
the  kidney  of  TR‐  rats  less  NO  was  produced  in  the  kidney  during 
endotoxemia.  
 
 
Figure  7.1.  iNOS  expression  and NO metabolites  in plasma  and urine during 
endotoxemia.  iNOS mRNA  (A) and protein  (B) expression, and NOx  in plasma  (C) and 
urine (D) are given 12 hours after dLPS (open bars, n=3) or LPS (closed bars, n=6) treatment 
for  both  WH  and  TR‐  rats.  (A)  The  iNOS  mRNA  expression  was  normalized  for  the 
GADPDH CT value (CT kidney = 16.04 ± 0.03, n=4 and CT liver = 17.12 ± 0.04, n=8) and ΔCT 
values for the dLPS were set to 1. Data are expressed as mean ± SEM. Significantly different 
compared to dLPS (*: P<0.05, ***: P<0.001) or to WH rats  (##: P<0.01,  ###: P<0.001). (B) Cytosolic 
fractions of rat kidney and  liver were  isolated and expression of  iNOS was determined by 
Western  blotting.  Representative  images  (n=4)  show  less  up‐regulation  of  renal  iNOS 
protein in TR‐ rats during endotoxemia. 
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Figure  7.2. Comparison  of proximal  tubular damage between WH  and TR‐  rats during 
endotoxemia.  (A)  In  contrast  to WH  rats  (closed  bars,  n=6),  no  change  in  activity  of  the 
proximal tubule damage marker alkaline phosphatase  in urine samples 12 hours after LPS 
administration  in  TR‐  rats  (open  bars,  n=6)  compared  to  baseline. Data  are  expressed  as 
mean ± SEM. Histological examination 12 hours after LPS revealed no damage to the renal 
proximal tubules in TR‐ rats B; 200 x magnification  and C; 400 x magnification (See for Color 
Figure page 317). 
 
Protection against LPS‐induced kidney damage  
Alkaline  phosphatase  activity  in  urine was  determined  as  a measure  of 
proximal tubular damage. In contrast to the significant increase in alkaline 
phosphatase  activity  in  WH  rats  [2],  no  indication  of  proximal  tubular 
LPS WH LPS TR -
0
4
8
12
16
C
100
150
200
D
iff
er
en
ce
 in
 A
P
 a
ct
iv
ity
 (%
) A 
 
 
LPS 
 
 
 
 
 
 
 
                             Protection against LPS‐induced AKI in TR‐ rats 
193 
 
 
 
 
 
 
7
damage  was  found  in  TR‐  rats  12  hours  after  LPS  administration  (Fig. 
7.2.A), which was  confirmed by histology  (Fig. 7.2.B+C).  In addition, LPS 
treatment did not affect the fractional excretion of sodium in TR‐ rats (dLPS: 
0.259 ± 0.001 % vs LPS: 0.240 ± 0.045 %).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  7.3.  Renal  HO‐1  expression  during  endotoxemia.  HO‐1  mRNA  (A)  and 
protein  (B) expression are given 12 hours after dLPS  (open bars, n=3) or LPS  (closed bars, 
n=6) treatment for both WH and TR‐ rats. (A) The HO‐1 mRNA expression was normalized 
for the GADPDH CT value (see Fig. 1) and ΔCT values for the dLPS (ΔCT Hmox1dLPS TR‐= 7.21 ± 
0.89, ΔCT Hmox1 dLPS WH= 7.80 ± 0.46) were set to 1. (B) Cytosolic fractions of rat kidney were 
isolated and expression of HO‐1 was determined by Western blotting. A positive control (0.8 
μg/μL, Spp‐730) was used for the detection of HO‐1. Representative images (n=4) show more 
up‐regulation of HO‐1 protein in TR‐ rats during endotoxemia. Data are expressed as mean 
±  SEM. Data  are  expressed  as mean  ±  SEM.  Significantly different  compared  to  dLPS  (*: 
P<0.05, ***: P<0.001) or to WH rats  (##: P<0.01,  ###: P<0.001). 
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HO‐1 is induced in TR‐ kidney during endotoxemia 
The  mRNA  expression  of  different  detoxification  enzymes,  enzymes 
involved  in  the NO pathway  or  known  to  be  activated during  oxidative 
stress was determined in the kidneys of both rat strains (see Table 7.2.). The 
expression of glutathione S‐transferase alpha‐2 (GST‐α2) was lower (at least 
2  times)  and  uridine  diphosphate‐glucuronosyltransferase  1a6  (UDPGT‐
1a6) was higher (at least 2 times), respectively, in control TR‐ rats compared 
to control WH  rats  (Table 7.2). However,  the expression of both enzymes 
decreased  during  endotoxemia  in  both  strains.  In  agreement  with  our 
previous findings in WH rats [2], administration of LPS resulted in an up‐
regulation of super oxide dismutase 2 (Sod2) and kidney injury molecule 1 
(Kim‐1) in both strains (Table 7.2.).  
LPS treatment led to significantly higher heme oxygenase 1 (Hmox1; HO‐1) 
levels in TR‐ rats compared to WH rats (Fig.7.3.A). Although protein HO‐1 
levels were up‐regulated  in  kidneys  of  both  strains during  endotoxemia, 
the expression in TR‐ rats was significantly higher when compared to WH 
rats (Fig. 7.3.B). 
 
 
Discussion 
 
The  present  study  shows  that  TR‐  rats  are  protected  from  LPS  induced 
acute kidney  injury  (AKI). The up‐regulation  in renal  iNOS, urinary NOx 
excretion  and  accompanying  renal  injury were much  less pronounced  as 
compared  to WH rats. Furthermore, renal HO‐1 was more  induced  in  the 
TR‐ rats during endotoxemia, which likely, in addition to the high bilirubin 
levels, contributes to the observed protective effect.  
  It  was  demonstrated  that  renal  iNOS  is  the  only  NOS  isoform 
affected  by  bilirubin,  because  the  expression  and  activity  of  nNOS  and 
eNOS isoforms have been found to be unchanged during endotoxemia [15]. 
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This  is  in  agreement  with  our  study  in  which  baseline  levels  of  both 
isoforms were unaffected  in TR‐ rats. In addition, other enzymes  involved 
in the NO‐pathway did not differ between homozygous and heterozygous 
hyperbilirubinemic  rats  [15].  Recently,  it  has  been  demonstrated  that 
hyperbilirubinemia corresponds  to highly  increased bilirubin  levels  in  the 
tissues, such as the kidney [24].  
Basal mRNA expression levels of various detoxification enzymes in 
the  kidneys  of  TR‐  are  not  different  from  control  rats,  which  does  not 
explain the reduced sensitivity of TR‐ rat kidneys. Furthermore, in contrast 
to  livers  [25], TR‐  rat kidneys do not have higher basal glutathione  levels 
(Russel et al., unpublished data). Remarkably, the mRNA expression of the 
sensitive  kidney  injury marker,  Kim‐1, was  comparably  up‐regulated  in 
both rat strains during endotoxemia. 
  HO‐1  has  been  shown  to  protect  the  kidney  in  several  animal 
models of AKI, such as ischemia‐ [26‐28] and glycerol‐induced [12;29] AKI, 
cisplatin nephrotoxicity [27;30], rapamycin‐induced [31] and radiocontrast‐
induced  AKI  [32].  In  addition,  inhibition  of  HO‐1  activity  has  been 
described to worsen kidney damage [26‐28] and there was 100% mortality 
and severe  irreversible renal failure following heme protein‐induced renal 
injury [29] and greater impairment of renal hemodynamics [33] in HO‐1 ‐/‐ 
mice.  
In  agreement  with  our  findings,  rapid  HO‐1  induction  during 
endotoxemia in rats has been reported in the intestine [34;35], lung [36;37], 
brain  [38],  liver  and  kidney  [37].  Paradoxically,  during  endotoxemia‐
induced AKI in mice, inhibition of HO‐1 activity with zinc protoporphyrin 
resulted  in  renal  protection,  which  was  associated  with  improved 
hemodynamics [39].  
In endotoxemic AKI, the up‐regulation of HO‐1 is mainly localized 
to  the proximal and distal  tubules as well as  to  the vasculature  [39], and 
NO has been  revealed as an  inducer of HO‐1 expression  in  renal  tubular 
epithelial cells [40].  
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However, our results can be explained by the inhibitory effect of HO‐1 on 
iNOS expression, previously demonstrated in renal, myocardial, and aortic 
tissues in hyperbilirubinemic rats [15].  
HO‐activity  not  only  decreases  the  activity  of  the  heme‐enzyme 
iNOS on the level of availability of prosthetic heme groups, but likely acts 
in  concert  with  its  generated  effector  molecules  [41].  HO‐derived  iron 
inhibits  iNOS  transcription  [42],  whereas  CO  inhibits  iNOS  protein 
production [43], or, analogues to the cyclo oxygenase and guanylate cyclase 
proteins, may be modulating directly the activity of iNOS by binding to the 
prosthetic heme group [41;44]. Moreover, bilirubin has been demonstrated 
to  inhibit  iNOS  activity  [16],  which  likely  contributes  highest  to  the 
observed  protection  in  TR‐  rats,  because  of  the  hyperbilirubinemia.  In 
addition,  bilirubin  has  been  demonstrated  to  actively  scavenge  NO, 
peroxynitrite and other reactive nitrogen species, which could contribute to 
the observed protection from AKI [8]. 
Mildly  increased  serum  bilirubin  levels  have  been  shown  to 
decrease  the  risk  for  development  of  coronary  artery  disease  and 
atherosclerosis  in  humans  [45].  In  addition,  the  prevalence  of  ischemic 
heart disease in individuals affected by Gilbert’s syndrome, a deficiency of 
UDPGT1A1 resulting in sustained unconjugated hyperbilirubinemia, is 2% 
compared with  12%  in  the  general population  [46].  Furthermore,  clinical 
data showing that bilirubin is consumed in vivo as an antioxidant in septic 
infants  [47],  in  combination  with  our  present  findings  leads  to  the 
interesting  hypothesis  that  patients  with  preexisting  increased  bilirubin 
could  better  counteract  the  damaging  outcome  of  septic  AKI.  This  is 
supported  by  earlier  studies  demonstrating  that  exogenous  bilirubin 
renders  both mice  and  rats  protected  against  LPS‐induced  inflammation 
[11;15]. 
Summarizing  our  data  and  that  of  others  demonstrate  that  the 
combined  effect  of  both HO‐1  induction  and  high  pre‐existing  bilirubin 
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levels  are  likely  responsible  for  the protective  effect  against  endotoxemic 
AKI,  suggesting  that  induction  of  HO‐1  activity  and  administration  of 
exogenous bilirubin could represent a novel approach for the treatment of 
septic AKI. 
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Abstract 
 
In  the  kidney,  P‐glycoprotein  (Abcb1/P‐gp),  an  ATP‐driven  drug  efflux 
pump, plays an important role in the detoxification of proximal tubule cells 
through the excretion of cationic and amphipathic organic compounds. We 
recently found that NO, produced by renal inducible NO synthase (iNOS), 
is involved in an up‐regulation of Abcb1/P‐gp during endotoxemia in rats. 
In  the  present  study,  we  investigated  the  functional  consequences  of 
endotoxemia  on  the  renal  handling  of  rhodamine  123  by  using  isolated 
perfused rat kidneys.  
Wistar  Hannover  rats  were  injected  i.p.  with  5  mg/kg  body  weight 
lipopolysaccharide  (LPS)  or  with  both  LPS  and  the  iNOS‐inhibitor, 
aminoguanidine. 
Despite  an  increased  Abcb1/P‐gp  expression,  we  found  a  diminished 
urinary rhodamine 123 clearance 12 hours after LPS (P<0.001). In addition, 
we found a diminished perfusate clearance (P<0.05) for rhodamine 123 after 
LPS treatment, suggesting a predominant role of  influx carriers  in urinary 
rhodamine  123  excretion. We  examined  the  expression  levels  of  organic 
cation  transporter 1  (Slc22a1/Oct1) and Slc22a2/Oct2. Both appeared  to be 
down‐regulated  at  the mRNA  and protein  level,  12 hours  after LPS. Co‐
administration  of  an  iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine,  attenuated  the 
down‐regulation  of  both Oct1  and Oct2  protein  expression  and  reversed 
the decrease in rhodamine 123 clearance (P<0.001).  
These  findings  indicate  that NO, produced by  iNOS,  is  responsible  for  a 
down‐regulation of the influx carriers, Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2.  
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Introduction 
 
The tubular epithelial cells of the kidney are responsible for the elimination 
of xenobiotics, xenobiotic metabolites and metabolic wastes from blood into 
urine.  To  accomplish  this  detoxification  task,  the  cells  possess  multiple 
plasma  membrane  transporters  that  use  ATP  and  transmembrane  ion 
gradients  for  the  active  secretion  of  organic  anions  and  cations  [1].  The 
carrier‐mediated  systems  for  organic  cations  include  the  ATP‐binding 
cassette  (ABC)  transporter,  P‐gp  (ABCB1),  the  organic  cation  transport 
proteins (OCTs), SLC22a1/OCT1, SLC22a2/OCT2, SLC22a3/OCT3, the OCT‐
novel proteins  1  and 2  (OCTN1/2),  and  the  recently  identified multidrug 
and  toxin  extrusion  organic  cation  antiporters  1  and  2‐K,  MATE1  and 
MATE‐2K [2‐4].  
Abcb1/P‐gp is located in the apical membrane of all segments of the 
proximal  tubule  [5].  The  efflux  pump  handles  a wide  range  of  cationic 
amphiphilic compounds,  including anthracyclins, vinca alkaloids, cortisol, 
dexamethasone,  calcium  channel  blockers, macrolide  antibiotics,  selected 
corticosteroids,  and  cardiac  glycosides  such  as digoxin  [6].  In  agreement 
with a detoxifying role of Abcb1/P‐gp, we recently found an up‐regulation 
of Abcb1/P‐gp in rat kidney during endotoxemia [7] and in mouse kidney 
after ischemic reperfusion injury [8]. Abcb1/P‐gp is likely to be under direct 
influence  of  NO  produced  by  iNOS,  as  co‐administration  of 
aminoguanidine  reversed  the  induction  in  iNOS,  reduced  renal  damage 
and attenuated the endotoxin‐induced effects on  its expression  in rats. An 
up‐regulation of  important efflux pumps,  like Abcb1/P‐gp, may diminish 
the  accumulation of potentially  toxic  compounds  and  serves  a protective 
function in acute kidney injury. 
The  functional  consequences  of  endotoxemia  on  Abcb1/P‐gp 
activity  in  the  kidney  are  still  undetermined.  To  monitor  Abcb1/P‐gp 
activity, rhodamine 123 is often used as a model compound because of its 
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excellent  fluorescent properties  and  transport  characteristics  [9;10].  In  rat 
kidney,  however,  we  showed  previously  that  the  rate‐limiting  step  in 
rhodamine 123 excretion is determined by proximal tubular influx carriers 
rather  than  by Abcb1/P‐gp  [11].  The  influx  of  a  broad  range  of  organic 
cations is mediated by the Slc22a/OCTs. The three OCT isoforms identified 
have clear species‐specific organ distributions:  in  the rat  there  is an equal 
contribution  of  Slc22a1/Oct1  and  Slc22a2/Oct2  to  organic  cation  uptake, 
while  in humans SLC22a2/OCT2  is  the principal OCT  in  the kidney  [12]. 
The  mRNA  expression  of  Slc22a3  is  relatively  low  in  the  kidney  [13], 
therefore, its role in organic cation excretion seems negligible.  
In  the  present  study,  we  focused  on  the  role  of  Slc22a1/Oct1, 
Slc22a2/Oct2  and  Abcb1/P‐gp  in  renal  rhodamine  123  excretion  during 
endotoxemia using the isolated perfused rat kidney. This technique allows 
accurate determination of renal drug clearance under controlled conditions 
and  in  the  absence  of  extrarenal  metabolism  and  excretion  [14].  We 
hypothesized  that  the  increased  Abcb1/P‐gp  expression  during 
endotoxemia  enhances  renal  organic  cation  excretion.  Our  findings, 
however,  indicate that the renal excretion of rhodamine 123  is diminished 
during  endotoxemia  as  a  result  of  Slc22a1/Oct1  and  Slc22a2/Oct2  down‐
regulation, a process that is triggered by NO. 
 
 
Materials and methods 
 
Animals and experimental design 
Specified pathogen‐free male Wistar‐Hannover  rats  (230‐270 g; purchased 
from Harlan, Zeist, The Netherlands) were kept under  routine  laboratory 
conditions  at  the Central Animal  Laboratory  of  the  Radboud University 
Nijmegen  Medical  Centre.  Standard  laboratory  chow  and  water  was 
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available  ad  libitum. All  experimental procedures were  approved  by  the 
local Animal Care Committee.  
Rats  were  injected  intraperitoneally  with  5  mg/kg  body  weight 
endotoxin lipopolysaccharide (LPS, Escherichia coli 0127:B8, Sigma‐Aldrich, 
Zwijndrecht, The Netherlands) or with LPS  followed after 1 hour by  100 
mg/kg  of  the  iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine  (Sigma‐Aldrich).  Controls 
received 10 mg/kg detoxified LPS  (dLPS),  in which  the biologically active 
component, lipid A, essential for the activation of NOS, is lacking [15]. LPS 
and  aminoguanidine  were  dissolved  in  sterile  Hank’s  balanced  salt 
solution  (HBSS,  Gibco,  Paisly,  UK)  supplemented  with  10  mM  4‐(2‐
hydroxyethyl)‐1‐piperazine ethanesulfonic acid (HEPES, Gibco), and set to 
pH 7.4 with NaOH. 
 
Isolated kidney perfusion 
Twelve  hours  after  the  administration  of  LPS  (n=6),  both  LPS  and 
aminoguanidine  (n=6) or dLPS  (n=4)  the  transport activity of Abcb1/P‐gp 
was determined by monitoring  the urinary excretion of rhodamine 123  in 
an isolated perfused rat kidney. We recently demonstrated that at this time 
point peak  expression  of  renal protein Abcb1/P‐gp was  observed during 
endotoxemia [7].  
Rats were  injected  subcutaneously with  1 mL  0.9 % NaCl  (Braun, 
Melsungen,  Germany)  one  hour  before  the  start  of  the  perfusion.  Four 
untreated  rats  served  as  controls  for  this  model  as  described  in  detail 
previously  [14]. Briefly,  rats were anesthetized  i.p. with pentobarbital  (60 
mg/kg,  Apharmo,  Arnhem,  The  Netherlands),  furosemide  (10  mg/kg, 
Aventis Pharma, Hoevelaken, The Netherlands) was injected i.p. to prevent 
deterioration of  the distal nephron, and heparin  (125  I.U./100 g, Organon, 
Oss, The Netherlands) was injected into the spleen.  
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The  renal  artery  of  the  right  kidney  was  cannulated  via  the 
mesenteric  artery without  interruption  of  the  blood  flow,  and  a  cannula 
was  inserted  into  the  ureter.  The  excised  kidney  was  connected  to  a 
recirculation perfusion system, which was oxygenated with a 95% O2/ 5% 
CO2 mixture  and  placed  in  a  fluid  bath with  a  constant  temperature  of 
37.5°C.  
The  perfusion  fluid  had  the  following  composition  (in  mM  and 
obtained  from  Sigma‐Aldrich,  except  indicated  otherwise):  NaCl  112.0, 
KCL  5.2, CaCl2  2.0, MgCl2  1.0, NaHCO3  25, Na2HPO4  0.84, KH2PO4  0.28, 
glucose 5.0, urea 4.0, pluronic F108 25.0 g/L, glutathione 0.33, Myo‐inositol 
0.083,  cysteine  0.50,  glycine  2.3,  Na‐pyruvate  2.0,  Na‐acetate  1.22,  Na‐
propionate 0.21,  inosine 1.0, alanine 5.0, Na‐glutaminate 0.11, L‐glutamine 
acid 2.0, ascorbic acid 0.01, Na‐lactate 1.0, choline chloride 1.0 mg/L, insulin 
4  I.U./L,  aldosterone  2.0  μg/L,  anti‐diuretic  hormone  10  μg/L,  and 
angiotensin II 20.0 μg/L. To this solution 10 ml/L of 8.5% Travasol (Baxter, 
Clintech  Benelux  NV/SA,  Brussels),  a  mixture  of  15  amino  acids,  was 
added.  Subsequently,  rats were  sacrificed  by  exsanguination  and  the  left 
kidney  was  removed,  divided,  and  snap‐frozen  in  liquid  nitrogen  for 
quantitative  real‐time  polymerase  chain  reaction  and  Western  blotting. 
After perfusion for 30 min to stabilize the kidney, the perfusion fluid was 
replaced by fluid containing a final concentration of 525 nM rhodamine 123 
(Sigma‐Aldrich), and the experimental procedure was started.  
Urine  samples  were  collected  during  control  and  experimental 
periods  over  10  min  intervals.  Perfusate  samples  were  drawn  at  the 
midpoint  of  each  urine  collection  interval.  For  the  determination  of  the 
glomerular  filtration  rate  (GFR),  tetramethylrhodamine  isothiocyanate‐
dextran  (TRITC‐Dextran,  11.4  uM,  4,400  mol  wt,  Sigma‐Aldrich, 
Zwijndrecht, The Netherlands) was added the to the perfusion fluid 10 min 
after  the stabilization period. When appropriate,  the Abcb1/P‐gp  inhibitor 
PSC833  (0.8 μM, Novartis, Basel,  Switzerland) was  added  to  the  isolated 
perfused rat kidney at the start of the stabilization period, and remained in 
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the perfusion  fluid during  the experimental period. The concentrations of 
rhodamine  123  and  TRITC‐dextran  in  both  perfusate  and  urine  samples 
were  determined  directly  after  the  experiment  by means  of  fluorescence 
spectrophotometry  using  a  Perkin  Elmer  LS50B  (Perkin  Elmer, 
Beaconsfield, Buckinghamshire, UK) as described previously [11;16]. Renal 
proximal tubule function was determined by measurement of the fractional 
excretion  of  glucose,  using  the  GLUCO‐QUANT  kit  from  Boehringer 
(Mannheim, Germany). The formulas used to calculate GFR and rhodamine 
123 clearance are according to Cox et al. [14]. 
 
mRNA expression 
For  RNA  isolation,  frozen  kidneys  were  pulverized  using  a  Mikro‐
dismembrator  U  (Sartorius  B.  Braun  Biotech  Int., Melsungen,  Germany, 
2000 rpm for 30 sec) as described before [7]. Synthesized cDNA was used 
for  quantitative  real‐time  polymerase  chain  reaction  according  to  the 
TaqMan®  protocol  in  optical  tubes  using  the  ABI  PRISM  7700  single 
reporter  Sequence  Detection  System  (Applied  Biosystems,  Zwijndrecht, 
The Netherlands).  
Rat  Slc22a1,  Slc22a2,  Slc22a3  and  glyceraldehydes‐3‐phosphate 
dehydrogenase  (GAPDH)  were  amplified  with  a  predeveloped  Gene 
Expression  Assay,  provided  by  Applied  Biosystems  (Slc22a1; 
Rn00562250_m1,  Slc22a2;  Rn00580893_m1,  Slc22a3;  Rn00570264_m1  and 
GAPDH;  Rn99999916_s1).  All  experiments were  performed  in  triplicate. 
Treatment of rats with LPS does not affect GAPDH expression [7]. 
 
Protein expression 
Total  membrane  fractions  from  pulverized  kidneys  were  subjected  to 
Western  blotting  as described  previously  [17].  Protein  concentration was 
determined  with  the  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad  Laboratories, 
Hercules, CA) using bovine serum albumin as standard.  
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Samples  were  separated  on  a  12%  sodium  dodecylsulfate 
polyacrylamide  gel  and  transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose 
membrane  (Amersham,  Buckinghamshire,  UK).  The  membrane  was 
incubated overnight at 4°C with the primary antibodies against P‐gp (1:200, 
C219, DakoCytomation, Denmark), Oct1  (1:1000, Alpha Diagnostics,  San 
Antonio,  TX, USA), Oct2  (1:500, Alpha Diagnostics),  or  β‐actin  (1:10000, 
Sigma‐Aldrich,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  in  Tris‐buffered  saline 
supplemented with 0.1% Tween‐20 (TBS‐T) and 1% non‐fat dried milk. 
Subsequently,  the membranes were washed  three  times  in  TBS‐T, 
blocked  in TBS‐T containing 5% non‐fat dried milk, washed three times in 
TBS‐T again, and  incubated with affinity‐purified horseradish peroxidase‐
conjugated goat anti‐rabbit IgG (Sigma‐Aldrich) for Oct1 and Oct2 or goat 
anti‐mouse IgG (Sigma‐Aldrich) for P‐gp and β‐actin diluted 1:5000 in TBS‐
T for 1 hour at room temperature. The washing steps were repeated, after 
which  the membranes were visualized with enhanced chemiluminescence 
(Pierce Chemical, Rockford,  IL). For semiquantification,  the pixel  intensity 
of  the  bands  was  measured  using  Scion  Image  version  beta  4.02  for 
Windows (Scion Corporation, Frederick, MD). 
 
Data analysis 
Values are given as mean ± SEM.  (n=4‐6). Analysis was performed using 
GraphPad Prism® 4.03  for Windows  (Graphpad Software  Inc., San Diego, 
CA, USA) and SPSS (version 12.0.1 for Windows, Chicago, IL). Differences 
between the experimental groups were tested using one‐way ANOVA with 
Bonferroni’s  correction or  two‐way  repeated measurements ANOVA. For 
comparing t1/2 of rhodamine 123 in perfusate after dLPS and LPS treatment 
a  students’  t‐test was  used. A  two‐sided  P  value  <  0.05 was  considered 
significantly different. 
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Results 
 
Decreased rhodamine 123 excretion during endotoxemia 
We  recently showed  that administration of LPS  resulted  in an  increase  in 
iNOS  expression  in  renal  proximal  tubules,  significantly  elevated  NO 
metabolites  excretion  and  proximal  tubular  damage  [7].  In  the  present 
study, we also observed a diminished renal  tubular  function after LPS, as 
can  be  concluded  from  an  increased  renal  perfusion  pressure  and  an 
increased fractional excretion of glucose (Table 8.1.).  
 
Table 8.1. 
Functional parameters of the isolated perfused rat kidneys  
 Functional  
 parameter 
Control  dLPS LPS LPS + 
Amino 
Control +  
PSC 
LPS +  
PSC 
 GFR (μl/min)  375  ±  20  350  ±  35  330  ±  20   290 ±  15  430  ±  15  335  ±  20 
 Diuresis (μl/min)  18.7  ±  0.5  21.4  ±  1.8  20.8  ±  2.2     13.1  ±  0.4a,c 21.0  ±  1.6  21.5  ±  3.1 
 Fractional water  
 reabsorption (%) 
95.1  ±  0.2  94.0  ±  0.6  93.6  ±  0.7  95.0  ±  0.2  95.3  ±  0.2  93.3  ±  1.1 
 Renal perfusion  
 pressure (mmHg)f 
86.0  ±  1.8  80.9  ±  1.8   91.0  ±  2.6a 88.4  ±  0.8  82.7  ±  1.2  88.4  ±  1.9 
 Fractional glucose  
 excretion (%) 
n.d    1.83  ±  0.24  3.59  ±  0.3b    1.79  ±  0.20d   2.04  ±  0.15      4.3  ±  0.5c,e 
 n  4  4  6  6  4  6 
Data are expressed as mean ± SEM. of 4‐6 perfused kidney experiments over the period 45‐
125 min. Untreated  rats served as controls  for  this model. GFR: glomerular  filtration  rate. 
Kidneys  were  perfused  for  150  min  as  described  in  materials  and  methods.  n.d.  not 
determined.  fConstant  flow  during  the  experiments was  17.4  ±  0.4 mL/min.  Significantly 
different from dLPS (a; P<0.05, b; P<0.01) or LPS kidney (c; P<0.05, d; P<0.01), or control with 
PSC833 (e; P<0.01). 
 
Other  functional  parameters  were  not  significantly  altered.  This 
corroborates  our  previous  finding  that  co‐administration  of  LPS  and 
aminoguanidine  resulted  in  a  recovery  of proximal  tubular  function  and 
damage [7].  
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We  also  observed  a  decreased  diuresis  after  treatment  with 
aminoguanidine  (Table  8.1.),  which  may  be  a  compensation  of  the 
preceding  increase  in  urine  production  from  6  to  12  hours  after  LPS 
injection [7].  
The  renal  handling  of  rhodamine  123 was determined  in  isolated 
perfused  rat  kidneys  twelve  hours  after  LPS  with  or  without 
aminoguanidine, or dLPS treatment. Figure 8.1. shows that rhodamine 123 
was actively secreted, as  indicated by  the more  than 5  times higher  renal 
clearance  over GFR  (ClR/GFR=5.6  ±  0.3)  during  steady‐state  in  untreated 
rats.  
 
 
Figure  8.1.  Renal  rhodamine  123  excretion  as  a  function  of  time  in  isolated 
perfused rat kidneys. (A) Secretion of the fluorescent rhodamine 123 into the urine was 
measured after 12 hours in dLPS (□, n=4), LPS (■, n=6) or both LPS and aminoguanidine (●, 
n=6) treated rats. (B) Rhodamine 123 excretion was measured alone in untreated control rats 
(∆, n=4), and after the Abcb1/P‐gp inhibitor, PSC833, was added to the perfused kidneys of 
control  (,  n=4)  or LPS  (■, n=6)  rats. Urinary  excretion was  corrected  for GFR. Data  are 
expressed  as  mean  ±  SEM.  Significantly  different  from  dLPS  or  controls  (*:  P<0.05,  ***: 
P<0.001) or LPS + aminoguanidine (###: P<0.001).  
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We  previously  showed  that  Abcb1/P‐gp  is  up‐regulated  in  rats 
during  endotoxemia  [7],  therefore,  we  expected  to  find  an  increase  in 
rhodamine clearance after LPS. However, we found a 41 ± 9% decrease  in 
rhodamine 123 clearance 12 hours after LPS compared to dLPS treated rats 
(ClR/GFR  =  3.2  ±  0.2  versus ClR/GFR  =  5.3  ±  0.4;  Fig.  8.1.A,  P<0.001). The 
iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine,  reversed  this  decrease  in  transport, 
indicating a regulatory role for NO in renal rhodamine 123 clearance.  
To  investigate  the  possible  role  of Abcb1/P‐gp  in  rhodamine  123 
transport  during  endotoxemia  in  more  detail,  isolated  kidneys  were 
exposed  to  the Abcb1/P‐gp  inhibitor, PSC833.  In control  rats, Abcb1/P‐gp 
inhibition resulted  in a slight reduction of  the rhodamine 123 ClR/GFR by 
18 ± 6%  to 4.8 ± 0.2  (Fig. 8.1.B). During endotoxemia  the excretion of  the 
fluorescent  dye  decreased  by  49  ±  10%  (ClR/GFR  =  3.8  ±  0.3,  Fig.  8.1.B) 
compared  to  untreated  rats.  No  differences  in  renal  rhodamine  123 
clearances  were  observed  during  endotoxemia  with  or  without  PSC833 
treatment,  suggesting  a  minor  role  for  Abcb1/P‐gp.  Nevertheless,  renal 
tubular  function  decreased  even  more  when  PSC833  was  used  in  LPS 
treated  rats, as monitored by  the  increased  fractional excretion of glucose 
(Table 8.1., P<0.05). This indicates that Abcb1/P‐gp still fulfils a detoxifying 
role in the kidney.  
 
Decreased Oct expression during endotoxemia 
Rhodamine  123 was  cleared  very  rapidly  from  the perfusion medium  in 
dLPS  treated  rats  (Figure 8.2.), but a clear delay  in  the  initial decline was 
observed during endotoxemia (t½ after dLPS was 59.0 ± 4.5 min vs t½ 73.3 ± 
4.5 min after LPS; P<0.01). This suggests that the uptake of rhodamine 123 
in  renal  tubular cells was  reduced after LPS  rather  than  that  the efflux of 
the fluorescent compound was decreased. 
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Figure 8.2. Rhodamine 123 perfusate concentration as a function of time. Perfusate 
samples were drawn at the midpoint of each urine collection interval in dLPS (□, n=4), LPS 
(■, n=6) or both LPS and aminoguanidine (●, n=6) treated rats. Data are expressed as mean ± 
SEM.  Significantly  different  compared  to  dLPS  (*:  P<0.05)  or  LPS  together  with 
aminoguanidine (#: P<0.05). 
 
To  investigate  the effect of endotoxemia on  the  influx carriers, we 
determined  the  renal  mRNA  and  protein  levels  of  Slc22a1/Oct1, 
Slc22a2/Oct2, and Slc22a3/Oct3  in LPS‐treated rats sacrificed after 3, 6, 12, 
24 or 48 hours (n=6 for each experimental group). The relative expression of 
the  various  Octs  in  dLPS  rats  was  normalized  for  the  average  cycle 
threshold (CT) value for the housekeeping gene, GAPDH (CT = 16.78 ± 0.08, 
n=4)  and  set  to  1.  In  accordance  with  previous  reports  [13],  the  basal 
expressions  of  Slc22a1  and  Slc22a2  were  high  as  compared  to  Slc22a3 
(ΔCTSlc22a1 = 0.97 ± 0.01, ΔCTSlc22a2 = 1.00 ± 0.01, ΔCTSlc22a3 = 10.6 ± 0.4).  
Analysis  of  three  separate  experiments  revealed  an  almost  90% 
down‐regulation of Slc22a1 mRNA 6 hours after LPS, compared to controls, 
and  the  expression was  still  reduced  24  hours  later  (Fig.  8.3.A).  Slc22a2 
mRNA  was  already  down‐regulated  3  hours  after  LPS  and  was  still 
reduced 24 hours later (Fig. 8.3.B). In contrast, Slc22a3 gene expression was 
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not  affected  during  endotoxemia  (Fig.  8.3.C). We  recently  demonstrated 
that  at  6  and  12  hours  peak  expression  of  renal  drug‐transporters  was 
observed  during  endotoxemia  [7]  and,  therefore,  only  included  an 
aminoguanidine  group  at  these  time  points.  Co‐administration  with 
aminoguanidine did not alter the reduction in mRNA levels of Slc221a and 
Slc22a2  (Figs.  8.3.A  and  8.3.B), neither did  it  change  the basal  expression           
levels of Slc22a1 and Slc22a2 (data not shown). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8.3. Renal Oct mRNA expression. Gene expression of Slc22a1/Oct1 (A, ΔCT=0.97 
±  0.01),  Slc22a2/Oct2  (B,  ΔCT=1.00  ±    0.01),  and  Slc22a3/Oct3  (C,  ΔCT=10.62  ±  0.39) were 
determined  in rat kidney at different  time points after LPS with RQ‐PCR without  (dashed 
bars, n=6) or with  co‐administration of aminoguanidine  (Amino; grey bars, n=6). The Oct 
mRNA expression was normalized  for  the GAPDH CT value  (CT = 16.78   ± 0.08, n=4), and 
ΔCT  values  for  the dLPS were  set  to  1. Data  are  expressed  as mean  ±  SEM.  Significantly 
different compared to the dLPS (*: P<0.05; **: P<0.01; ***: P<0.001).  
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The decrease in mRNA was accompanied by a decrease in both Oct1 
and Oct2 protein expression in total membrane fractions 12 hours after LPS 
(Figs.8.4.A  +  8.4.B).  In  contrast  to  its  effects  on  Oct  genes  expression, 
aminoguanidine  attenuated  the  reduction  in  protein  expression  of  both 
transporters  12  hours  after  LPS  treatment  (Figs.  8.4.A  and  8.4.B).  In 
agreement with our previous  findings, Abcb1/P‐gp expression  is  strongly 
increased during endotoxemia, which is reversed by aminoguanidine (Fig. 
8.4.C).  
 
 
Figure 8.4. Renal Oct and P‐gp expression. Total membrane  fractions of  rat kidney 
were isolated and the expression of Slc22a1/Oct1 (A), and Slc22a2/Oct2 (B), Abcb1/P‐gp (C), 
was determined  by Western  blotting. Relative  pixel  intensities were determined  through 
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image analysis. Representative  images show  that protein expressions of both Slc22a1/Oct1 
and  Slc22a2/Oct2  were  down‐regulated  12  hours  after  LPS  treatment  (dashed  bars) 
compared to controls (dLPS, open bars), and aminoguanidine (Amino; grey bars) reversed 
this  reduction at  this  time point  (A+B). Maximal Abcb1/P‐gp protein  expression 12 hours 
after LPS, and co‐administration with aminoguanidine reversed this induction (C). Data are 
expressed as mean ± SEM  (n=4). Significantly different compared  to  the dLPS  (*: P<0.05;  **: 
P<0.01; ***: P<0.001) or LPS (#: P<0.05; ##: P<0.01; ###: P<0.001).  
 
 
Discussion 
 
The results of the present study indicate that during endotoxemia the influx 
carriers,  Oct1  and  Oct2,  are  down‐regulated,  a  process  that  may  be 
triggered by NO. Both mRNA and protein expression levels of Slc22a1/Oct1 
and  Slc22a2/Oct2 were  reduced  6  and  12  hours  after  LPS.  Twelve  hours 
after  LPS  administration,  we  found  a  diminished  plasma  clearance  of 
rhodamine 123  in addition  to a diminished renal excretion, supporting an 
important  contribution  of  the  organic  cation  influx  carriers.  Co‐
administration of aminoguanidine did not affect the reduced mRNA levels, 
but reversed protein levels and rhodamine 123 clearance to control values. 
In  agreement,  it  was  reported  earlier  that  aminoguanidine  specifically 
blocks  the  enzymatic  activity  of  iNOS  protein without  affecting  its  gene 
expression  levels  [7;18;19].  Our  present  findings  indicate  that  NO, 
produced  by  iNOS,  regulates  the  renal  cation  transporters  on  a  post‐
transcriptional level.  
A significant reduction  in rhodamine 123 clearance after endotoxin 
exposure  was  previously  reported  and  ascribed  to  a  decrease  in  renal 
Abcb1a  and  Abcb1b  expression  [20].  Our  findings  suggest  that  the  renal 
rhodamine  123  clearance  is predominantly determined  by  the  activity  of 
Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2 and not by Abcb1/P‐gp. Although Abcb1/P‐
gp  was  up‐regulated  during  endotoxemia  (present  study;  [7;21]),  the 
observation that in untreated rats inhibition of the efflux pump reduces the 
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rhodamine  123  clearance  only  by  15%,  corroborates  the  previously 
suggested  minor  role  for  Abcb1/P‐gp  in  the  renal  handling  of  the 
fluorescent marker [11;22].  
In  Oct1/2  double‐knockout  mice  it  was  shown  that  both  influx 
transporters are redundant and, together, essential for the renal secretion of 
(small) organic cations [23]. Polymorphisms in the human OCT1 and OCT2 
genes have  also been  shown  to  result  in  reduced drug  transport  activity 
[24;25]. LPS has been  reported  to modify  the pharmacokinetics and  renal 
handling  of  certain  antibiotics,  showing  increased  accumulation  of 
aminoglycosides in the kidney cortex and increased volume of distribution 
of cephalosporines [26‐28].  
Furthermore,  changes  in  the  expression  levels  of  renal  drug 
transporters  alter  the  pharmacokinetics  of  many  drugs  [29],  and  has 
implications in the prediction of overall drug disposition during sepsis. On 
the  one  hand,  reduced  renal  uptake  of  drugs may  result  in  a  decreased 
therapeutic  efficacy  of  drugs  that  have  their  desired  pharmacodynamic 
action  (or metabolic  activation)  in  the  kidney  and  urinary  tract. On  the 
other hand,  reduced  renal uptake  of drugs  could  be  beneficial  for drugs 
that have adverse effects  in  the kidney. A  reduction  in  tubular uptake  in 
combination with an increased functional expression of efflux pumps (this 
study and [7]), may protect the proximal tubule cells for the accumulation 
of (harmful) waste products or stress factors released during inflammatory 
processes,  eg.  prostaglandine  E2  and  F2a  [12]  or  cytokines  [30],  and may 
attenuate  further  proximal  tubular  damage.  Indeed,  we  observed  a 
decrease in tubular function after LPS when Abcb1/P‐gp was inhibited with 
PSC833.  
In our endotoxemia model, the pathological alterations in proximal 
tubules may directly contribute to the reduction in the reabsorption ability 
of  the proximal  tubules  [7;31]. However, we can not exclude  the possible 
role  of  NO  in  the  modifications  of  tubular  transporters  during 
endotoxemia, as was recently reported for glucose transporters resulting in 
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increased  fractional glucose  excretion  [32].  In addition,  the mechanism of 
action of aminoguanidine is probably mainly local [7] explaining the effect 
on  the  fractional glucose excretion, a process carried out by  the proximal 
tubules.  
Other  experimental  models  of  renal  injury,  like  partial 
nephrectomy [33] and advanced diabetes [34], also showed a reduction  in 
Oct  expression.  In  addition,  treatment with  aminoguanidine  restored  the 
reduced expression of both Slc22a2/Oct2 and Slc22a3/Oct3 and normalized 
renal organic cation clearance in diabetic animals [34].  
The exact mechanism by which Oct expression  is reduced during 
endotoxemia  or  renal  injury  is  unclear.  In  vitro  studies  showed  that,  on 
short‐term,  Oct1‐mediated  transport was  stimulated  by  PKC,  PKA,  and 
endogenous  tyrosine  kinase  [35],  but  inhibited  by  cGMP  via  a  cGMP‐
binding  protein  [36].  Because  activation  of  iNOS,  and  subsequent  NO 
release, result in an increase in cGMP production, the latter pathway might 
be involved in the regulation of both Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2 during 
endotoxemia  in  vivo.  This  suggests  that  the  signalling molecule,  cGMP, 
regulates Oct’s on  longer‐term as well, which  is comparable with  its dual 
regulatory  effect  on  the  expression  of  the  organic  anion  efflux  pump, 
multidrug resistance protein 2 [37] Additional experiments with suitable in 
vitro  models  are  needed  to  elucidate  further  the  signalling  pathways 
involved in Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2 regulation during endotoxemia.  
The  expression  and  function  of OCTs was  reported  to be  gender, 
species  and  tissue  specific.  The  regulation  of  human  OCT1  is  clearly 
different  from  the  rat  isoform,  although  in  both  species  production  of 
cGMP  results  in a  reduction  in  transporter activity  [38]. Furthermore,  the 
expression of Slc22a2/Oct2 is higher in males than in females and regulated 
by androgens [39], whereas Oct1 expression is equal in both sexes [13].  
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In agreement with others [40;41], we found that exposure to LPS resulted in 
a down‐regulation of Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2  in  the  liver  (data not 
shown), however, co‐administration of aminoguanidine was without effect 
suggesting that NO is not involved in hepatic Oct regulation.  
We  cannot  rule  out  the  involvement  of  other  organic  cation 
transporters in the renal handling of rhodamine 123, such as Slc22a3/Oct3, 
the OCTN’s, or the recently discovered MATE1 and MATE‐2K [2]. The low 
gene  expression  of  Slc22a3  suggests  that  this  transporter  does  not 
contribute to renal organic cation handling, as reported previously ([13;34]. 
Furthermore, we do not expect OCTN1 to be involved as this transporter is 
only of minor importance in organic cation flux [4]. The remaining carriers, 
OCTN2,  MATE1  and  MATE‐2  are  all  three  expressed  in  the  luminal 
membrane of kidney proximal  tubules and  facilitate  the efflux of organic 
cations, however,  it  is yet unknown whether rhodamine 123  is a substrate 
for these transporters. 
In  conclusion,  LPS  functionally  down‐regulates  Slc22a1/Oct1  and 
Slc22a2/Oct2  in  the kidney. The  transporters are  likely  to be under direct 
influence of NO produced by  iNOS, as  co‐administration of  the  selective 
iNOS‐inhibitor,  aminoguanidine,  attenuated  the  LPS‐induced  effects  on 
their expression.  
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Abstract  
 
Recently, we  found  that NO,  produced  by  renal  inducible NO  synthase 
(iNOS), is involved in the up‐regulation of the ATP‐dependent drug efflux 
pump P‐glycoprotein  (Abcb1/P‐gp)  in  the  kidney during  endotoxemia  in 
rats. Here, we  investigated  the NO‐dependency  of  this  up‐regulation  of 
Abcb1/P‐gp  after  exposure  of  spontaneously  immortalized  rat  kidney 
proximal tubular (GERP) cells to different inflammatory mediators. 
In accordance with our previous  in vivo endotoxemia study, Abcb1 mRNA 
and  P‐gp  protein  expression  were  up‐regulated  6  and  24  hours, 
respectively,  after  exposure  to  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α)  in  the 
presence and absence of lipopolysaccharide (LPS). LPS alone did not affect 
P‐gp  expression. Abcb1/P‐gp  efflux  activity,  determined with  the  calcein 
accumulation  assay,  increased  to  141  ±  15%  compared  to  control  after  24 
hours  exposure  to  LPS  and  TNF‐α.  iNOS  expression was  induced  after 
exposure to LPS alone or LPS and TNF‐α. In contrast, TNF‐α alone did not 
affect  iNOS  expression. Neither  sodium nitroprusside, an NO donor, nor 
an  NO‐scavenger  did  significantly  affect  Abcb1/P‐gp  activity.  The  up‐
regulation of Abcb1/P‐gp activity by TNF‐α was attenuated after 24 hours 
exposure  to  a  blocker  of  nuclear  factor  kappaB  (NFκB)  and  there was  a 
trend  towards attenuation after exposure  to an antibody against  toll‐like‐
receptor 4.  
In conclusion,  the up‐regulation of Abcb1/P‐gp expression and activity by 
TNF‐α in the GERP cells is predominantly independent of NO and largely 
results from nuclear translocation of NFκB.  
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Introduction  
 
P‐glycoprotein  (Abcb1/P‐gp)  is  a  member  of  the  ATP  binding  cassette 
(ABC) superfamily and is able to transport a broad range of uncharged and 
cationic  compounds.  The  apical  localization  of  Abcb1/P‐gp  in  renal 
proximal  tubule  epithelial  cells  is  consistent  with  its  importance  in 
excretory transport into urine [1]. In agreement with the detoxifying role of 
Abcb1/P‐gp,  we  recently  found  an  up‐regulation  of  Abcb1/P‐gp  in  rat 
kidney  during  endotoxemia  [2]  and  in  mouse  kidney  after  ischemic 
reperfusion  injury [3]. Abcb1/P‐gp  is  likely  to be regulated by nitric oxide 
(NO)  produced  by  renal  inducible  NO‐synthase  (iNOS),  as  co‐
administration  of  an  iNOS‐inhibitor  attenuated  the  endotoxin‐induced 
effects on  its  expression  in  rats  [2]. An up‐regulation of  important  efflux 
pumps,  like  Abcb1/P‐gp,  may  diminish  the  accumulation  of  toxic 
compounds and serves a protective function in acute kidney injury. 
    Using killifish renal proximal tubules, we found previously that NO 
has  a  regulatory  role  in  the  transport  activity  of  multidrug  resistance 
protein 2 (Abcc2/Mrp2) via an  intracellular signaling pathway  in response 
to  the  action  of  several  nephrotoxic  chemicals  in  vitro  [4].  This  pathway 
involved  at  least  endothelin  (ET)  release,  binding  to  the  basolateral  ETB 
receptor, and activation of NOS, soluble guanylyl cyclase (sGC) and protein 
kinase C (PKC) [5]. A similar regulatory pathway was found for Abcb1/P‐
gp in rat brain capillaries [6], where it was recently shown to be correlated 
with an  innate  immune response [7;8]. The  inflammatory mediator, tumor 
necrosis  factor  –  alpha  (TNF‐α)  signalled  through  the  TNF‐receptor  1 
(TNFR1)  to  increase  Abcb1/P‐gp  expression  and  transport  activity  by 
triggering  the ET‐NOS‐PKC pathway  finally  activating  the nuclear  factor 
kappaB, NF‐κB [7].  
    As NF‐κB was  previously  shown  to  be  involved  in  P‐gp  increase 
during  renal  toxicity  [2;3;9],  we  hypothesized  that  the  same  signaling 
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pathway  is responsible  for  the up‐regulation of Abcb1/P‐gp  in  the kidney 
during endotoxemia and that NO  is the central player  in the field. To  test 
this  hypothesis,  we  used  a  spontaneously  immortalized  rat  kidney 
proximal  tubular  cell  line  (GERP  cells)  and  determined  Abcb1/P‐gp 
expression  and  activity  after  treating  cells  with  endotoxin 
(lipopolysaccharide;  LPS)  or  the  most  important  pro‐inflammatory 
cytokine,  TNF‐α.  Our  findings  indicate  that  upon  exposure  to  TNF‐α 
Abcb1/P‐gp activity  in  renal proximal  tubule cells  is  increased by nuclear 
translocation of NF‐κB, a pathway that seems independent of NO.  
 
 
Materials and methods 
 
Chemicals 
Dulbecco’s  modified  eagle’s  medium  (DMEM),  Hanks’  balanced  salt 
solution  (HBSS),  insulin‐transferrin‐selenium,  and  TRIzol  reagent  were 
from  Invitrogen  Life  Sciences  (Breda,  The Netherlands),  fetal  calf  serum 
from  MP  Biomedicals  (Asse‐Relegum,  Belgium),  4‐(2‐hydroxyethyl)‐1‐
piperazine  ethanesulfonic  acid  (Hepes)  from  Roche  diagnostics  (Almere, 
the Netherlands), calcein‐acetoxymethylester (calcein‐AM) from Molecular 
Probes  (Eugene,  OR),  bisindolylmaleimide  (BIM,  Bruschwig  chemie, 
Amsterdam,  the  Netherlands),  H398  from  Alexis  (Lausen,  Switzerland), 
anti‐human Toll‐like receptor  (TLR)4 CD284/MD complex  from Biolegend 
(San Diego, USA), and 1H‐[1,2,4]oxadiazolo[4,3,‐a]quinoxalin‐1‐one (ODQ) 
and SN50 from Calbiochem (Nottingham, U.K.). 
The  Abcb1/P‐gp  inhibitor,  PSC‐833,  was  a  gift  from  Novartis  Pharma 
(Valspodar,  Arnhem,  The  Netherlands).  All  other  chemicals  were  of 
analytical  grade  and  purchased  from  Sigma‐Aldrich  (Zwijndrecht,  The 
Netherlands) or Merck (Darmstadt, Germany).  
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Cell culture and analysis of Abcb1/P‐gp transport activity 
The  spontaneously  immortalized  epithelial  cell  line  isolated  from  the  rat 
kidney proximal  tubule (GERP cells) was a kind gift of  the department of 
Veterinary Pharmacology, Pharmacy  and Toxicology of  the University of 
Utrecht,  The Netherlands.  These  cells  (passages  53‐69) were  cultured  in 
collagen  coated  culture  flasks  in DMEM  supplemented with 5%  fetal calf 
serum  and  1%  insulin‐transferrin‐selenium. We  previously demonstrated 
Abcb1/P‐gp  activity  in  these  cells  that  was  highest  just  after  reaching 
confluency and decreased with culturing  time  [10]. Cells were plated at a 
density of 60.000 cells/well for 3 days and 50.000 cells/well for 4 days  in a 
24‐well plate. 
Culture medium was replaced for medium supplemented with the 
tested  compounds:  lipopolysaccharide  (10‐100  μg/ml  LPS,  Escherichia  coli 
0127:B8), or TNF‐α  (1‐100 ng/ml), or  the NO‐donor  sodium nitroprusside 
(0.1‐0.5 mM SNP), or  to  a  combination of LPS and TNF‐α. with  the NO‐
scavenger  2‐Phenyl‐4,4,5,5‐tetramethylimidazoline‐1‐oxyl  3‐oxide  (0.01‐0.5 
mM PTIO). The  concentration TNF‐α  relates  to plasma  levels  that  can be 
reached  in patients with septic conditions [11]. Cells were also exposed to 
TNF‐α  in  combination  with  an  inhibitor  of  sGC,  ODQ,  (0.01  mM),  an 
inhibitor of PKC, BIM, (100 nM), an  inhibitor of TNFR1, H398, (10 μg/ml), 
the anti‐human TLR4, CD284)/MD complex, (5 ng/ml), the selective I kappa 
B  kinase  (IKK)β  inhibitor,  IMD‐0354,  (0.01‐0.05  mM),  and  the  peptide 
inhibitor for NF‐κB nuclear translocation SN50 (10‐22 μM), or an  inhibitor 
of protein synthesis, cycloheximide, (25‐50 μg/ml).  
  After  treatment,  the  transport  activity  of  Abcb1/P‐gp  was 
determined with the calcein accumulation assay, which can be used for the 
screening  of  compounds  for  their  interaction  with  Abcb1/P‐gp  [12],  as 
previously described [10].  
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The  activity  was  determined  by  calculating  the  ratio  of  cellular 
accumulation  of  fluorescent  calcein  in  the  presence  and  absence  of  the 
Abcb1/P‐gp inhibitor, PSC 833, and control cells were set to 100%. 
 
Determination of mRNA expression 
Cells were exposed to medium (control), LPS, TNF‐α or to a combination of 
LPS  and  TNF‐α  for  different  time  points  (2,  6,  24  hours)  and  were, 
subsequently,  harvested  for RNA  isolation  (for  5 min  at  1300  g  at  room 
temperature).  Cell  pellets  were  transferred  in  ice  cold  TRIzol  reagent 
(Invitrogen, Breda,  the Netherlands)  and RNA was  isolated  as described 
previously [13].  
Quantitative  Real  Time‐PCR  (RQ‐PCR)  on  cDNA was  performed 
according  to  the TaqMan® protocol  in  optical  tubes using  either  the ABI 
PRISM  7700  single  reporter  Sequence  Detection  System  (n=6,  Applied 
Biosystems,  Zwijndrecht,  The  Netherlands)  or  the  ABI  PRISM  7900HT 
Gene Expression Micro Fluidic Card Sequence Detection System (3 pooled 
samples  from  9  different  rats,  Applied  Biosystems)  according  to  the 
manufacturer’s  instructions. All experiments were performed  in  triplicate. 
Different  rat  genes  (GAPDH:  (Rn99999916_S1), Abcb1b:  (Rn00561753_m1), 
NOSII:  (Rn00561646_m1),  NF‐κb1:  (Rn0139583_m1)  or  Ednrb/endothelin 
receptor  B:  Rn00569139_m1)  were  amplified  with  a  predeveloped  Gene 
Expression Assay, provided by Applied Biosystems.  
For the analysis of TNF‐α receptor 1 (TNFR1), TNFR2, and toll‐like 
receptor‐4 (TLR4) mRNA expression in GERP cells exposed for 24 hours to 
TNF‐α,  PCR  amplification  was  performed  as  previously  described  [14]. 
Gene‐specific  primers  were  purchased  from  Biolegio  (Nijmegen,  The 
Netherlands):  rat  TNFR1  (M63122;  nt.983‐1382),  forward  primer: 
gggattcagctcctgtcaaa,  reversed  primer  (atgaactccttccagcgtgt;  (M63122, 
nt.704‐1902)  forward  primer:  tcccctgtaaggagaaacagaa,  reversed  primer: 
gctttttctccacaatcacctc  [15].  Rat  TNFR2:  (AF498039,nt.  579‐1034),  forward 
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primer:  gttctctgacaccacatcatcc,  reversed  primer:  gtcaataggtgctgctgttcaa; 
(AF498039,nt.541‐1242),  forward primer:  aatggaaacgtgatatgcagtg,  reversed 
primer:gctacagacgttcacgatgc  [15].  Rat  TLR4:  (NM_019178,  nt.2418‐2546), 
forward  primer:  gagccggaaagttattgtgg,  reversed  primer: 
agcaaggacttctccactttct [16]. Rat β‐actin: forward primer: ctatgagctgctgacggtc, 
reversed primer: agtttcatggatgccacagg [14]. The expected PCR products are: 
TNFR1‐primer  set 1: 400 bp, TNFR1‐primer  set 2: 1199bp, TNFR2‐primer 
set 1: 456 bp, TNFR2‐primer set 2: 702 bp, TLR4: 129 bp. MilliQ was used as 
a  negative  control. The  expression  of  the  housekeeping  gene  β‐actin was 
performed as a control for the performed PCR reaction. 
 
Western blotting 
Cells were  harvested  after  exposure  to different  inflammatory mediators 
and lysed with 0.1% Triton X‐100 supplemented with protease inhibitors (1 
mM PMSF, 10 μM E64, 1 μg/ml pepstatin, 5 μg/ml  leupeptin and 1 μg/ml 
aprotinin) during 30 min on ice. The amount of protein in cell lysates was 
determined  with  the  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad  Laboratories, 
Hercules, CA) using bovine serum albumin as standard and samples were 
subjected to Western blotting as described previously [17]. 
Samples  were  separated  on  a  6%  sodium  dodecylsulfate 
polyacrylamide  gel  and  transferred  to  Hybond‐C  pure  nitrocellulose 
membrane  (Amersham,  Buckinghamshire,  UK).  The  membrane  was 
incubated  overnight  at  4°C  with  the  primary  antibodies    against  iNOS 
(1:1000,  according  to  [18]),  ABCB1/P‐gp  (1:200,  C219,  DakoCytomation, 
Denmark),  or  β‐actin  (1:10000,  Sigma‐Aldrich)  in  Tris‐buffered  saline 
supplemented  with  0.1%  Tween‐20  (TBS‐T)  and  1%  non‐fat  dried  milk 
(NFDM).  
Subsequently,  the membranes were washed  three  times  in  TBS‐T, 
blocked in TBS‐T containing 5% NFDM, washed three times in TBS‐T again, 
and  incubated  with  affinity‐purified  horseradish  peroxidase‐conjugated 
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goat  anti‐rabbit  IgG  (Sigma‐Aldrich)  for  iNOS  or  goat  anti‐mouse  IgG 
(Sigma‐Aldrich) for P‐gp and β‐actin diluted 1:5000 in TBS‐T for 1 hour at 
room  temperature.  The  washing  steps  were  repeated,  after  which  the 
membranes  were  visualized  with  enhanced  chemiluminescence  (Pierce 
Chemical, Rockford, IL). 
 
Data analysis 
Values are given as mean ± SEM. Analysis was performed using GraphPad 
Prism® 4.03  for Windows  (Graphpad Software  Inc., San Diego, CA, USA) 
and SPSS  (version 12.0.1  for Windows, Chicago,  IL). Differences between 
the  experimental  groups  were  tested  using  one‐way  ANOVA  with 
Bonferroni’s  correction  or  two‐way  repeated measurements  ANOVA.  A 
two‐sided P value <0.05 was considered significantly different. 
 
 
Results  
 
Effect  of  inflammatory  mediators  on  Abcb1/P‐gp  expression  and 
activity 
Treatment of the GERP cells with 10 μg/ml LPS for 24 hours resulted in an 
increase  in  Abcb1/P‐gp  activity  (Figs.  9.1.A  and  9.1.C,  P<0.05).  After 
exposing  GERP  cells  for  24  hours  to  a  range  of  1‐100  ng/ml  TNF‐α 
significantly higher Abcb1/P‐gp activity was found with 10 and 100 ng/ml 
compared to control cells (Fig. 9.1.B). A combination of TNF‐α and LPS did 
not result in a further increase in Abcb1/P‐gp acitivity (Fig. 9.1.C). 
 
 
Figure 9.1. Abcb1/P‐gp activity and expression after exposure  to TNF‐α and/or 
LPS  in GERP  cells.  (A‐C)  Abcb1/P‐gp  transport  activity  in  GERP  cells  compared  to 
control cells, after exposure to different concentrations of TNF‐α (A, n=4‐6) or LPS (B, n=4) 
for 24 hours. (C) Optimal concentrations of both sepsis mediators were used for exposure to 
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GERP  cells  for  24  hours  (n=12).  Abcb1/P‐gp  activity  was  determined  using  the  calcein 
accumulation assay. (D) Abcb1b expression in GERP cells (controls; open bars) after exposure 
to either 10 μg/ml LPS (closed bars), 10 ng/ml TNF‐α (striped bars) or both 10 μg/ml LPS and 
10 ng/ml TNF‐α (chequered bars) for 2, 6 or 24 hours (n=4). mRNA levels were determined 
with RQ‐PCR and expression was normalized for the GAPDH CT value (15.9 ± 1.0). Data are 
expressed  as mean  ±  SEM.  Significantly  different  compared  to  control  cells  (*:  P<0.05,**; 
P<0.01,  ***: P<0.001).  (E) P‐gp protein expression  in GERP cells  (control;  lanes 1, 2, 7 and 8) 
after exposure to either 10 μg/ml LPS (lanes 3 and 4), 10 ng/ml TNF‐α (lanes 5 and 6) or to 
both  10  μg/ml  LPS  and  10  ng/ml  TNF‐α  (lanes  9  and  10)  for  24  hours.  Total  cell  lysate 
fractions  of  GERP  cells were  used  and  expression  of  P‐gp was  determined  by Western 
blotting (n=4).  
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As 10 ng/ml is a clinically relevant concentration [11] and a 10‐fold greater 
TNF‐α concentration did not further increase Abcb1/P‐gp activity, we used 
a concentration of 10 ng/ml for additional experiments.  
RQ‐PCR was used to determine the Abcb1/P‐gp mRNA levels in the 
GERP  cells.  In  rodents,  two  genes  (Abcb1a  and Abcb1b)  encode  for  P‐gp, 
however, during endotoxemia only Abcb1b was  found  to be differentially 
expressed  [2].  The  relative  expression  of  Abcb1b  in  control  cells  was 
normalized for the average cycle threshold (CT) value for the housekeeping 
gene, GAPDH  (CT  =  15.9  ±  1.0)  and  set  to  1. An up‐regulation  in Abcb1b 
expression was found after exposure to TNF‐α or a combination of TNF‐α 
and  LPS  (Fig.  9.1.D),  which  was  accompanied  by  an  increase  in  P‐gp 
protein expression (Fig. 9.1.E). LPS alone had no effect on either Abcb1b or 
P‐gp expression (Figs. 9.1.D and 9.1.E). 
 
 
Figure 9.2. Expression of iNOS and effect of NO on Abcb1/ P‐gp activity in GERP cells. 
(A) NOSII expression  in GERP cells after exposure to either 10 μg/ml LPS (closed bars), 10 
ng/ml TNF‐α (striped bars) or both 10 μg/ml LPS and 10 ng/ml TNF‐α (chequered bars) for 
2,  6 or  24 hours  (n=4). mRNA  levels were determined with RQ‐PCR  and  expression was 
normalized  for  the GAPDH CT value.  (B)  iNOS protein expression  in GERP cells  (control; 
lanes 1 and 2) after exposure to either 10 μg/ml LPS (lanes 3 and 4), 10 ng/ml TNF‐α (lanes 5 
and 6) or both 10 μg/ml LPS and 10 ng/ml TNF‐α (lanes 7 and 8) for 6 hours. (C) Abcb1/P‐gp 
transport activity in GERP cells, compared to control cells, after exposure to 100 or 500 μM 
SNP for 6 hours or for 1 hour with a subsequent recovery period of 5 hours (n=4). (D) P‐gp 
protein  expression  in GERP  cells  (control;  lanes  1  and  2)  after  exposure  to  100  μM  SNP 
(lanes 3 and 4) for 1 hour with 5 hours recovery. (E) Abcb1/P‐gp transport activity in GERP 
cells, compared to control cells, after exposure to 10 ng/ml TNF‐α or both 10 μg/ml LPS and 
10 ng/ml TNF‐α in combination with 50 or 10 μM of the NO‐scavenger PTIO, respectively, 
for 24 hours (n=3‐5). Data are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to 
the control cells (*: P<0.05; **: P<0.01; ***: P<0.001). Total cell fractions of GERP cells were used 
and expression of iNOS or P‐gp was determined by Western blotting (n=4). 
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Abcb1/P‐gp expression and activity largely independent of NO 
We previously suggested that Abcb1/P‐gp  is  likely to be regulated by NO 
produced by  iNOS,  as  co‐administration of  aminoguanidine  reversed  the 
induction  in  iNOS,  reduced  renal damage  and attenuated  the  endotoxin‐
induced effects on its expression in rats [2]. In agreement, a 200‐ and 350–
fold induction in NOSII/iNOS mRNA was found after exposure for 6 hours 
to  LPS  or  a  combination  of  LPS  and  TNF‐α,  respectively  (Fig.  9.2.A, 
P<0.001). In cells exposed for 24 hours to both LPS and TNF‐α, NOSII levels 
were still elevated compared to control cells (Fig. 9.2.A, P<0.01).  
Consistent with  this, Western blots of cells exposed  for 6 hours  to 
LPS or the combination of LPS and TNF‐α, showed a small (Fig. 9.2.B, lanes 
3  and  4)  and  substantial  (Fig.  9.2.B,  lanes  7  and  8)  increase  in  iNOS 
expression.  After  24  hours  of  exposure,  iNOS  protein  was  only  still 
elevated  in cells exposed  to  the combination of LPS and TNF‐α  (data not 
shown). Remarkably, exposure to TNF‐α alone did not result in an increase 
in iNOS protein expression (Fig. 9.2.B). 
To determine the NO‐dependency of the up‐regulation of Abcb1/P‐
gp, GERP cells were exposed to the NO donor SNP. Although there was a 
trend, no  significant  increase  in Abcb1/P‐gp  efflux  activity was  observed 
for SNP after 1 hour exposure and 5 hours recovery (Fig. 9.2.C). Prolonged 
exposure  times  to  SNP  resulted  in  cytotoxicity  (data  not  shown).  In 
addition, a trend towards a decrease (NS) in Abcb1/P‐gp efflux activity was 
observed after exposure to both LPS and TNF‐α and co‐treatment with the 
NO‐scavenger,  PTIO  (Fig.  9.2.E).  Furthermore,  there  was  no  significant 
attenuation of up‐regulation of Abcb1/P‐gp activity after exposure to TNF‐
α alone. These  findings  indicate  that Abcb1/P‐gp  signaling  seems  largely 
NO‐independent after exposure to TNF‐α.  
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Regulation of Abcb1/P‐gp activity by TNF‐α 
Effects  of NO  are  often mediated down‐stream  by  the  activation  of  sGC 
and/or PKC,  therefore, we  investigated  the  effects of a NO‐sensitive  sGC 
(ODQ,  Fig.  9.3.A),  and  an  inhibitor  of  PKC  (BIM,  Fig.  9.3.B).  Both 
substances  could not  reverse  the up‐regulation of Abcb1/P‐gp activity by 
TNF‐α, suggesting  that a different pathway mediates Abcb1/P‐gp activity 
in GERP cells and/or that the NO‐sGC‐PKC pathway is not activated in our 
cell line. Additional experiments were focused on defining the mechanism 
through  which  TNF‐α  increased  Abcb1/P‐gp  expression  and  specific 
transport activity.  
 
Figure 9.3. Lack of involvement of cGMP and PKC in Abcb1/P‐gp regulation. (A) 
Abcb1/P‐gp transport activity in GERP cells, compared to control cells, after exposure to 10 
ng/ml TNF‐α in combination with 10 μM of the sGC inhibitor ODQ for 24 hours (n=3‐6). (B) 
Abcb1/P‐gp transport activity in GERP cells, compared to control cells, after exposure to 10 
ng/ml TNF‐α in combination with 100 nM of the PKC inhibitor BIM for 24 hours (n=3). Data 
are expressed as mean ± SEM. Significantly different compared to the control cells (*: P<0.05; 
***: P<0.001). 
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 9 
242 
 
 
 
 
 
 
Figure  9.4.  shows  that  inhibiting  protein  synthesis  with 
cycloheximide abolished  the  increase  in Abcb1/P‐gp activity caused by 24 
hours exposure to TNF‐α suggesting that TNF‐α is capable of inducing de 
novo P‐gp synthesis.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  9.4.  Role  of  de  novo  protein  synthesis  in  modulation  of  Abcb1/P‐gp 
activity  in GERP  cells  (A) Abcb1/P‐gp  transport  activity  in GERP  cells,  compared  to 
control cells, after exposure to 10 ng/ml TNF‐α in combination with 50 μg/ml of the inhibitor 
of protein synthesis, cycloheximide, for 24 hours (n=3). Data are expressed as mean ± SEM. 
Significantly different compared to control (**: P<0.01). 
 
LPS  signals  through  toll‐like  receptor‐4  (TLR‐4)  and  TNF‐α 
mediates its effect by binding to two different receptors; TNFR1 (p55) and 
TNFR2  (p75), which are known  to be expressed  in  the kidney  [19;20]. We 
analyzed  the  expression  of  TNFR1,  TNFR2  and  TLR4 mRNA  in  control 
GERP  cells  and  after  exposure  to TNF‐α using PCR.  Figure  9.5.A  shows 
that TNFR1 and TLR4 are expressed in the GERP cell line, whereas TNFR2 
expression  could  not  be  detected.  To  confirm  the  results  of  the  PCR 
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analysis, we used inhibitors of and/or antibodies against TNFR1 and TLR4 
and determined Abcb1/P‐gp activity. To address the possible role of TNFR1 
in  the TNF‐α  signaling pathway, GERP cells were exposed  to  the TNFR1 
inhibiting  antibody,  H398.  This  compound  could  not  prevent  the  up‐
regulation  of Abcb1/P‐gp  by  TNF‐α,  suggesting  that  although  TNFR1  is 
expressed  in GERP cells  it may not be  involved  in Abcb1/P‐gp regulation 
(Fig. 9.5.B).  In addition,  the  role of TLR4  in  the  regulation of Abcb1/P‐gp 
activity was further investigated by exposing the GERP cells to an antibody 
against  human  TLR4  for  24  hours.  There  was  a  trend  towards  an 
attenuation  in Abcb1/P‐gp  activity  after  the  combination  of  TNF‐α with 
anti‐TLR4,  suggesting  a  possible  involvement  of  TLR4  in  Abcb1/P‐gp 
regulation (Fig. 9.5.C).  
Since  the  transcription  factor NF‐κB  is  the downstream effector of 
TNF‐α  signalling  in brain  capillaries  [7], we wondered whether  the  same 
holds  true  for  the  regulation  of  Abcb1/P‐gp  activity  by  TNF‐α in  this 
proximal tubular cell line. NF‐κB mRNA expression was analyzed in GERP 
cells after exposure  to either TNF‐α or both LPS and TNF‐α  for 24 hours 
using  RQ‐PCR.  Figure  9.6.A  shows  a  significant  induction  in  NF‐κB 
expression after exposure to the inflammatory parameters, with the highest 
induction for treatment with TNF‐α alone (P<0.001).  
To  confirm  the  results  of  the  RQ‐PCR  analysis, GERP  cells were 
exposed  for  24  hours  to  an  antibody  against  and  an  inhibitor  of NF‐κB 
activation  through  IKKκ.  Exposure  of  the  cells  to  the  selective  IKKκ 
inhibitor,  IMD‐0354, alone gave a significant up‐regulation of Abcb1/P‐gp 
activity  compared  to  control  cells  (Fig.  9.6.B,  P<0.01).  Similarly,  the 
combination of TNF‐α with IMD‐0354 gave significantly induced Abcb1/P‐
gp  activity  compared  to  TNF‐α  alone  (P<0.01),  indicating  that  IMD‐0354 
itself might have an effect on Abcb1/P‐gp. In addition, the effect of SN50, a 
cell‐permeable  inhibitor  peptide  that  interferes  with  NF‐κB  nuclear 
translocation, was evaluated. Exposing the cells to the combination of SN50 
and TNF‐α slightly reversed the increase in Abcb1/P‐gp activity upon TNF‐
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α  treatment  (Fig. 9.6.C, NS). This  indicates  that NF‐βB may play a role  in 
the up‐regulation of Abcb1/P‐gp activity by TNF‐α. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  9.5.  Role  of  TNF  receptors  and  toll‐like  receptor  4  in  modulation  of 
Abcb1/P‐gp  activity  in GERP  cells.  (A) TNFR1, TNFR2  and TLR4 mRNA  expression 
was analyzed in GERP cells (control; lane 1 and 2) exposed for 24 hours to TNF‐α (lanes 3 
and 4) using PCR. For TNFR1 and TNFR2  two different primer  sets were used,  for TLR4 
only  one  primer  set  was  used.  MilliQ  (MQ)  was  used  as  a  negative  control.  For  both 
experiments the expression of the housekeeping gene β‐actin was performed as a control for 
the performed PCR reaction. (B) Abcb1/P‐gp transport activity  in GERP cells, compared to 
control cells, after exposure to 10 ng/ml TNF‐α in combination with 10 mg/ml of the TNFR1 
inhibitor H398 for 24 hours (n=3). (C) Abcb1/P‐gp transport activity in GERP cells, compared 
to  control  cells,  after  exposure  to  10  ng/ml  TNF‐α in  combination  with  5  ng/ml  of  the 
antibody  against  human  TLR4  for  24  hours  (n=3).  Data  are  expressed  as mean  ±  SEM. 
Significantly different compared to the control cells (*: P<0.05; **: P<0.01; ***: P<0.001). 
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Figure 9.6. Role of NF‐κB  in modulation of Abcb1/P‐gp activity  in GERP cells. 
(A) NF‐κB mRNA expression in GERP cells after exposure to either 10 ng/ml TNF‐α or both 
10 μg/ml LPS and 10 ng/ml TNF‐α for 24 hours (n=3). mRNA levels were determined with 
RQ‐PCR and expression was normalized for the GAPDH CT value (15.9 ± 1.0). Abcb1/P‐gp 
transport activity in GERP cells, compared to control cells, after exposure to 10 ng/ml TNF‐α 
in combination with 5 μM of the selective IKKβ inhibitor IMD‐0354 (B, n=4). (C) Abcb1/P‐gp 
transport activity in GERP cells, compared to control cells, after exposure to 10 ng/ml TNF‐α 
in combination with 18 μM  (n=6) of a cell‐permeable  inhibitor peptide  that  interferes with 
NF‐κB  nuclear  translocation,  SN50,  for  24  hours.  Data  are  expressed  as  mean  ±  SEM. 
Significantly  different  compared  to  control  cells  (**:  P<0.01;  ***:  P<0.001)  or  to  TNF‐α  (##: 
P<0.01). 
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Discussion 
 
During  endotoxemia  in  rats,  we  previously  demonstrated  that  the  up‐
regulation of  renal  efflux  transporters,  including Abcb1/P‐gp,  and down‐
regulation of  influx  transporters  are under  influence of NO produced by 
iNOS  [2;21].  In  the  present  study  we  investigated  whether  this  up‐
regulation of Abcb1/P‐gp  is also NO‐dependent  in vitro after exposure rat 
kidney  proximal  tubular  cells  to  the  inflammation  mediators,  LPS  and 
TNF‐α.  
We show here that iNOS is up‐regulated when cells are exposed to 
LPS, either alone or in combination with TNF‐α but activation of Abcb1/P‐
gp by TNF‐α seems independent of NO generation. Treatment with TNF‐α 
alone only marginally  induced NOSII mRNA, but had no effect on  iNOS 
protein.  The  regulatory  pathway  of  Abcb1/P‐gp  previously  shown  to 
include NO, sGC and PKC [5‐7] is not present or activated in our cell line. 
On the other hand, the signaling pathway of TNF‐α leading to Abcb1/P‐gp 
up‐regulation  seems  to  involve TLR4 activation and NF‐κB  translocation, 
which results in de novo synthesis of P‐gp. These findings indicate that at 
least  two  different  pathways  regulate  Abcb1/P‐gp  during  endotoxemia. 
Figure 9.7. summarizes the sequences of events. 
 
 
Figure  9.7.  Scheme  illustrating  the  proposed  sequence  of  events  by  which 
inflammatory mediators increase P‐gp‐mediated transport in GERP cells. A). NO‐
dependent  pathway  after  exposure  to  LPS  directly  or  indirectly  via  TLR4.  B).  NO‐
independent pathway after exposure to TNF‐α. This pathway involve the activation of NF‐
κB  inducing  kinase  (NIK)  by  TNF  receptor  associated  factor  family  (TRAF)2  and, 
consequently, the activation of NF‐κB or the activation of TLR4 leading to the activation of 
IKKβ by TRAF2 and consequently the activation of NF‐κB. TIR; toll‐IL‐1R domain  in TLR, 
LRR, leucine rich repeats domain in TLR. (See for Color Figure page 318) 
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Exposing  cells  to TNF‐α or  to  the  combination of LPS and TNF‐α 
significantly increased the Abcb1/P‐gp activity. Remarkably, the NO donor, 
SNP, did not affect Abcb1b  (data not shown) and P‐gp protein expression 
and  the Abcb1/P‐gp  activity was  slightly,  however  not  significantly,  up‐
regulated.  
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This  is  in  contrast with previous  findings demonstrating  that NO, 
released by the NO donor S‐nitroso‐N‐acetylpenicillamine, was able to up‐
regulate P‐gp expression in the human CaCo2 cell line [22]. However, SNP 
produces besides NO also iron and cyanide [23], so it is not clear whether 
only  effects  of  NO  on  Abcb1/P‐gp  expression  and  activity  have  been 
measured.  
Since  NO  is  a  well‐known  activator  of  sGC,  which  is  in  turn 
involved in the PKC signalling pathway [5], the effects of ODQ and BIM on 
Abcb1/P‐gp  activity  were  examined.  Importantly,  none  of  the  two 
substances  could  prevent  the  up‐regulation  of  P‐gp  caused  by  TNF‐α, 
indicating  the  lack  of  involvement  of  cGMP  and  PKC  in  Abcb1/P‐gp 
regulation. This finding  is  in contrast with previous studies using killifish 
renal proximal tubules and brain capillary membranes [4‐7].  
The effect of TNF‐α on P‐gp activity in our rat proximal tubule cell 
model  is  predominantly  regulated  by  an NO‐independent  pathway. We 
used  various  pharmacological  agents  to  dissect  the  signaling  pathway 
through which  exposure  to TNF‐α  increased Abcb1/P‐gp  expression  and 
activity. Since cycloheximide attenuated the Abcb1/P‐gp activity after TNF‐
α,  signaling by TNF‐α probably  required protein  synthesis. Nevertheless, 
reduced proteosomal P‐gp degradation and/or altered intracellular sorting 
of this efflux system cannot be excluded. Remarkably, cycloheximide alone 
gave significantly higher Abcb1/P‐gp activity compared to the control and 
to TNF‐α, which suggests a possible role of cyloheximide in the induction 
of P‐gp mRNA transcription. Indeed, Lee et al. showed the induction of P‐
gp  mRNA  transcripts  by  cycloheximide  in  Male  Fischer  344  rat  tissue, 
including  kidney,  and  suggested  that  class  I  P‐gp  is  transcriptionally 
regulated, whereas, class II P‐gp is post‐transcriptionally regulated [24].  
Furthermore, we  showed  that  TNFR1  and  TLR4  are  expressed  in 
GERP  cells,  whereas  no  TNFR2  mRNA  expression  could  be  found.  In 
contrast  to  previous  in  vivo  studies  in  the  kidney,  the  expression  and 
function of TNFR2  seems  to be more complicated  to  study  in GERP  cells 
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[25].  TNFR1  and  TNFR2  are  expressed  by  different  cell  types  in  normal 
kidney  and  TNFR  expression  patterns  are  modulated  during  immune 
mediated  and  ischemic  renal  injury  [19].  Furthermore,  many  cell  types 
require cooperation between TNFR1 and TNFR2 to generate TNF responses 
[26], which could explain why TNFR1 did not play a role in the regulation 
of  Abcb1/P‐gp  activity  by  TNF‐α  in  our  studies  with  GERP  cells.  In 
agreement with Hartz et al. [8], we found that TLR4 was partly involved in 
the Abcb1/P‐gp pathway during inflammation.  
             In line with our previous endotoxemia studies in rats, we found that 
NF‐κB was  up‐regulated  after  exposure  to  the  pro‐inflammatory  TNF‐α. 
The  subsequent  up‐regulation  of  Abcb1/P‐gp  after  other  detrimental 
stimuli  has  been  demonstrated  before.  Thevenod  et  al.  showed  an  up‐
regulation  of  Abcb1/P‐gp  by  NF‐κB  for  the  protection  of  the  kidney 
proximal  tubule  cells  from  cadmium‐and  reactive  oxygen  species  (ROS)‐
induced apoptosis  [9].  Indeed, we  found  that NF‐κB was  involved  in  the 
regulation of Abcb1/P‐gp by TNF‐α. In addition, others found an  increase 
in  P‐gp  expression  and/or  activity  by  TNF‐κ  in  primary  rat  hepatocytes 
[27],  a  rat  hepatoma  cell  line  [28]  and mice  liver  [29]  that  is  also NF‐κB 
dependent [28]. Furthermore, a NF‐κB binding site has been recently found 
in the promoter region of the Abcb1 gene, which could also be involved as 
an inducible transcriptional regulator in our studies [30]. 
  NF‐κB  might  have  a  central  role  in  the  signal  transduction 
mechanism and  could be  involved  in  two distinct  signalling pathways of 
NF‐κB.  This  nuclear  factor  is  probably  activated  directly  by  pro‐
inflammatory cytokines and NO and  indirectly via TLR4. However, much 
is still unknown about  the  regulation mechanism of Abcb1/P‐gp  in GERP 
cell line and more research is needed. Our present findings differ from the 
regulatory pathway of Abcb1/P‐gp in the blood‐brain barrier, as suggested 
by Bauer et al. [7]. In contrast to the blood‐brain barrier, TNFR1 seems not 
to be involved in the regulation of P‐gp in the GERP cell line, however, the 
cross‐talk between TNFR1 and TNFR2 is missing in our model.  
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   In  conclusion,  the  up‐regulation  of  Abcb1/P‐gp  expression  and 
activity  by  TNF‐α  in  the  GERP  cells  results  largely  from  the  nuclear 
translocation of NF‐κB and NO seems to play a minor role.  
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Given  the  high  morbidity,  mortality  and  management  costs  of  septic 
patients with AKI, it is evident that understanding the pathophysiology of 
sepsis‐induced renal dysfunction is paramount. This will eventually lead to 
an effective therapy for this disease that would be of great  importance for 
clinical medicine. The  aim of  the present  thesis was  to define  the  role of 
iNOS in septic acute kidney injury in humans and to investigate its role in 
the regulation of renal drug transporters during systemic inflammation.  
Chapter 2  includes the first description of activation of renal  iNOS 
in humans  in vivo during  septic  shock and experimental endotoxemia.  In 
addition,  the  selective  iNOS‐inhibitor  aminoguanidine  prevented 
subclinical  kidney  damage  during  human  endotoxemia. Many  strategies 
for  a  therapeutic  intervention  of  sepsis  have  been  investigated, 
predominantly  aimed  at  targeting  LPS,  cytokines  or  NO  (Table  1.1., 
Chapter 1). However, up to now no pharmacological intervention has been 
shown  to  improve  renal  function  in patients with  severe  sepsis  or  septic 
shock.  In  this  thesis  it  was  demonstrated  that  infusion  of  alkaline 
phosphatase, which  inactivates  LPS  [1;2],  prevents  further  renal  damage 
and improves kidney function in patients with severe sepsis or septic shock 
(Chapter  3).  In  addition,  the  infusion  of methylene  blue, which  has  the 
ability  to  inhibit NO  synthases  [3]  as well  as  to  scavenge NO  [4],  has  a 
short‐term  beneficial  effect  on  kidney  damage  in  septic  patients  with 
refractory  shock  (Chapter 4). The attenuated up‐regulation of  renal  iNOS 
and subsequent NO production  in  the kidney  in patients with sepsis after 
treatment with alkaline phosphatase or methylene blue could account  for 
the observed decrease in renal damage (Chapters 3 and 4).  
These  findings,  described  in  part  I,  suggest  that  septic  AKI  is  largely 
mediated through the NO‐pathway.  
In  part  II,  a  reduction  in  tubular  uptake  transporters  (Chapters  6 
and  8)  in  combination with  an  increased  functional  expression  of  efflux 
pumps  (Chapter  5)  regulated  by  NO  during  endotoxemia  was 
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demonstrated. These changes in expression levels may result in protection 
of the proximal tubule cells against the accumulation of detrimental waste 
products  or  stress  factors  released  during  inflammatory  processes  (e.g. 
prostaglandins E2 and F2a  [5] or cytokines  [6]) or drugs  that have adverse 
effects  in  the  kidney. On  the  other hand,  reduced  renal uptake  of drugs 
may  result  in  a  decreased  therapeutic  efficacy  for  drugs  that  have  their 
desired pharmacodynamic action or metabolic activation  in  the kidney or 
urinary tract.  
In  this  chapter,  the  strengths  and  weaknesses  of  the  various 
research models used  in  this  thesis are discussed. Moreover,  the  interplay 
between renal and hepatic drug transporters during inflammation and the 
role  of  NO  in  this  phenomenon  are  described.  Finally,  the  selective 
inhibition of  iNOS as a putative approach  for  the  treatment of septic AKI 
and the clinical consequences of changes in expression levels of renal drug 
transporters are discussed. 
 
 
What can we learn from the research models? 
 
In  the  clinical  trials described  in  this  thesis, detailed  and  comprehensive 
methods were used  to gain  insight  in  the pathophysiological pathways of 
NO  production  and  renal  damage  during  systemic  inflammation  in 
patients,  but,  as  a  consequence,  study  groups  were  small.  In  addition, 
sepsis, as a clinical entity,  is a very heterogeneous  syndrome and  clinical 
data are  invariably  confounded by  the  effects of  age,  coexisting diseases, 
site  of  infection,  causative  microbial  pathogen,  host  response,  and 
supportive  therapy. To control  for all  these confounding variables and  to 
generate  interpretable  results,  clinical  studies  require  large  sample  sizes 
and are very expensive and time consuming.  
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Therefore, our  results warrant  confirmation  in a  larger  trial  that  includes 
sepsis‐induced AKI patients to demonstrate beneficial long‐term effects on 
hard endpoints, such as need for renal replacement therapy, length of stay 
in the intensive care unit, or mortality. 
 
Endotoxemia in humans 
Administration of endotoxin to humans (Chapter 2) leads to an appropriate 
model to study new therapeutic agents for inflammation in humans in vivo 
[7]. One might argue  that  this experimental design does not  resemble  the 
development  of  infection  in  patients, which  commonly  occurs  over days 
and probably begins with a contained  response  to a  local  infection  [8].  In 
addition, a sudden release of large amounts of LPS into the blood is rather 
unlikely during sepsis, although translocation of endotoxin from the gut to 
the  circulation  is  a  well‐known  phenomenon  [9].  Cultures  taken  are 
negative  in  30%  of  sepsis  cases,  furthermore,  sepsis might  be  related  to 
toxic  agents  produced  by  the  pathogens,  rather  than  the  pathogens 
themselves [10].  
  Marked  differences  in  TNF‐α  blood  levels  were  found  between 
healthy volunteers exposed to LPS and patients with sepsis. In our healthy 
volunteers  we  found  10‐fold  higher  TNF‐α  levels  1.5  h  after  LPS 
administration  compared  to  patients  with  sepsis:  860  ±  160  pg/ml  in 
Chapter 2 vs a median of 90 [5‐120] pg/ml  in Chapter 3 (data not shown). 
This difference can be explained by  the sampling  time  in  the  two groups. 
Because the pro‐inflammatory TNF‐α is increased during the early phase of 
sepsis it is plausible that this cytokine was already in the descending phase 
in the patients with sepsis. In addition, older individuals (patients studied 
in  this  thesis  were  over  50  years  of  age)  have  different  acute‐phase 
responses,  including  an  initial  hyperreactivity,  prolonged  inflammatory 
activity  and  a  prolonged  fever  response  compared  to  young  individuals 
(healthy volunteers exposed  to LPS had an average age of 22 years)  [11]. 
Finally, known risk  factors  in  the development of acute kidney  injury are 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                            General discussion 
259 
 
 
 
 
 
 
10 
older  age, diabetes,  underlying  renal  insufficiency  and  heart  failure  [12], 
and our endotoxemia model was performed with healthy young volunteers 
without evidence of coronary, lung or endothelial dysfunction. 
Aminoguanidine is not a very potent inhibitor of iNOS activity (IC50 
= 5‐30 μM  [13]) compared  to other more potent  inhibitors  (range  IC50 = ~4 
nM  ‐ 3 μM) such as SMT[14], 1400W  [15] or ONO‐1714  [16]).  In addition, 
aminoguanidine not only inhibits iNOS, but has several other effects, such 
as 1)  inhibition of  copper‐containing amino oxidases  [17], 2)  inhibition of 
non‐enzymatic  formation  of  advanced  glycosylation  products  [17;18],  3) 
inhibition  of  histamine  metabolism  [19],  4)  inhibition  of  polyamine 
catabolism [20], 5) and inhibition of catalase [17]. Although there are more 
selective  iNOS‐inhibitors,  we  selected  aminoguanidine  because  of  its 
proven safety in human studies [21;22] compared with other inhibitors [23‐
25].  Furthermore,  the  pro‐drug  variant  (e.g.  L‐NIL)  became  available  for 
human use after our endotoxemia studies were carried out [26]. To achieve 
uniformity, aminoguanidine was also used in our rat endotoxemia studies. 
Obviously,  the  extent  of  proximal  tubule  damage  in  healthy 
volunteers  exposed  to LPS  is  very  low  compared  to patients with  sepsis 
who  additionally  showed  distal  tubular  failure.  Indeed,  the  fractional 
sodium excretion was not affected and β2‐microglobulin was not detectable 
with  routine  clinical  chemistry  in  urine  samples  of  LPS‐treated  healthy 
volunteers  (Chapter  2  and  data  not  shown),  which  are  well‐recognized 
biomarkers for AKI [27]. On the other hand, increased urinary excretions of 
GSTA1‐1 and  low molecular weight proteins were  found, which  indicates 
damage  to  the  proximal  tubule.  Another  biomarker,  urinary  neutrophil 
gelatinase‐associated  lipocalin  (NGAL),  which  represents  a  specific  and 
sensitive  early  biomarker  for AKI  after  cardiac  surgery  [28;29], was  not 
useful  in  our  human  endotoxemia  model  because  we  found  it  was 
increased  during  systemic  inflammation  and  a  distinction with  selective 
kidney injury could not be made [30].  
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In  the  future,  the  biomarker KIM‐1  should  be determined  in  our human 
model, because elevated urinary  levels were  found  to be highly  sensitive 
and specific for AKI [27]. 
 
Endotoxemia in rats 
The  experimental  endotoxemia  studies  in  rats  (Chapters  5‐8)  provided 
insight  into  the pathophysiological role of  iNOS  induction  in renal  injury. 
Furthermore, the effect of NO on the expression of renal drug transporters 
and the time‐frame in which these processes took place were assessed. Our 
endotoxemia model in rats is unique, because the use of detoxified LPS as a 
control  instead  of  the  vehicle  (NaCl  or  PBS)  allows  investigation  of  the 
specific effects of  the  toxic  lipid A part  in  iNOS  induction. However, LPS 
studies  in  animals  obviously  have  their  limitations  with  regards  to 
translating  findings  to human septic shock. Rodents are more  resistant  to 
the effects of endotoxin than humans, which hampers the extrapolation of 
findings  to  the  clinical  situation  [31].  In  addition,  there  is  interspecies 
variability  in NO production between  rodents  (mean plasma NOx = ~800 
μM 12 hours after LPS, Chapter 5) and humans  (mean plasma NOx = ~80 
μM 12 hours after LPS, Chapter 2) [32;33].  
Although  the  amino  acid  sequence  is  reasonably well  conserved 
between species, the promoter region of the iNOS gene varies greatly. This 
difference  is  of  practical  importance,  because  it  is  far  more  difficult  to 
induce expression of functionally active iNOS in human cells. Furthermore, 
there are five copies of the iNOS gene in humans, but it is thought that only 
one  is  transcribed  and  translated  into  a  functionally  active  protein  [34]. 
Therefore,  the  extrapolation  of  studies with  rodents  to  humans must  be 
taken with caution. 
Other  models,  such  as  polymicrobial  sepsis  induced  by  cecal 
ligation and puncture (CLP), in which living multiplying bacteria are found 
in blood and tissue, mimic the clinical problem of sepsis more closely than 
models using LPS  [35;36]. However, with CLP  it  is difficult  to control  the 
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10 
magnitude of the septic challenge and, therefore, the reproducibility of and 
comparison between  findings  could  cause problems  [31].  In addition,  the 
bolus LPS model may be better  suited  to  illustrate potentially pathologic 
events  in  sepsis  (e.g.  pathophysiological  role  of  iNOS  induction  in  renal 
injury  in  Chapters  2  and  5)  than  to  show  the  therapeutic  benefit  of  a 
particular therapy [37].  
The  complexity  of  renal  drug  elimination,  which  involves 
glomerular  filtration,  tubular  secretion  and  reabsorption,  is  intrinsically 
difficult  to  study  in  vivo.  To  investigate  the  role  of  specific  renal 
transporters  in  drug  excretion  without  disturbing  extra‐renal  influences 
(e.g.  extrarenal  clearance  and  metabolism  of  the  drug),  we  used  the 
“isolated perfused  rat kidney”  (Chapters  5,  6,  and  8). A disadvantage of 
this model is that the perfusion flow is more than two‐fold higher than the 
physiologically present renal blood flow in rats (16.5 ml/min vs 7.3 ml/min) 
[38], which enforces passive  reabsorption as a  contributive  factor  in drug 
excretion. This phenomenom is illustrated in Chapter 6, in which the drug 
pravastatin is predominantly reabsorbed and, therefore, a slight change in 
passive  reabsorption  could  already  account  for  the  increased  pravastatin 
excretion in the Abcc2/Mrp2‐deficient TR‐ rats during endotoxemia.  
In  the  end,  for  the  interpretation  of  clearance  results  of  various 
substrates,  compensatory mechanisms  between  drug  transporters  in  the 
kidney during endotoxemia should be  taken  into account. For example,  it 
was  demonstrated  that  there was  a  significantly  higher  accumulation  of 
99mTc‐sestamibi, a lipophilic cationic radiopharmaceutical and substrate for 
both Abcb1/P‐gp  and Abcc1/Mrp1,  in  rats  treated with LPS  compared  to 
control rats. It was concluded that the increase in retention of radiation was 
due  to  decreased  expression  and  activity  of  Abcb1/P‐gp  during 
inflammation [39]. However, our study (Chapter 8) provides evidence for a 
down‐regulation  of  cationic  influx  carriers  during  endotoxemia,  which 
could have had an effect on renal 99mTc‐sestamibi handling as well.  
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Furthermore,  other  transporters,  like  the  recently  identified 
multidrug  and  toxin  extrusion  organic  cation  antiporters  1  and  2‐K, 
expressed  in  the  luminal  membrane  of  kidney  proximal  tubules  and 
facilitating the transport of organic cations, could have been involved in the 
renal handling of 99mTc‐sestamibi during endotoxemia [40‐42].  
Surprisingly, no indication for proximal tubular damage was found 
during endotoxemia in mutant TR‐ rats which are deficient in Abcc2/Mrp2 
(Chapter 7). Our group also demonstrated that Abcb1/P‐gp knockout mice 
are  protected  against  ischemic  renal  injury  [43]  despite  impaired  renal 
function.  This may  be  the  consequence  of  phenotypical  alterations  (e.g. 
hyperbilirubinemia  in  TR‐  rats  and  mitochondrial  abnormalities  in 
Abcb1/P‐gp knockout mice) or involvement of other drug transporters that 
compensate  for  the  lack  of  a  transporter.  Therefore,  these  genetically 
modified animals may be less useful for the investigation of drug handling 
in disease models.  
 
Rat epithelial cell line 
To  dissect  the  tubular  autocrine/paracrine  pathway  from  the  vascular 
effects induced by NO production and to take a closer look into the cellular 
mechanisms of drug transport regulation, we used experiments in isolated 
proximal  tubule cells  (GERP cells  in Chapter 9). However, one should be 
cautious when  interpreting  the data obtained  from cell cultures. Proximal 
tubules in vivo are exposed to a complex neurohormonal microenvironment 
as well as to various biophysical forces, which are not all present  in a cell 
culture system. These factors might affect the ability to produce or convert 
NO (e.g. NO conversion into nitrate by oxyhemoglobulin [44]). In Chapter 
9,  we  used  TNF‐α  as  a  model  cytokine,  however,  other  cytokines  or 
multiple  cytokines  are  potentially  involved  in  the  up‐regulation  of  renal 
Abcb1b/P‐gp after LPS exposure in vivo [45;46].  
Moreover,  isolation  procedures  and  in  vitro  culturing might  alter  certain 
properties of proximal  tubular  cells.  Important  characteristics of  the NO‐
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pathway in the in vivo or ex vivo situation could have been lost in vitro (e.g. 
TNFR2 in GERP cells, as illustrated in Chapter 9). Low expression levels or 
even absence of various drug transporters have been demonstrated before 
in  various  renal  epithelial  cell  lines.  Both  Abcc2/Mrp2  and  Abcc6/Mrp6 
were  absent  [47],  and  the  expression  of  Slc22a1‐3/Oct1‐3  and  Slc22a6‐
8/Oat1‐3  was  very  low  or  virtually  undetectable  in  our  cell  lines 
(unpublished data). Therefore, these cell lines should be used with caution 
when  investigating  the  role  of  iNOS  in  the  regulation  of  various  drug 
transporters.  
 
 
Interplay  between  renal  and  hepatic  drug  transporters 
during inflammation 
 
Several studies have demonstrated a clear modulation of drug transporters 
in  the  liver during  inflammation, but  this  effect has  remained  essentially 
unexplored in the kidney. Except for adaptation of drug transporters in the 
kidney itself, we found indications for alternative excretory transporters for 
detrimental waste products or stress factors released during inflammatory 
processes  associated  with  liver  failure.  As  described  in  Chapter  1,  the 
expression  of  various  drug  transporters  involved  in  the  excretion  of 
xenobiotics into the bile (Abcc2/Mrp2, Abcb11b/Bsep, and Abcb1/P‐gp) are 
down‐regulated  in  the  liver  during  endotoxemia  (see  Figure  10.1.A  and 
Table 10.1.). In contrast,  in this thesis  it was demonstrated that these drug 
transporters  are  up‐regulated  in  the  kidney  during  endotoxemia  (see 
Figure 10.1.B, Table 10.1). 
During  sepsis‐induced  cholestasis  adaptations  in drug  transporter 
expression facilitate that drugs normally secreted via bile can escape via the 
urine.  Expression  of Abcc2/Mrp2  in  the  liver  of  bile  duct  ligated  rats  is 
decreased, while in the kidneys it is increased [48].  
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At  the  same  time  the  expression  of  Abcc3/Mrp3  in  the  basolateral 
membrane of hepatocytes  is  increased  [49]. This adaptive response causes 
an  enhanced  hepatic  efflux  of  drugs  and  bile  salts  into  the  blood  and 
subsequent removal via the kidneys. The differential regulation of hepatic 
drug transporters during endotoxemia could be a mechanism to protect the 
liver against high bile salt levels.  
In this thesis the involvement of iNOS and subsequently produced 
NO  in  the  regulation  of  various  renal drug  transporters  (e.g.  Slc22a/Oct, 
Abcc2Mrp2, Abcb1/Pg‐p and Abcb11/Bsep) was demonstrated  (see Figure 
10.1.B). Moreover,  inhibition of  iNOS attenuated proximal  tubule damage 
and restored  transporter expression  levels. Whether NO has also a role  in 
the  regulation  of  hepatic  transporters  during  endotoxemia  needs  to  be 
determined.  It  was  demonstrated  previously  that  NO  inhibits 
mitochondrial  energy  production  and  that  two  different  iNOS‐inhibitors 
reversed this harmful effect in various tissues, like liver and kidney [50;51]. 
In contrast, depleting intracellular arginine levels due to the high activity of 
renal  iNOS could also play a role  in  the regulation of  transporters during 
septic AKI. 
Differences  in  transporter  expression  in  liver  and  kidney  during 
endotoxemia may also be related to variations in mechanisms of regulation. 
For  example,  in  the  liver  the  nuclear  receptors,  nuclear  farnesoid  X 
receptor,  PXR,  and  constitutive  androstane  receptor,  play  an  important 
role, whereas in the kidney these receptors do not appear to regulate drug 
transporters  [52].  Sepsis  induced  AKI,  therefore,  may  cause  clinical 
problems with drugs  that are mainly excreted by  the kidney and possess 
high protein‐bound potency. For some medicines, drug dosage adjustment 
will become mandatory in case of renal failure, even if the liver is the main 
organ of elimination [53].  
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Figure  10.1.  Regulation  drug  transporters  in  liver  (A)  and  kidney  (B)  during 
inflammation.  ‐  :  down‐regulation  and  +:    up‐regulation.  Abcb1/P‐gp,  Abcb11/Bsep, 
Abcc1/Mrp1,  Abcc2/Mrp2,  Abcc3/Mrp3,  Abcc4/Mrp4,  Abcc5/Mrp5,  Slc10a1/Ntcp, 
Slc22a1/Oct1, Slc22a2/Oct2, Slc22a8/Oat3, Slco1/Oatp1, Slco2/Oatp2, and Slco4/Oatp4. 
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A cocktail approach to treat septic acute kidney injury 
 
Besides targeting the inflammatory response and/or sepsis‐induced 
alterations in the microcirculation, another therapeutic strategy might be to 
interrupt  the  downstream  pathophysiological  mechanisms  that  are 
responsible for organ system dysfunction. Specifically, our findings suggest 
that pharmacological  inhibition of  renal  iNOS, using an  isoform  selective 
agent, might  ameliorate many of  the  features of AKI.  In  the near  future, 
more potent  iNOS‐inhibitors  than  aminoguanidine will  become  available 
for clinical medicine. FR260330 is a newly developed iNOS‐inhibitor with a 
novel mechanism of action, which prevents  iNOS monomer dimerization 
and selectively blocks activity of the enzyme. It was demonstrated that this 
iNOS‐inhibitor  prevented  renal  ischemia‐reperfusion  injury  in  Vervet 
monkeys  [68].  In  addition,  a  new  series  of  aminopiperidines  as  potent 
inhibitors of  iNOS were  identified  [69], with more  than 25‐fold selectivity 
over eNOS and 16‐fold selectivity over nNOS.  
The challenge will be to distinguish between the physiological and 
protective actions of NO  that are  to be maintained and enforced, and  the 
pathological roles of the molecule that need to be reduced or abolished. In 
other  cells  of  the  human  body,  like macrophages,  selective  inhibition  of 
iNOS  may  have  detrimental  effects  for  the  defense  against  pathogens 
during  inflammation  [70].  In  addition,  inhibition  of  iNOS  is  expected  to 
hamper wound  healing  and,  under  certain  conditions,  exacerbate  tissue 
damage (e.g. in the lung) [34]. Alternative approaches to decrease harmful 
generation of NO, while  leaving the physiological roles of NO unaffected, 
include  inhibition  of  enzymes  that  regulate  cofactors  for  iNOS, 
manipulation of substrate  levels, or  inhibition of enzymes  that metabolize 
endogenous  inhibitors  of  iNOS  (e.g.  inhibition  of  dimethylarginine 
dimethylaminohydrolase which produces ADMA) [71;72].  
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Moreover,  post  hoc  analysis  suggested  that  patients  with  sepsis 
who  received  a  lower maximum dose  rate  (≤5 mg*kg‐1∙hr‐1)  of L‐NMMA 
had  an  improved  survival  rate  relative  to  the  placebo  group,  whereas 
patients administered higher doses of 546C88 (>5 mg*kg‐1∙hr‐1) had a poorer 
outcome relative to the placebo group [73]. Therefore, a balanced inhibition 
of iNOS with a bedside monitor to observe the effects in the patient could 
be the solution.  
Furthermore,  iNOS  silencing  in  renal  proximal  tubule with  a  cell 
type‐specific promoter could be an ideal treatment for septic AKI, because 
the harmful effects to other cells can presumably be limited. However, this 
requires sophisticated molecular biological tools, because anatomic barriers 
in  the  kidney,  like  tubular  and  glomerular  basement  membranes,  are 
difficult  to  pass.  Pilot  studies  in  our  lab  showed  tubular  expression  of 
enhanced green  fluorescent protein  (eGFP)  after direct  injection of  eGFP‐
expressing  lentivirus  or  baculovirus  particles  in  rat  kidney  cortex 
(unpublished data). Possibly  this method  could be  effective  in a  targeted 
iNOS silencing approach.  
But, given the complexity of sepsis, the large number of interacting 
mediators, and the course of the disease, it may be naive to expect that one 
single agent or therapy (e.g. an iNOS‐inhibitor or iNOS silencing) would be 
successful [74]. Furthermore, some patients will benefit from blunting their 
inflammation  and  others  from  augmenting  their  inflammatory  response 
[75].  Therefore,  a  ‘cocktail  approach’  interfering  at  various  stages  and 
targets would be more plausible for the treatment of septic AKI. 
Firstly, testing for genetic polymorphisms which are associated with 
increased  susceptibility  to  infection  (e.g. genes encoding  cytokines, TLRs, 
LPS‐binding protein) may help to identify people who are at increased risk 
of  sepsis‐induced AKI when  exposed  to  virulent  bacteria  and who may 
benefit from targeted immunomodulatory therapies [10;76].  
Stimulation  of  endogenous  iNOS‐inhibitors  (e.g. ADMA),  or  endogenous 
enzymes  or  substances  that  interfere with  the  cascade  of  events  during 
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sepsis  leading  to  AKI  (e.g.  alkaline  phosphatase;  see  Chapter  3  and 
bilirubin;  see Chapter 7) may be a  second  step  in  this approach. Thirdly, 
besides  standard  treatment  of  sepsis  and  fluid  therapy,  inhibition  of 
mediators involved early in the sepsis cascade (e.g. LPS, cytokines and NO) 
should be included. The beneficial effects of alkaline phosphatase on renal 
function  (Chapter  3)  extended  to  patients  identified  with  both  Gram‐
negative and Gram‐positive sepsis etiology (data not shown). This may be 
explained  by  LPS  being  detected  in  the  blood  of  the  majority  of  these 
patients, independent of the nature of the infective organism [77], possibly 
due  to  the  absorption  of  LPS  derived  from  Gram‐negative  flora  of 
gastrointestinal  tract  [78].  This  suggests  that  the  therapeutic  potential  of 
alkaline  phosphatase was  not  restricted  to  patients with  Gram‐negative 
sepsis. Fourthly, early enteral pharmaconutrition with key substrates  that 
reduce and protect against oxidative organ damage  [79] may be effective 
during  septic  AKI.  Fifthly,  overall  drug  dosage  adjustment,  taking  into 
account the changes in drug transporter activities in both liver and kidney 
during sepsis, should not be forgotten in this approach. 
In conclusion, the importance of iNOS in the pathogenesis of septic 
acute kidney injury in humans was demonstrated and, therefore, targeting 
this enzyme should be one of the key elements in the cocktail approach to 
treat  our  sepsis  patients with AKI  in  the  future.  Furthermore,  proximal 
tubule cells are protected against further toxic effects of excessive amounts 
of  NO  produced  by  iNOS  during  endotoxemia  through  the  change  in 
expression  levels  of various  renal drug  transporters  and,  therefore, more 
translational research is needed to study the consequences for the treatment 
of septic patients. 
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Summary 
 
Background 
 
In 1879 Louis Pasteur showed for the first time that bacteria were present in 
blood from patients with puerperal fever (childbed fever), as a consequence 
of  ‘blood poisoning’,  or  sepsis. One woman  survived,  leading Pasteur  to 
state  that  ʺNaturae medicatrix won  the victoryʺ, an opinion consistent with 
the  notion  that  sepsis  is  a  systemic  response  to  fight  off  pathogens. 
Nowadays, in the intensive care units, it is still this ʺNaturae medicatrixʺ that 
scientists  and  medical  doctors  need  to  understand  to  be  able  to  make 
progress and improve the treatment of sepsis.  
Despite  intense  efforts,  sepsis  remains  a  serious  clinical  problem, 
annually  accounting  for  as many deaths  as  those  from  heart  attack.  The 
frequency of sepsis is increasing, given an aging population with increasing 
numbers  of  patients  infected  with  treatment‐resistant  micro‐organisms, 
patients  treated  with  immune‐suppressive  drugs,  the  implantation  of 
artificial  material,  and  patients  who  underwent  prolonged  high‐risk 
surgery [1].  
During  sepsis,  the  kidney  is  one  of  the  first  organs  to  fail  in 
approximately 20% of the patients [2]. In addition, mortality is reported in 
75% of  the patients with septic acute kidney  injury  (AKI), which  is much 
higher  than  in  those  patients whose  kidney  failure  did  not  result  from 
sepsis  (45%)  [3]. AKI  is a syndrome characterized by a sudden decline  in 
kidney function resulting in failure of the kidney to excrete compounds in 
the urine and to maintain fluid and electrolyte balance in the body [4].  
Apart  from  reduced  blood  flow  in  the  kidney  due  to  insufficient 
contractility  of  the  heart  and  low  blood  pressure,  very  high  amounts  of 
locally produced nitric oxide (NO) is an important toxic mediator of kidney 
injury  during  sepsis  [2].  The  inducible  NO  synthase  (iNOS  enzyme)  is 
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activated  during  systemic  inflammation  and  produces  large  amounts  of 
NO  for  a  long  time, which  react with  superoxide  (oxygen molecule with 
negative loading, O2‐) to form the highly toxic peroxynitrite (ONOO‐) [5]. In 
contrast  to  many  other  organs,  constant  low  iNOS  activity  is  always 
present in the kidney, in particular in the proximal tubules [6].  
In contrast to the large amount of in vitro (tissue culture) and in vivo 
(in living organism) animal experiments examining the role of iNOS during 
systemic  inflammation  (summarized  in  Chapter  1),  enzyme  activity  is 
seldomly studied in humans. Only non‐specific iNOS inhibitors have been 
used  to examine  the  role of  the enzyme during  systemic  inflammation  in 
humans and the only clinical trial performed in patients with septic shock 
(sepsis causing a low instable blood pressure) demonstrated an increase in 
mortality (Chapter 1). This detrimental effect could be explained by the fact 
that  the  non‐specific  iNOS  inhibitor  blocks  both  iNOS  and  the 
physiologically  important  isoform,  endothelial  NOS,  and  by  the  high 
dosage  used  in  that  clinical  trial.  In  addition,  only  preclinical  (animal) 
studies have demonstrated  that selective  iNOS  inhibition decreases septic 
AKI (see Table 1.2., Chapter 1). 
The proximal  tubule  (see Figure 1.2., Chapter 1)  is  responsible  for 
the  removal  of  foreign  compounds  (e.g.  drugs),  their  metabolites  and 
metabolic wastes  from blood  into urine. To accomplish  this detoxification 
task,  the  cells  have  various  transport  systems  for  the  active  excretion  of 
negatively  (anion)  or  positively  (cation)  charged  compounds  [7]. 
Consequently, the proximal tubule is also vulnerable for toxic effects and is 
often  the  first  site  of  damage  in AKI  [8].  In  our  lab, NO was  found  to 
regulate  the  transport  activity  of  drug  transporters  in  an  in  vitro model, 
consisting  of  proximal  tubules  isolated  from  killifish  kidney  [9].  In 
addition,  changes  in  the  expression  levels  and  activity  of  these  drug 
transporters  during  systemic  inflammation  could  change  the 
pharmacokinetics  (fate of a drug  in  the human body) of many drugs  [10], 
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 11 
282 
 
 
 
 
 
 
and has consequences for the prediction of overall drug disposition during 
sepsis.  
As described  in Chapter 1, we propose  that  selective  inhibition of 
iNOS could represent a considerably superior approach for the treatment of 
septic  AKI.  Furthermore,  the  current  knowledge  of  the  participation  of 
iNOS  in  septic AKI  is discussed. The aim of  this  thesis was  to define  the 
role  of  iNOS  and NO  in  septic AKI  in  humans  (part  I),  and  to  examine 
iNOS  involvement  in  the  regulation  of  drug  transporters  in  the  kidney 
during systemic inflammation (part II).  
 
 
Part  I:  Role  of  iNOS  in  acute  kidney  injury  during 
human endotoxemia and sepsis 
 
Chapter  2 describes  the  first  clinical  study  ever  showing  the presence  of 
iNOS  in proximal  tubule  cells  isolated  from urine  samples during  sepsis 
and  experimental human  endotoxemia  (presence of bacterial  components 
in  the  blood).  In  the  experimental  human  endotoxemia  model,  healthy 
volunteers were injected intravenously with a single dose of the endotoxin 
lipopolysaccharide  (LPS;  component  of  the  cell  wall  of  Gram‐negative 
bacteria which  is  not  viable  anymore)  to mimic  sepsis. Gene  expression 
levels of iNOS in proximal tubule cells were elevated of both patients with 
sepsis  and LPS‐treated  healthy  volunteers  compared  to  controls  (healthy 
volunteers  injected with  salt  solution).  The  local  activity  of  iNOS  in  the 
proximal tubules was increased 6 to 12 hours after LPS administration and 
in  patients with  sepsis,  as monitored  by  the  increase  in NO metabolites 
(NOx)  excretion  in  urine,  while  there  was  no  change  in  plasma  NOx 
compared to controls.  
Moreover, the relation of iNOS activation on tubular damage in the 
kidney was evaluated during human endotoxemia. For  this,  the excretion 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                              Summary 
283 
 
 
 
 
 
 
11
of the enzyme glutathione S‐transferase (GST)  in the urine was examined. 
One  isoform of  this  enzyme  is present  in  the proximal  tubule  (GSTA1‐1) 
and one isoform is present in another part of the tubule system (see Figure 
1.2., Chapter 1),  the distal  tubule  (GSTP1‐1). These GSTs are released  into 
the urine when the cell  is damaged. The results showed that compared to 
controls, urinary excretion of GSTA1‐1 was  increased, whereas  there was 
no effect on GSTP1‐1 after LPS administration. These results argue for local, 
NO‐mediated,  proximal  tubular  damage.  To  determine  whether  the 
damage to the proximal tubular cells was caused by an overproduction of 
NO,  the specific  iNOS  inhibitor aminoguanidine was  injected 1 hour after 
LPS  infusion  in healthy volunteers. We demonstrated  that  the  increase  in 
gene expression of iNOS and urinary NOx excretion were inhibited by co‐
administration  of  aminoguanidine.  In  addition,  aminoguanidine  reduced 
proximal  tubular  damage  suggesting  that  selective  inhibition  of  iNOS 
could be a possible treatment for septic AKI. 
In Chapter 3  the effect of LPS detoxification on activation of  iNOS 
and tubular damage in the kidney and kidney function was determined in 
patients with sepsis. The enzyme alkaline phosphatase can be  inactivated 
by the toxic peroxynitrite during sepsis. Endogenous alkaline phosphatase 
is present in the proximal tubule in the kidney and is able to detoxify LPS. 
Animal studies carried out by others demonstrated  that administration of 
alkaline phosphatase decreased the systemic response and mortality during 
endotoxemia and sepsis. Chapter 3 describes the first double‐blind placebo‐
controlled  randomized  clinical  study with  alkaline phosphatase  studying 
kidney function  in patients with severe sepsis (sepsis causing failure  in at 
least one organ) or septic shock. 
Patients  with  a  proven  or  suspected  Gram‐negative  bacterial 
infection (presence of LPS) received alkaline phosphatase during 24 hours. 
Both blood and urine were collected at different time points for the analysis 
of iNOS expression and activity, and kidney damage and function.  
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Gene expression levels of iNOS in proximal tubule cells isolated from urine 
samples decreased in patients with sepis treated with alkaline phosphatase 
compared to controls (patients with sepsis injected with salt solution).  
This  is  the  first  time  that  a  pharmacological  intervention 
demonstrated to reduce the expression of iNOS in patients with sepsis. The 
excretion of NOx  in  the urine was decreased after  infusion with  alkaline 
phosphatase compared  to controls. In agreement with Chapter 2, only  the 
excretion of GSTA1‐1 in urine decreased after treatment with this enzyme, 
suggesting  local protection against NO‐mediated  toxicity  in  the proximal 
tubule. Furthermore, kidney function improved the first 24 hours after the 
start of alkaline phosphatase  infusion  and was  still better after  7 days  in 
patients with severe sepsis or septic shock compared to the patients treated 
with salt solution. Based on these results, a larger clinical trial with patients 
with septic AKI will be carried out  in  the  future  to prove  that  the clinical 
benefit of alkaline phosphatase is due to its possible protective effect(s) on 
the kidney. 
In Chapter 4 the effect of methylene blue infusion, which has the ability to 
inhibit  NO  synthases  and  to  scavenge  NO,  on  tubular  damage  in  the 
kidney was determined in septic shock patients. Although different clinical 
studies carried out by others showed beneficial effects of methylene blue on 
heart failure and the very low blood pressure during septic shock, there are 
no studies available  that directly examined  the effects on kidney  function 
during sepsis.  
Septic shock patients received methylene blue continuously during 
4 hours and both blood and urine were  collected at different  time points 
during the first 24 hours. The excretion of NOx in the urine was decreased 
during methylene blue  infusion compared  to  levels before  the start of  the 
therapy. In addition, urinary excretion of both GSTA1‐1 and GSTP1‐1 were 
increased during  septic  shock before  the  start of methylene blue  infusion 
and levels of both enzymes decreased during this infusion. In septic shock 
patients  infusion  of methylene  blue  is  associated with  a decrease  in NO 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                              Summary 
285 
 
 
 
 
 
 
11
production and a decrease of  the urinary excretion of renal  tubular  injury 
markers. 
 
Conclusion of part  I: NO  is an  important mediator  in  septic AKI and  the 
prevention or inhibition of its production has potential for the treatment of 
patients with sepsis.  
 
 
Part  II:  Role  of  iNOS  in  the  regulation  of  drug 
transporters in the kidney during inflammation 
 
Animal  studies  carried  out  by  others  have demonstrated  that  expression 
and  activity  of drug  transporters  are  changed during disease  conditions. 
This may be a mechanism  to protect  the organs  from  further damage.  In 
contrast  to  the  large  amount of  animal  studies  that  examined  the  role of 
drug  transporters  in  the  excretion  of  various  anionic  and  cationic 
compounds  from  the  liver  into  the  bile,  there  is  far  less  information 
available on  their  role  in  the handling of  these  compounds  in  the kidney 
during endotoxemia.   
Therefore, Chapter 5 describes the study of the expression levels of 
eighteen efflux  transporters  in  the kidney during endotoxemia. Rats were 
injected intraperitoneally (in the rim of the belly) with a single dose of LPS 
and  killed  at  different  time  points.  Control  animals  were  injected  with 
detoxified  LPS  (dLPS),  which  does  not  cause  a  systemic  inflammatory 
reaction  nor  does  it  activate  iNOS.  Both  blood  and  urine were  collected 
during the experiment. LPS‐injected rats showed proximal tubule damage 
and reduced kidney function compared to controls. In addition, both gene 
and protein expression levels of iNOS in the kidney, the amount of NOx in 
plasma  and  urine  and  the  amount  of  peroxynitrite  in  the  kidney  were 
increased after LPS treatment compared to controls.  
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The  gene  expression  levels  of  four  efflux  transporters  were 
increased  during  endotoxemia: Abcb1/P‐glycoprotein  (P‐gp), Abcb11/bile 
salt export pump (Bsep), Abcc2/Multidrug resistance protein 2 (Mrp2), and 
Abcc4/  Mrp4.  In  addition,  protein  levels  of  these  efflux  transporters 
increased  12  hours  after  LPS  treatment,  except  for  Abcc4/Mrp4,  which 
decreased during endotoxemia. Moreover, for the first time expression and 
localization of Abcb11/Bsep in rat kidney were shown.  
To  determine whether  the  activity  of  the  efflux  transporters was 
changed during endotoxemia, the excretion of the specific substrate calcein 
for  Abcc2/Mrp2 was measured  in  an  isolated  perfused  rat  kidney  (IPK 
model). In this model, the kidney  is removed from the body, placed  in an 
organ bath and perfused with a  fluid  that mimics blood. To  this  fluid  the 
specific substrate  is added and  the amount  that  is secreted  into  the urine 
reflects the activity of the drug transporter. The activity of Abcc2/Mrp2 was 
indeed  increased during endotoxemia, because  the amount of  the anionic 
calcein excreted  in urine was higher  in rats treated with LPS compared to 
controls.  
To  investigate  whether  the  change  in  expression  of  the  efflux 
transporters  in  the  kidney was mediated  by NO produced  by  iNOS,  the 
specific  iNOS  inhibitor, aminoguanidine, was  injected 1 hour after LPS or 
dLPS  treatment  in  rats.  In  agreement  with  the  findings  for  human 
endotoxemia described in Chapter 2, the increase in protein expression and 
iNOS  activity  were  inhibited  and  the  proximal  tubular  damage  was 
reduced after co‐administration with aminoguanidine. In addition, kidney 
function improved and the decrease in amount of the toxic peroxynitrite, as 
detected  in  the  rat  kidney  after  aminoguanidine  treatment,  could  be  an 
explanation  for  the  recovery of proximal  tubular damage. The expression 
levels of Abcb1/P‐gp, Abcb11/Bsep, and Abcc2/Mrp2 decreased again after 
co‐administration with aminoguanidine, suggesting a role for  iNOS  in the 
regulation of these efflux transporters in the kidney during endotoxemia. 
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In  Chapter  6,  the  role  of  iNOS  in  the  regulation  of  Abcc2/Mrp2 
during endotoxemia was investigated further by studying the excretion of 
the drug pravastatin using the IPK model. Normal rats and rats deficient in 
Mrp2 were intraperitoneally injected with LPS alone, or with both LPS and 
aminoguanidine and after 12 hours (peak expression Abcc2/Mrp2; Chapter 
5)  the  kidneys  were  used  for  perfusion  experiments.  Under  normal 
conditions,  the  excretion  of  pravastatin  was  decreased  in  Abcc2/Mrp2‐
deficient  rats  compared  to  normal  rats,  as  expected.  After  LPS 
administration  no  effect  on  pravastatin  excretion  in  the  kidney  was 
observed  in  normal  rats,  despite  an  up‐regulation  of  Abcc2/Mrp2. 
Surprisingly,  rats  deficient  in  Abcc2/Mrp2  showed  an  increase  in 
pravastatin  excretion  during  endotoxemia.  In  addition,  aminoguanidine 
did not have an effect on pravastatin excretion, suggesting that iNOS does 
not play a regulatory role in the handling of pravastatin in the kidney. The 
drug was highly  reabsorbed and gene and protein  levels of other anionic 
influx and efflux transporters in the kidney that could transport pravastatin 
did not differ between both rat strains.  
These findings indicate that Abcc2/Mrp2 contributes to the excretion 
of  pravastatin  in  the  kidney  under  normal  conditions,  whereas  during 
endotoxemia functional changes in the kidney could have a larger influence 
on  the Mrp2‐independent handling of pravastatin. Most  likely differences 
in  passive  reabsorption,  rather  than  changes  in  transporter  proteins 
contributed to the observed effects. 
Rats deficient  in Abcc2/Mrp2 display high plasma bilirubin  levels, 
and  in  Chapter  7  it  was  determined  whether  these  rats  are  protected 
against  acute  kidney  injury  by  inhibition  of  the  NO‐pathway  during 
endotoxemia.  Abcc2/Mrp2‐deficient  and  normal  rats  were  injected 
intraperitoneally with  one  single  dose  of  LPS  and  killed  after  12  hours. 
Control  animals  received  dLPS.  Administration  of  LPS  resulted  in  the 
expected  systemic  inflammatory  reaction and decrease  in body weight  in 
both strains.  
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 11 
288 
 
 
 
 
 
 
In contrast, the increase in iNOS expression and NOx production in 
the  kidney  were  less  severe  in  Abcc2/Mrp2‐deficient  rats  compared  to 
normal  rats during endotoxemia.  In addition,  the kidney proximal  tubule 
was less severely damaged compared to normal rats after LPS treatment.  
Bilirubin  has  the  ability  to  scavenge  excessive  NO  and  could, 
therefore, be  responsible  for  the protective effect  in Abcc2/Mrp2‐deficient 
rats. Furthermore, expression of the heme‐oxygenase‐1 (HO‐1), an enzyme 
that  produces  bilirubin  after  heme  conversion,  was  more  induced  in 
Abcc2/Mrp2‐deficient  rat  kidneys  compared  to  normal  rats  after  LPS 
treatment. We  speculate  that  the  high  bilirubin  levels  together with  the 
high HO‐1 in the kidney decrease NO production and peroxynitrite release 
in the kidney, thereby protecting against proximal tubular damage during 
endotoxemia. 
 In Chapter 8, the role of iNOS in the activity of Abcb1/P‐gp in the 
kidney  during  endotoxemia  was  determined.  Twelve  hours  after  the 
intraperitoneal  injection of LPS  (peak expression Abcb1/P‐gp, Chapter 5), 
both LPS and aminoguanidine, or dLPS, rats were killed and kidneys were 
removed  and used  for perfusion  experiments. Despite  a  clear  increase  in 
Abcb1/P‐gp  expression,  the  urinary  excretion  of  the  cationic  substrate, 
rhodamine  123,  was  decreased  during  endotoxemia.  Aminoguanidine 
reversed  this  decrease  in  transport,  suggesting  a  role  for  iNOS  in  the 
handling of rhodamine 123 in the kidney.  
To determine whether this reduced excretion of rhodamine 123 was 
caused by a change in expression of influx drug transporters in the kidney 
during endotoxemia, expression levels of three organic cation transporters 
(Oct1‐3) were determined. Indeed, both gene and protein expression levels 
of Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2 were decreased  in rats  treated with LPS 
compared  to  controls.  In  contrast,  expression  levels of  Slc22a3/Oct3 were 
very  low and did not change during endotoxemia, suggesting that  its role 
in the kidney  is negligible. Co‐administration of aminoguanidine reversed 
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the decrease  in Slc22a1/Oct1 and Slc22a2/Oct2 protein expressions during 
endotoxemia.  
Apparently, the decrease  in activity of  influx carriers, regulated by 
iNOS,  reduces  the  accumulation  of  toxic  compounds  and,  subsequently, 
further  proximal  tubular  damage  during  endotoxemia.  The  reduction  in 
excretion  of  cationic  compounds  may  have  consequences  for  drug 
disposition in the body during sepsis. Reduced renal uptake of drugs could 
protect against drugs that have adverse effects in the kidney. On the other 
hand, if the drugs are meant to treat the kidney or urinary tract it may lead 
to  concentrations  in  the  kidney  below  therapeutic  levels  and  result  in 
failure of treatment.  
In Chapter 9  the NO‐dependency of  the up‐regulation of Abcb1/P‐
gp was  investigated  in  spontaneously  immortalized  rat  kidney  proximal 
tubular  cells  (GERP).  These  cells were  exposed  for  24  hours  to  an NO 
donor,  LPS  and/or  tumor  necrosis  factor‐α  (TNF‐α),  alone  or  in 
combination with different pharmacological agents  that  interfere with  the 
NO‐regulation pathway.  
In  agreement with  findings described  in Chapters  2  and  5  of  this 
thesis, exposing cells to LPS or a combination of LPS and TNF‐α resulted in 
an  increase  in  iNOS gene and protein expression  levels.  In contrast, TNF‐
α alone did not have an effect on iNOS levels  in GERP cells. Furthermore, 
Abcb1/P‐gp gene and protein expression were increased after TNF‐α in the 
presence and absence of LPS. LPS alone, on the other hand did not change 
the  P‐gp  expression.  These  findings  suggests  that Abcb1/P‐gp  gene  and 
protein expression can be regulated during endotoxemia by  two different 
pathways; one involving NO and an NO‐independent pathway.  
The  activity  of  Abcb1/P‐gp  was  determined  using  a  calcein 
accumulation test. In this assay cells are exposed to the highly lipid soluble 
calcein‐AM, which enters the cells very easily and is transported out of the 
cells by Abcb1/P‐gp. However, when Abcb1/P‐gp  is  inhibited, calcein‐AM 
can be converted into calcein which accumulates in the cells.  
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Abcb1/P‐gp  activity  was  increased  when  cells  were  exposed  to  TNF‐α 
either  alone  or  in  combination  with  LPS.  This  increased  activity  was 
reversed after exposure to antibodies against toll‐like receptor‐4 (TLR‐4) or 
nuclear factor kappaB (NF‐κB).  
These findings suggest that the signaling pathway of TNF‐α leading 
to  increased  Abcb1/P‐gp  activity  in  GERP  cells  seems  to  involve  the 
activation of TLR‐4 and the movement of NF‐κB in the nucleus. Finally, this 
results in the formation of new P‐gp.  
 
Conclusion  of part  II:  an  increase  in  expression of  important drug  efflux 
transporters  and  a  decrease  in  influx  transporters  after  excessive 
production of NO by iNOS protect the proximal tubule cells against further 
damage  during  endotoxemia.  In  the  kidney,  both  Abcb1b/P‐gp  and 
Abcc2/Mrp2 are responsible for the excretion of various antibiotics into the 
urine  and,  therefore,  changes  in  renal  drug  transporter  activity  during 
sepsis may have consequences  for  the pharmacokinetics of  these drugs  in 
septic AKI patients.  
 
Chapter 10 gives an overview of the models used to study the role of iNOS 
in AKI  and  in  the  regulation  of  drug  transporters  in  the  kidney  during 
sepsis or endotoxemia. Furthermore, the strengths and weaknesses of these 
models are discussed. Moreover, the differences between drug transporter 
regulation  in  the kidney and  liver during  systemic  inflammation and  the 
role of NO in these processes are described. Finally, the selective inhibition 
of  iNOS  as  a  putative  approach  for  the  treatment  of  septic AKI  and  the 
clinical consequences of changes  in expression  levels of drug  transporters 
in the kidney are discussed. 
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Samenvatting 
 
Achtergrond 
 
In 1879 ontdekte Louis Pasteur als eerste de aanwezigheid van bacteriën in 
het  bloed  van  kraambedvrouwen  met  koorts  als  gevolg  van 
‘bloedvergiftiging’,  ofwel  sepsis.  Eén  vrouw  overleefde  en  Pasteur 
verklaarde dit met de uitspraak  ʺNaturae medicatrix won  the victory”; een 
denkwijze  dat  sepsis  een  systemische  reactie  in  de  strijd  tegen 
ziekteverwekkers  is.  Tegenwoordig  is  het  nog  steeds  noodzakelijk  dat 
wetenschappers en artsen deze ʺNaturae medicatrixʺ begrijpen en benaderen 
om patiënten met sepsis op de intensive care units te kunnen genezen.  
Ondanks  vele  inspanningen  blijft  sepsis  een  ernstig  klinisch 
probleem  dat  jaarlijks  zorgt  voor  net  zoveel  sterfgevallen  als  na  een 
hartaanval. De  frequentie van sepsis neemt ook nog steeds  toe. Dit wordt 
veroorzaakt  door  een  verouderende  bevolking  met  stijgende  aantallen 
patiënten  die  besmet  raken  met  resistente  micro‐organismen,  door 
patiënten  die  behandeld  worden  met  geneesmiddelen  die  het 
immuunsysteem onderdrukken, door de implantatie van kunstmateriaal en 
door patiënten die zeer riskante langdurige operaties ondergaan [1].  
Tijdens  sepsis  is  de  nier  één  van  de  eerste  organen waarvan  de 
werking faalt bij ongeveer 20% van de patiënten [2]. Bovendien sterft 75% 
van  de  patiënten  met  septisch  acuut  nierfalen,  hetgeen  een  veel  hoger 
percentage  is  dan wordt waargenomen  bij  patiënten  van wie  het  acuut 
nierfalen niet veroorzaakt wordt door  sepsis  (45%)  [3]. Acuut nierfalen  is 
een  syndroom dat wordt gekenmerkt door  een plotselinge verslechtering 
van de nierfunctie, waardoor de nier niet meer in staat is om stoffen via de 
urine uit te scheiden en de vloeistof en elektrolyten balans in het lichaam te 
handhaven [4].  
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Een verminderde bloeddoorstroming in de nier als resultaat van het 
onvoldoende  samentrekken  van  het  hart  met  een  lage  bloeddruk  tot 
gevolg, alsmede giftige mechanismen veroorzaakt door grote hoeveelheden 
stikstofoxide  (NO)  dragen  bij  tot  nierschade  tijdens  sepsis  [2].  Bij  een 
systemische  ontsteking  wordt  het  enzym  induceerbaar‐ 
stikstofoxidesynthase  (iNOS)  geactiveerd  waardoor  zeer  grote 
hoeveelheden  NO  worden  geproduceerd.  NO  kan  met  superoxide 
(zuurstofmolecuul met negatieve  lading, O2‐) reageren om het zeer giftige 
peroxynitriet  (ONOO‐)  te  vormen  [5].  In  tegenstelling  tot  veel  andere 
organen is de activiteit van iNOS in de nier laag maar altijd aanwezig in de 
proximale tubulus [6].  
In verhouding tot het grote aantal in vitro (weefselkweek) en in vivo 
(in  het  levende  organisme)  studies  naar  de  rol  van  iNOS  tijdens 
systemische  ontsteking  (Hoofdstuk  1),  is  er  veel  minder  bekend  over 
verhoogde activiteit van dit enzym bij de mens. Tot dusver  is slechts één 
klinische studie met een aspecifieke iNOS‐remmer gedaan bij patiënten met 
septische shock  (sepsis die een zeer  lage bloeddruk veroorzaakt), die niet 
succesvol was (Hoofdstuk 1). De toename in sterfte die in deze studie werd 
waargenomen  zou  kunnen  worden  verklaard  door  het  feit  dat  de 
aspecifieke  remmer  zowel  iNOS  als  de  fysiologisch  belangrijke  isovorm, 
endotheliaal NOS,  remt,  en door de  hoge dosering die  in  deze  klinische 
studie werd gebruikt. Bovendien hebben alleen dierstudies aangetoond dat 
selectieve  remming  van  iNOS  vermindering  van  septisch  acuut nierfalen 
geeft (zie Tabel 1.2., Hoofdstuk 1). 
De proximale  tubulus  (zie Figuur 1.2. Hoofdstuk 1) van de nier  is 
verantwoordelijk voor de verwijdering van lichaamsvreemde stoffen (zoals 
bijv. geneesmiddelen), hun afbraakproducten en stofwisselingsafvalstoffen 
uit het bloed naar de urine. Om deze ontgiftingsfunctie te verwezenlijken, 
beschikken  de  cellen  over  diverse  transportsystemen 
(geneesmiddeltransporters)  voor  de  actieve  opname  (influx)  en 
uitscheiding (efflux) van negatief (anion) of positief (kation) geladen stoffen 
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[7]. Door deze functie zijn de nieren kwetsbaar voor giftige effecten en is de 
proximale tubulus vaak de eerste plaats waar schade optreedt tijdens acuut 
nierfalen  [8].  Eerdere  studies  in  ons  laboratorium met  proximale  tubuli 
geïsoleerd  uit  de  nier  van  de  tandkarper  toonden  aan  dat  NO  de 
transportactiviteit  van  geneesmiddeltransporters  reguleert  [9].  Bovendien 
kunnen  veranderingen  in  de  expressieniveaus  en  activiteit  van  deze 
geneesmiddeltransporters  tijdens  systemische  ontsteking  de 
farmacokinetiek  (het  lot van een geneesmiddel  in het menselijke  lichaam) 
van veel geneesmiddelen veranderen  [10]. Dit kan gevolgen hebben voor 
een betrouwbare opname en werking van geneesmiddelen tijdens sepsis.  
Zoals  beschreven  in  Hoofdstuk  1,  stellen  wij  dat  de  selectieve 
remming van  iNOS  een goede aanpak kan zijn voor de behandeling van 
septisch acuut nierfalen. Verder wordt de huidige kennis over de deelname 
van  iNOS  in septisch nierfalen beschreven  in dit hoofdstuk. Het doel van 
de studies beschreven  in dit proefschrift was het onderzoeken van de  rol 
van  iNOS‐activering en productie van NO tijdens septisch acuut nierfalen 
in de mens (deel I) en de rol in de regulatie van geneesmiddeltransporters 
in de nier tijdens systemische ontsteking (deel II).  
 
 
Deel I: Rol van  iNOS  in acuut nierfalen tijdens humane 
endotoxemie en sepsis 
 
Hoofdstuk  2  beschrijft  de  allereerste  studie  in  de  mens  waarin  de 
aanwezigheid  van  iNOS  in  proximale  tubuluscellen  wordt  gedetecteerd 
tijdens sepsis en experimentele endotoxemie (aanwezigheid van bacteriële 
componenten  in  de  bloedbaan).  In  het  experimentele  endotoxemiemodel 
(Figuur  11.1.), werd  bij  gezonde  vrijwilligers  intraveneus  het  endotoxine 
lipopolysaccharide  (LPS;  component  van  celwand  van  Gramnegatieve 
bacteriën die niet levensvatbaar is) ingespoten om sepsis na te bootsen.  
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A          B 
Figuur 11.1. A) Opstelling van het humane endotoxemiemodel. B) Bokalen waarin de urine 
werd opgevangen en vervoerd. 
 
De  cellen van de nier die uit urine werden geïsoleerd vertoonden 
een  grote  toename  in  de  hoeveelheid  van  iNOS‐gen  expressie  bij  zowel 
patiënten met  sepsis  als de  gezonde  vrijwilligers  ingespoten met LPS,  in 
vergelijking met cellen van de controlegroep (gezonde vrijwilligers die met 
zoutoplossing waren  ingespoten). Deze  cellen werden  geïdentificeerd  als 
proximale  tubuluscellen. Om de activiteit van  iNOS  te onderzoeken werd 
op verschillende tijdstippen gedurende de eerste 24 uur na LPS‐toediening 
zowel  bloed  als  urine  verzameld. De  uitscheiding  van NO‐metabolieten 
(NOx)  in urine was hoger  in patiënten met  sepsis  evenals  in de gezonde 
vrijwilligers  6  tot  12  uur  na  toediening  van  LPS  in  vergelijking met  de 
controlegroep  (Figuur  11.2.).  Er werd  geen  verandering  in  plasma NOx 
waargenomen, wat suggereert dat de activiteit van  iNOS vooral  lokaal  in 
de nier was verhoogd.  
Daarnaast  werd  het  effect  van  de  activering  van  iNOS  op 
niertubulaire  schade  bestudeerd. Hiervoor werd de uitscheiding  bepaald 
van  het  enzym  glutation  S‐transferase  (GST),  dat  vrijkomt  in  de  urine 
wanneer cellen worden beschadigd. Dit enzym kent meerdere  isovormen, 
waarvan  er  een  aanwezig  is  in  de  proximale  tubulus  (GSTA1‐1)  en  een 
ander  in  de  distale  tubulus  (GSTP1‐1).  De  resultaten  lieten  zien  dat  de 
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uitscheiding  van GSTA1‐1  in de  urine was  verhoogd  na LPS‐toediening, 
terwijl er geen effect op de uitscheiding van GSTP1‐1 waarneembaar was. 
Tezamen met  de  correlatie  tussen NOx  en GSTA1‐1  in  de  urine, wijzen 
deze  resultaten  op  schade  aan  de  proximale  tubulus  door  lokaal 
geproduceerde NO na activering van iNOS. 
Om  te bepalen of de  schade  aan de proximale  tubuluscellen door 
een  overmatige  productie  van  NO  werd  veroorzaakt,  werden  gezonde 
vrijwilligers 1 uur na behandeling met LPS  ingespoten met een specifieke 
remmer  van  iNOS,  het  aminoguanidine.  Dit  resulteerde  in  een 
verminderde  toename  in  de  expressie  van  het  iNOS‐gen  en  een 
verminderde uitscheiding  van NOx  in de urine. Bovendien  verminderde 
aminoguanidine de proximaal‐tubulaire  schade, wat doet vermoeden dat 
selectieve remming van iNOS mogelijk een goede behandeling van septisch 
acuut nierfalen zou kunnen zijn.  
In Hoofdstuk 3 werd het effect bepaald van ontgifting van LPS op 
de activering van iNOS en de daarop volgende tubulaire schade in de nier 
en op de nierfunctie  in patiënten met sepsis. In de proximale  tubulus van 
de nier zit het enzym alkalische fosfatase en dit enzym is in staat om LPS te 
ontgiften  tijdens  sepsis.  Echter,  het  giftige  peroxynitriet,  dat  vrijkomt 
tijdens  sepsis, kan alkalische  fosfatase  inactiveren. Voorafgaand aan onze 
studie hadden alleen dierexperimenten aangetoond dat alkalische fosfatase 
de  systemische  reactie  en mortaliteit  vermindert  tijdens  endotoxemie  en 
sepsis.  Hoofdstuk  3  beschrijft  de  eerste  klinische  studie  met  alkalische 
fosfatase  waarin  gedetailleerd  onderzoek  is  gedaan  naar  nierfunctie  bij 
patiënten  met  ernstige  sepsis  (sepsis  die  het  falen  van  ten  minste  één 
orgaan veroorzaakt) of met septische shock.  
De  patiënten met  een  bewezen  of  veronderstelde  Gramnegatieve 
bacteriële  infectie  (aanwezigheid  van  LPS)  werden  gedurende  24  uur 
intraveneus  ingespoten  met  alkalische  fosfatase.  Op  verschillende 
tijdstippen werd bloed en urine verzameld om het expressieniveau en de 
activering van iNOS en het effect op nierschade te kunnen analyseren.  
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De  hoeveelheid  van  het  iNOS‐gen  in  proximale  tubuluscellen, 
geïsoleerd uit urinemonsters, was lager bij patiënten die behandeld waren 
met alkalische fosfatase in vergelijking met de controlegroep (patiënten met 
sepsis die met een zoutoplossing waren  ingespoten). Dit  is de eerste keer 
dat is aangetoond dat een farmacologische interventie de expressieniveaus 
van iNOS vermindert in patiënten met sepsis. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figuur 11.2. De mate van roze kleuring geeft de hoeveelheid NOx in urine of plasma weer. 
 
In vergelijking met de controlegroep was de uitscheiding van NOx 
in de urine  lager na  infusie met alkalische  fosfatase.  In overeenstemming 
met Hoofdstuk 2 was ook de uitscheiding van GSTA1‐1  in urine verlaagd 
na de  behandeling met  het  enzym, wat wijst  op  een  lokale  bescherming 
tegen  giftige  processen  in  de  proximale  tubulus  van  de  nier.  Bovendien 
verbeterde de nierfunctie gedurende de  eerste 24 uur na de  start met de 
infusie van alkalische  fosfatase, en deze was na 7 dagen nog steeds beter 
dan die van patiënten met ernstige sepsis of septische shock, die niet met 
het  enzym  waren  behandeld.  Gebaseerd  op  deze  resultaten  zal  er  een 
nieuwe klinische  studie met patiënten met  septisch  acuut nierfalen  in de 
toekomst worden uitgevoerd om  te bevestigen dat het klinische voordeel 
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van alkalische fosfatase toe te schrijven is aan de potentiële beschermende 
effect(en) op het nierweefsel. 
Het  effect  van  toediening  van  methyleenblauw,  een  stof  die 
verschillende isovormen van NOS kan remmen en die NO kan wegvangen, 
werd  in  Hoofdstuk  4  bepaald.  Verschillende  klinische  studies  hebben 
gunstige  resultaten van methyleenblauw  laten  zien bij het bestrijden van 
hartfalen tijdens septische shock. Echter, er zijn geen studies bekend die de 
directe gevolgen voor de nier tijdens sepsis onderzochten. 
De  patiënten  met  septische  shock  kregen  gedurende  4  uur 
methyleenblauw  via  een  continu  infuus  toegediend,  en  bloed  en  urine 
werden  de  eerste  24  uur  op  verschillende  tijdstippen  verzameld  (Figuur 
11.3.).  In  vergelijking  tot  niveaus  van  vóór  het  begin  van de  infusie met 
methyleenblauw  was  de  uitscheiding  van  NOx  in  de  urine  tijdens  de 
infusie verminderd.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figuur 11.3. Blauwe kleuring van urine van sepsispatiënten na injectie met  
        methyleenblauw. 
 
Bovendien was de uitscheiding  in de urine van zowel GSTA1‐1 als 
GSTP1‐1  tijdens  septische  shock  verhoogd  vóór het  begin  van de  infusie 
met methyleenblauw en deze verhogingen namen tijdens deze infusie af.  
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In  vergelijking  met  niveaus  vóór  het  begin  van  de  infusie  met 
methyleenblauw  was  de  uitscheiding  van  NOx  in  de  urine  tijdens  de 
infusie verminderd. In septische shockpatiënten veroorzaakt de toediening 
van methyleenblauw een verlaging  in uitscheiding van NO en de daarop 
volgende tubulaire schade. 
 
Conclusie  van  deel  I: NO  is  een  belangrijke mediator  in  septisch  acuut 
nierfalen en het remmen van de productie, dan wel het wegvangen ervan 
bieden mogelijkheden voor behandeling van patiënten met sepsis. 
 
 
Deel II: Rol van iNOS in de regulatie van geneesmiddel‐
transporters in de nier tijdens endotoxemie  
 
Eerdere  dierstudies  hebben  aangetoond  dat  tijdens  diverse  ziekten  de 
expressie  en  activiteit  van  geneesmiddeltransporters  veranderen. Dit  zou 
een  mechanisme  kunnen  zijn  om  de  organen  tegen  verdere  schade  te 
beschermen. In verhouding tot de grote hoeveelheid dierstudies die de rol 
van geneesmiddeltransporters in de uitscheiding van diverse anionische en 
kationische  stoffen  door  de  lever  in  de  gal  tijdens  endotoxemie 
onderzochten,  is  er  veel  minder  onderzoek  gedaan  naar  hun  rol  in  de 
uitscheiding van deze stoffen door de nier.   
In Hoofdstuk  5 werden de  expressieniveaus  van  18  verschillende 
effluxtransporters  in  de  nier  tijdens  endotoxemie  onderzocht.  Ratten 
werden intraperitoneaal (in de buikholte) ingespoten met één enkele dosis 
LPS  en  vervolgens  op  verschillende  tijdstippen  gedood.  Controleratten 
werden  ingespoten met  ontgifte  LPS  (dLPS),  dat  niet  in  staat  is  om  een 
systemische ontsteking te veroorzaken, noch om iNOS te activeren. Tijdens 
het experiment werd zowel bloed als urine verzameld (Figuur 11.4.). 
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Zoals  verwacht was  door  de  ontstekingsreactie  de  nier,  en  in  het 
bijzonder de proximale tubulus, beschadigd en nam de nierfunctie in LPS‐
behandelde  ratten  af  in  vergelijking  met  de  controlegroep.  Bovendien 
waren de expressie van het  iNOS‐gen en  ‐eiwit  in de nier, de hoeveelheid 
NOx  in plasma en urine en de hoeveelheid peroxynitriet  in de nier hoger 
na  behandeling  met  LPS  in  vergelijking  met  de  controlegroep.  Tijdens 
endotoxemie  werd  een  toegenomen  genexpressie  waargenomen  van  de 
effluxtransporters:  Abcb1/P‐glycoproteïne  (P‐gp), 
Abcb11/galzoutexcretiepomp  (Bsep),  Abcc2/  multidrugresistentie‐eiwit  2 
(Mrp2),  en  Abcc4/Mrp4.  Bovendien  was  de  eiwitexpressie  van  deze 
effluxtransporters verhoogd, behalve die van Abcc4/Mrp4 ,waarbij juist een 
verlaging  werd  waargenomen  tijdens  endotoxemie.  Verder  kon  de 
aanwezigheid  en  lokalisatie  van  Abcb11/Bsep  voor  het  eerst  in  de 
rattennier worden aangetoond. 
  
Figuur 11.4. Ratten werden in metabole kooien geplaatst om urine op te vangen. 
 
Om  te  bepalen  of  behalve  de  expressie  ook  de  activiteit  van  de 
effluxtransporters  verandert  tijdens  endotoxemie,  werd  de  uitscheiding 
van  het  Abcc2/Mrp2‐specifieke  substraat  calceïne  gemeten  in  een 
geïsoleerde geperfundeerde rattennier (IPK‐model, Figuur 11.5.).  
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In  dit  model  wordt  de  nier  verwijderd  uit  het  lichaam,  in  een 
orgaanbad  geplaatst  en  geperfundeerd  met  een  vloeistof  die  zoveel 
mogelijk overeenkomt met bloed. Aan deze vloeistof wordt het specifieke 
substraat toegevoegd en de hoeveelheid, die vervolgens in de urine wordt 
uitgescheiden, weerspiegelt  de  activiteit  van  de  geneesmiddeltransporter 
van dit  substraat. De activiteit van Abcc2/Mrp2 was  inderdaad verhoogd 
tijdens  endotoxemie,  aangezien  de  hoeveelheid  van  het  uitgescheiden 
calceïne hoger was  in de urine van  ratten die met LPS waren  ingespoten 
dan in de controlegroep.  
Om  te onderzoeken of de verandering  in expressieniveaus van de 
effluxtransporters werd  gereguleerd  door NO  geproduceerd  door  iNOS, 
werd de specifieke remmer van iNOS, aminoguanidine, één uur na LPS of 
dLPS in de ratten ingespoten. 
In  overeenstemming  met  Hoofdstuk  2,  was  na  behandeling  met 
aminoguanidine de verhoging in eiwitniveau en ‐activiteit van iNOS in de 
nier  lager  en werd  er minder  proximaal‐tubulaire  schade waargenomen. 
Bovendien was de nierfunctie in ratten die ook met aminoguanidine waren 
ingespoten  minder  aangetast  in  vergelijking  met  ratten  die  alleen  LPS 
kregen. Verder normaliseerden de niveaus van Abcb1/P‐gp, Abcb11/Bsep 
en Abcc2/Mrp2 na behandeling met aminoguanidine, wat wijst op een rol 
voor  iNOS  in  de  regulatie  van  deze  effluxtransporters  in  de  nier  tijdens 
endotoxemie.  
In  Hoofdstuk  6  werd  de  rol  van  iNOS  in  de  regulatie  van 
Abcc2/Mrp2  bepaald  door  het  bestuderen  van  de  uitscheiding  van    het 
geneesmiddel pravastatine  tijdens endotoxemie. Normale ratten en Mrp2‐
deficiënte ratten werden intraperitoneaal ingespoten met alleen LPS of met 
zowel  LPS  als  aminoguanidine  en  na  12  uur werden  de  nieren  gebruikt 
voor het  IPK‐model. Zoals beschreven  in Hoofdstuk  5, werden  er  op dit 
tijdstip  piekniveaus  van  het  eiwit  Abcc2/Mrp2  waargenomen  tijdens 
endotoxemie. 
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Figuur 11.5. Schematische weergave van het IPK‐model. 
 
Zoals verwacht was de uitscheiding van pravastatine lager in Mrp2‐
deficiënte  ratten  in  vergelijking  met  normale  ratten  onder  normale 
omstandigheden. In normale ratten werd na toediening van LPS geen effect 
op  de  excretie  van  pravastatine  gevonden  ondanks  een  verhoging  van 
Abcc2/Mrp2  in  de  nier. Opvallend was  dat  de  excretie  van  pravastatine 
toenam  tijdens  endotoxemie  in  Mrp2‐deficiënte  ratten.  Aminoguanidine 
had geen effect op de uitscheiding van pravastatine  tijdens endotoxemie, 
wat erop wijst dat  iNOS een minder belangrijke rol speelt  in het hanteren 
van dit geneesmiddel in de nier. De reabsorptie van pravastatine was hoog 
en  er  was  geen  verschil  tussen  beide  rattenstammen  in  gen‐  en 
eiwitexpressie  van  andere  anionische  influx‐  en  effluxtransporters  die 
pravastatine kunnen transporteren in de nier. 
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Deze bevindingen wijzen erop dat onder normale omstandigheden 
Abcc2/Mrp2 bijdraagt aan de uitscheiding van pravastatine in de nier, maar 
tijdens  endotoxemie  hebben  functionele  veranderingen  in  de  nier  een 
grotere  invloed  op  de  uitscheiding  van  pravastatine.  Zeer waarschijnlijk 
dragen  verschillen  in  passieve  reabsorptie  meer  dan  verschillen  in 
transportereiwitexpressie bij aan de waargenomen effecten. 
In  Hoofdstuk  7  werd  onderzocht  of  Mrp2‐deficiënte  ratten,  die 
hoge gehaltes aan bilirubine  in het plasma hebben, beschermd zijn  tegen 
acuut  nierfalen  tijdens  endotoxemie  via  remming  van  de  NO‐route. 
Hiervoor werden Mrp2‐deficiënte  ratten  intraperitoneaal  ingespoten met 
LPS en werd na 12 uur de nierschade en –functie vergeleken met normale 
ratten. Controleratten kregen een injectie met het dLPS.  
Behandeling  met  LPS  resulteerde  in  de  verwachte  systemische 
ontstekingsreactie  en  een  daling  van  het  lichaamsgewicht  in  beide 
rattenstammen.  De  verhoging  van  het  iNOS‐niveau  in  de  nier  en  de 
productie  van NOx was minder  prominent  bij Mrp2‐deficiënte  ratten  in 
vergelijking  tot  normale  ratten  tijdens  endotoxemie.  Bovendien  was  de 
proximale  tubulus minder ernstig beschadigd  in Mrp2‐deficiënte ratten  in 
vergelijking tot normale ratten na behandeling met LPS.  
Bilirubine  heeft  de  capaciteit  om  NO  weg  te  vangen,  en  zou 
daardoor verantwoordelijk kunnen zijn voor het beschermende effect in de 
nier tijdens endotoxemie in Mrp2‐deficiënte ratten. Verder was het niveau 
van haem‐oxygenase‐1  (HO‐1), een enzym dat bilirubine kan produceren, 
hoger  in  de  nier  van Mrp2‐deficiënte  ratten  in  vergelijking met  normale 
ratten na behandeling met LPS. Dit enzym zou mede kunnen bijdragen aan 
de bescherming tegen proximale tubulusschade tijdens endotoxemie.  
In Hoofdstuk 8 werd de rol van iNOS in de activiteit van Abcb1/P‐
gp  in de nier tijdens endotoxemie bepaald door gebruik te maken van het 
IPK‐model.  Twaalf  uur  na  intraperitoneale  injectie  van  LPS,  LPS  en 
aminoguanidine, of dLPS werden de nieren verwijderd  en gebruikt voor 
het IPK‐model (piekniveaus van Abcb1/P‐gp; Hoofdstuk 5). In tegenstelling 
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tot  wat  werd  verwacht,  was  de  uitscheiding  van  het  substraat  voor 
Abcb1/P‐gp,  het  kationische  rodamine  123,  verlaagd  in  ratten  behandeld 
met LPS  in vergelijking met de controlegroep. Aminoguanidine herstelde 
de uitscheiding weer  tot normaal, wat doet vermoeden dat  iNOS een  rol 
speelt bij het hanteren van rodamine 123 in de nier.  
Om  te  bepalen  of  deze  daling  in  uitscheiding  van  rodamine  123 
werd  veroorzaakt  door  een  verandering  in  expressieniveaus  van 
influxtransporters,  werden  de  niveaus  van  drie  organische‐
kationtransporters  (Oct1‐3)  bepaald. Zowel  de  gen‐  als  de  eiwitexpressie 
van Slc22a1/Oct1 en Slc22a2/Oct2 waren inderdaad lager in rattennieren na 
LPS behandeling  in vergelijking met de  controlegroep. Echter het niveau 
van  Slc22a3/Oct3  in  de  nier  was  zeer  laag  en  veranderde  niet  tijdens 
endotoxemie, wat erop wijst dat deze transporter een verwaarloosbare rol 
speelt in de uitscheiding van kationische stoffen in de urine. Verder stegen 
de eiwitniveaus van Slc22a1/Oct1 als Slc22a2/Oct2 weer na de behandeling 
met aminoguanidine.  
Blijkbaar  wordt  door  de  daling  in  de  activiteit  van 
influxtransporters,  gereguleerd  door  iNOS,  de  opeenhoping  van  giftige 
stoffen  en  vervolgens  proximale  tubulusschade  tijdens  endotoxemie 
gereduceerd. De daling  in opname van kationische stoffen  in de nier kan 
gevolgen  hebben  voor  de  farmacokinetiek  van  geneesmiddelen  tijdens 
sepsis. Als de geneesmiddelen negatieve effecten in de nier hebben zou de 
verminderde  opname  voordelig  kunnen  zijn.  Anderzijds,  als  de 
geneesmiddelen  juist  in  de  nier werken,  kan  het  leiden  tot  suboptimale 
concentraties en vervolgens tot het falen van de behandeling. 
In Hoofdstuk 9 werd de NO‐afhankelijkheid van de  regulatie van 
Abcb1/P‐gp onderzocht  in proximale tubuluscellen van de rattennier door 
deze  bloot  te  stellen  aan  verschillende  ontstekingsmediatoren.  Proximale 
tubuluscellen (Figuur 11.6.) werden gedurende 24 uur aan een NO‐donor, 
LPS  en/of  tumornecrose  factor‐α  (TNF‐α)  blootgesteld  en  behandeld met 
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verschillende stoffen die op diverse wijzen zouden kunnen ingrijpen in de 
regulatie van Abcb1/P‐gp. 
In overeenstemming met Hoofdstukken 2 en 5, was na blootstelling 
van proximale tubuluscellen aan LPS of een combinatie van LPS en TNF‐α 
de iNOS‐gen‐ en eiwitexpressie verhoogd in vergelijking met controlecellen 
(blootgesteld aan fysiologisch zout). Echter, behandeling met alleen TNF‐α 
had geen effect op het iNOS‐niveau. Daarnaast was de hoeveelheid van het 
Abcb1/P‐gp‐gen  en  eiwit  verhoogd  na  blootstelling  aan  TNF‐α of  een 
combinatie van TNF‐α en LPS. LPS alleen gaf echter geen verandering  in 
Abcb1/P‐gp‐expressie.  Deze  bevindingen  suggereren  dat  minstens  twee 
verschillende  signaalroutes  de  expressie  van  Abcb1/P‐gp  tijdens 
endotoxemie  regelen;  één  waar  NO  bij  betrokken  is  en  één  NO‐
onafhankelijke route . 
 
 
 
Figuur 11.6. Proximale tubuluscellen, die met behulp van een fluorescentiemicroscoop met 
         een vergroting van 1000x in beeld zijn gebracht. 
 
De  Abcb1/P‐gp‐activiteit  werd  gemeten  met  behulp  van  een 
calceïne‐opeenhopingstest.  In deze  test worden de cellen blootgesteld aan 
het  lipofiele  (stof  die  goed  in  vet  oplost)  calceïne‐AM,  dat  daardoor 
gemakkelijk de cellen  ingaat en vervolgens door Abcb1/P‐gp uit de cellen 
wordt  gepompt. Als Abcb1/P‐gp  niet  actief  is,  zal  calceïne‐AM  in de  cel 
omgezet  worden  in  calceïne  en  ophopen.  De  Abcb1/P‐gp‐activiteit  was 
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verhoogd na blootstelling van proximale  tubuluscellen aan TNF‐α of een 
combinatie van TNF‐α en LPS. Deze verhoogde activiteit werd weer  lager 
na  blootstelling  aan  antilichamen  tegen  toll‐like  receptor‐4  (TLR‐4)  of 
nucleaire  factor  kappaB  (NF‐κB).  Deze  bevindingen  suggereren  dat 
activering van TLR‐4 en het verplaatsen van NF‐κB naar de kern betrokken 
zijn bij de signaalroute van TNF‐α die  leidt tot activering van Abcb1/P‐gp 
Tot slot resulteert dit in de vorming van nieuw P‐gp.  
 
Conclusie  van  deel  II:  proximale  tubuluscellen worden  beschermd  tegen 
verdere  schade  tijdens  endotoxemie  door  een  stijging  in  activiteit  van 
efflux‐  en  daling  in  activiteit  van  influxtransporters  in  de  nier  na 
overmatige productie van NO door iNOS. In de nier zijn zowel Abcb1b/P‐
gp  als  Abcc2/Mrp2  verantwoordelijk  voor  de  uitscheiding  van  diverse 
antibiotica  in de urine  en daardoor kan  een verandering  in activiteit van 
deze  geneesmiddeltransporters  tijdens  sepsis  gevolgen  hebben  voor  de 
behandeling met deze middelen van patiënten met septisch acuut nierfalen.  
 
Hoofdstuk  10  geeft  een  overzicht  van  de  onderzoeksmodellen  die  zijn 
gebruikt om de rol van iNOS in septisch acuut nierfalen en in de regulatie 
van  geneesmiddeltransporters  in  de  nier  te  bestuderen.  De  sterke  en 
zwakke  punten  van  deze  modellen  worden  in  dit  hoofdstuk 
bediscussieerd.  Voorts  wordt  de  regulatie  van  transporters  in  de  nier  
tijdens systemische ontsteking vergeleken met de lever en de rol van NO in 
deze  processen  beschreven.  Tot  slot  wordt  verondersteld  dat  selectieve 
remming  van  iNOS  kan  dienen  als  behandeling  van  septisch  acuut 
nierfalen en worden de klinische gevolgen van veranderingen in expressie 
van geneesmiddeltransporters in de nier besproken.  
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Dankwoord 
 
Gedurende  mijn  promotieonderzoek  hebben  vele  proefdieren,  vrijwilligers  en 
patiënten lichaamsvloeistoffen afgestaan om de gevolgen van NO‐overproductie te 
kunnen  bestuderen.  Dit  onderzoek  naar  herbalancering  van  NO‐overproductie 
heeft  mijzelf  ook  lichaamsvloeistoffen  (bloed,  zweet  en  tranen)  gekost,  maar 
uiteindelijk  ben  ik  trots  op  het  resultaat.  Dankzij  steun,  vertrouwen  en 
enthousiasme van een aantal personen op zowel professioneel als persoonlijk vlak 
is mijn proefschrift mede tot stand gekomen. Om het gehele proefschrift in balans 
te houden, mag het dankwoord dan ook wel iets langer zijn.  
 
Graag wil  ik mijn  copromotor  en directe  begeleidster Roos Masereeuw  bedanken 
voor haar professionele bijdrage. Je wist continu een positieve draai te geven aan 
mijn onderzoek en de opmerking van “opgedane ervaring”, nadat  ik mijn  ratten 
per ongeluk met gedetoxificeerde LPS  ingespoten had,  is hier een voorbeeld van. 
Daarnaast  zorgde  je  altijd  dat mijn  artikelen weer  in  balans  kwamen  door  het 
aantal referenties en discussiepagina’s te reduceren. Doordat ik mijn meest recente 
data wilde verwerken in abstracts en posters kwamen deze bestanden vlak voor de 
deadline  in  jouw  inbox terecht. Ondanks de drukte keek  jij het altijd snel en zeer 
nauwgezet  na.  Ik  heb  ontzettend  veel  waardering  voor  jouw  enorme 
doorzettingsvermogen ondanks het feit dat succes niet altijd  in overeenstemming 
is met inzet. 
Peter Pickkers.  Je hebt me geleerd om mijn schroom voor presenteren enigszins  te 
overwinnen door bij mijn presentaties over de hele wereld (als verbaal  talent) op 
de achtergrond aanwezig te zijn. Desondanks zal jij als arts tijdens de verdediging 
van mijn proefschrift waarschijnlijk toch nog twee van de vier SIRS verschijnselen 
kunnen constateren. Jouw onuitputtelijke optimisme was af en toe frustrerend als 
je weer met een brede grijns op je gezicht zei dat het uiteindelijk allemaal wel goed 
zou komen. Hopelijk beantwoordt mijn proefschrift aan jouw slogan: “De mensen 
moeten  het  geïnteresseerd  blijven  lezen  in  een  schuddende metro  van Waterloo 
naar Liverpoolstreet zonder het in de afvalbak te gooien”. 
Frans Russel. Jij hebt me gedurende mijn AIO‐periode altijd de ruimte gegeven om 
mijn eigen weg  in het onderzoek  te kiezen, veel congressen  te bezoeken en extra 
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cursussen  te volgen.  In het proces van mijn promotie was  je zeer kritisch  tijdens 
discussies  en  hakte  jij  op  het  juiste moment  de  knoop  door.  Ik  heb  jouw  raad 
gewaardeerd om mijn hart te volgen als ik voor moeilijke keuzes stond. 
Paul Smits. Doordat  jij mij voorstelde aan Peter voegde  je daad bij woord om het 
fundamentele werk  te koppelen aan het klinische werk. Hierdoor werd het voor 
mij mogelijk om als een van de weinigen vanuit het moleculaire vakgebied deel te 
nemen  aan  patiëntgebonden  onderzoek.  Daarnaast wil  ik  je  bedanken  voor  de 
mogelijkheid die je me hebt gegeven om als docent Toxicologie en Farmacologie te 
werken, waarmee je een brug hebt geslagen die ik van belang vind voor een goede 
balans in het onderwijs. 
Rob  Bos.  Jij  hebt  als  studieleider  aan  de  wieg  gestaan  van  mijn  carrière  in  de 
toxicologie  en  een  belangrijke  invloed  gehad  in mijn verdere  keuzes  binnen het 
vakgebied. Vooral jouw enthousiasme en wijze van lesgeven heeft mij geïnspireerd 
om zelf actief te worden als docent. Ik hoop de komende tijd nog ontzettend veel 
van je te leren, ook al vind jij mij punctueel en rechtlijnig in de beoordeling van de 
tentamens en verslagen van de studenten. Wij vinden dan echter altijd de balans 
bij het toekennen van punten. Ik heb me tijdens mijn studie en periode als AIO (en 
nu als docent) gedragen gevoeld door jouw vertrouwen. 
Hans  van  der Hoeven. Doordat  het UMC  St.  Radboud  vele  Intensive Care Units 
heeft,  was  het  soms  lastig  om  jou  te  vinden  voor  een  handtekening.  Eenmaal 
gevonden was  je  altijd  zeer  geïnteresseerd  en  enthousiast  over mijn  onderzoek. 
Dankzij jouw aandacht voor recente publicaties hebben we een extra “letter to the 
editor” kunnen schrijven.  
Tijn Bouw. Wanneer een referent vond dat er extra informatie nodig was voor een 
artikel, dook  ik urenlang  samen met  jou  in de patiëntendossiers om gegevens  te 
verzamelen, waarvan Peter dacht dat dit een  fluitje van een cent zou zijn.  Je had 
zelfs zoveel compassie met mij dat  je zo  lang mogelijk wachtte  (met name  in de 
avonden en nachten) om mij te bellen, zodat ik niet voor niets met bokalen voor de 
nieuwe patiënt aan kwam rennen.  
Verder wil ik ook alle andere research‐verpleegkundigen en de verpleegkundigen 
van de Intensive Care afdelingen bedanken voor hun bijdrage. 
Geert Poelen. Bedankt dat  jij trouw buiten werktijd  ’s ochtends vroeg en  ’s avonds 
laat naar het dierenlab kwam geracet om samen met mij vol overgave de perfusie‐
experimenten  te  doen.  Verder wil  ik  ook  jouw  collega’s  bedanken  die  vaak  ’s 
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avonds  een  bezoekje  aan  het  dierenlab  kwamen  brengen  om  te  helpen  bij  het 
injecteren. 
Henry Dijkman en Kees Kramers. Jullie hebben met groot enthousiasme meegewerkt 
om  mijn  niercoupes  meer  presentabel  te  maken.  Juist  deze  kunst  in  het  goed 
overbrengen van gegevens maken jullie zeer geschikt voor het onderwijs waarin ik 
Kees nu regelmatig ontmoet.  
Wilbert  Peters  en  Hennie  Roelofs.  Ofschoon  ik  op  de  afdeling  Maag‐,  Darm‐, 
Leverziekten  slechts  aanwezig was  om de GST‐bepalingen uit  te  voeren,  heb  ik 
daar  altijd  een  gezellige  sfeer  aangetroffen  en  een  groot  medeleven  met  de 
voortgang van mijn onderzoek ondervonden. Daarvoor mijn hartelijke dank. 
Annelies  Draisma.  De  momenten  waarop  ik  de  urinemonsters  van  de  LPS‐
tolerantie‐experimenten  kwam  halen,  waren  helaas  vaak  te  kort  om  alle  leuke 
nieuwtjes te horen. Dankzij jouw inzet zijn deze resultaten uiteindelijk in een ander 
manuscript terechtgekomen. 
Han Moshage. Jij bent expert in de regulatie van transporters door iNOS in de lever, 
terwijl ik dit  juist in de nier heb onderzocht. Bedankt voor het  jarenlang opsturen 
van antilichaam  tegen dit enzym en  ik vind het dan ook  leuk dat wij elkaar  toch 
eindelijk nog in levende lijve bij mijn promotie zullen ontmoeten. 
Martijn  Wilmer.  Dankzij  jouw  expertise  in  kleuringen  kon  ik  de  proximale 
tubuluscellen identificeren in de humane urinemonsters. 
Frank van Haren en Norbert Foudraine. Dankzij  jullie onderzoek  in Venlo met zeer 
ernstige septische patiënten heb ik ook eens voor de afwisseling met blauwe urine 
kunnen werken. Frank, ondanks dat wij elkaar alleen op congressen tegenkwamen, 
heeft onze samenwerking toch nog geresulteerd in twee publicaties.  
Janny Peters. Jouw neuriënde muzikale noot zal ik missen en nog mijn excuses voor 
het uit balans brengen van jouw netheid door mijn immense chaos in ons U’tje. 
Petra  van  den  Broek.  Dankzij  jouw  expertise  in  de  HPLC  kon  ik  de  mate  van 
uitscheiding van pravastatine in mijn dierstudies bepalen. 
Frank Wagener. Jouw  interesse  ligt op een ander terrein (HO), maar mede dankzij 
jouw enthousiasme heb  ik hoofdstuk 7 kunnen produceren die de gegevens van 
beide onderzoeken verbindt. 
Alexander en Joris. Jullie zorgden er voor dat de balans weer naar een relaxte sfeer 
doorsloeg als ik met mijn veel te hoge adrenalinespiegel over de afdeling rende en 
bij jullie op de kamer kwam zitten om gebruik te maken van de rustige omgeving 
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om de meeste hoofdstukken van dit proefschrift te schrijven. Joris, leuk dat jij mijn 
promotie zelfs muzikaal gaat afsluiten. 
Mijn stagiaires Arianne, Jochem, Luc en Seil ben ik zeer dankbaar voor hun bijdrage 
aan dit proefschrift.  Jullie hebben ontzettend hard gewerkt  en  ik hoop dat  jullie 
veel hebben geleerd. Arianne  en Luc, waarschijnlijk konden  jullie  aan het  einde 
van jullie stage geen roze meer zien (ook al was het jouw lievelingskleur Arianne). 
Jochem  en  Seil,  samen  met  Roos  hebben  jullie  het  in  vitro‐werk  afgemaakt. 
Ondanks  dat  het  vast  niet  altijd  even  gemakkelijk  is  geweest,  zijn  jullie  toch 
allemaal  inmiddels zelf als AIO begonnen. Verder wil  ik Lianne, Marieke en Renée 
bedanken voor hun praktische bijdrage ook al staat het (nog) niet weergegeven in 
dit  proefschrift.  De  studenten  van  de  Intensive  Care  (Lucas,  Mirrin  en  Kristy) 
hebben zeker ook bijgedragen met hun enthousiasme tijdens de LPS‐experimenten 
en ervoor gezorgd dat de urine niet per ongeluk in de gootsteen belandde.  
Daarnaast wil ik al mijn directe collega’s van de afdeling Farmacologie‐Toxicologie 
bedanken voor alle gezelligheid en samenwerking in de afgelopen jaren. 
Jossie Garthoff. In onze huidige gezamenlijke werksituatie vormen wij een team met 
een goede balans en leren we nog dagelijks van elkaar op grond van onze expertise 
op verschillende  terreinen.  Jij hebt van dichtbij mijn  teleurstellingen meegemaakt 
die bij een promotietraject horen en was een grote steun voor mij.  
Jan Koeman. Ik waardeer het ten zeerste dat jij bereid bent om zitting te nemen in de 
commissie.  Ik zal de zomer van 2007 nooit meer vergeten  toen we samen met de 
“echte”  toxicologie  bezig waren. Daarnaast  heb  jij  ons  de  afgelopen  tijd  enorm 
gesteund als onze kritische safety‐kanttekeningen niet altijd gewaardeerd werden. 
Verder wil  ik  alle  andere  collega’s van Danone Research  ‐ Centre of Specialised 
Nutrition bedanken met wie ik regelmatig ga wandelen om mijn hoofd even vrij te 
maken van alle beslommeringen. 
Lieve Joke. Jij schoot mij als reddende engel te hulp toen de balans dreigde door te 
slaan,  omdat  werd  besloten  de  controleproefpersonen  in  hoog  tempo  te 
onderzoeken.  Bedankt  voor  jouw  vrolijke  lach  op  de werkvloer  en  de  gezellige 
uitstapjes samen met Noa. 
Lieve Sjoerd. Gelukkig is onze vriendschap niet zo toxisch als de samenstelling van 
onze  beide  proefschriften  (ONOO).  Bedankt  voor  jouw  droge  humor  tijdens  de 
koffie in de pauzes en de gezelligheid samen met Viviènne, Bram en Teun tijdens 
de etentjes na werktijd. 
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Lieve Jeroen. Jij wist voor de moleculaire problemen altijd een oplossing waarmee 
ik weer  vooruit  kon.  Daarnaast was  jij  erg  creatief  door mij  een  zelfgemaakte 
pieper  voor  al  die  onverwachte  plassers  te  geven.  Bedankt  voor  de  gezellige 
avonden in “de Aesculaaf” samen met Eefje.  
Lieve  Fons.  Jij  bracht  in  de  héle  vroege  uurtjes  het  complete  IPK  model  in 
gereedheid zodat het zo  soepel als een Citroën draaide.  Jouw nauwgezetheid en 
toewijding gaf mij het vertrouwen dat ik het geheel aan jou zou kunnen overlaten 
zonder dat de balans verstoord zou worden. Ademloos keek ik soms toe hoe jij zo 
in het werk opging dat  ik geen  ademhaling meer hoorde  en me  zorgen maakte 
over  jouw eigen zuurstofgehalte. Jouw nauwgezetheid was ook waardevol bij het 
doornemen van mijn concept‐proefschrift.  Ik waardeer het enorm dat  je ondanks 
jouw  schroom  om  in  de  belangstelling  te  staan  toch  hebt  toegestemd  om mijn 
paranimf te zijn. 
Lieve Miriam. Knallen, dat is het werkwoord dat bij ons beiden past en ik was dan 
ook blij dat jij een jaar na mij begonnen bent op Farmacologie ‐ Toxicologie. Naast 
onze eigen projecten knalden we ook tijdens onze gezamenlijke virusexperimenten 
en organiseerden we als een goed team de NVT‐dagen. Jij was voor mij de perfecte 
controleproefpersoon, omdat  jij de balans van de blaas heel goed onder controle 
had en op aanvraag voor een urinemonster kon zorgen. Daarnaast knalden we ook 
samen  buiten  werktijd  tijdens  de  uitverkoop,  voorbereidingen  van  etentjes  en 
bergtochten.  In al deze contacten hebben we elkaar goed  leren kennen en was  je 
een enorme steun voor me  tijdens de bergen en dalen van de afgelopen  jaren.  Ik 
heb dan ook niet zozeer een collega, maar een supergoede vriendin als paranimf.  
Lieve Jörg. In 3 verschillende talen kan jij me altijd weer aan het lachen maken en ik 
wil je dan ook bedanken voor de gezelligheid en steun van de afgelopen jaren.  
Lieve Esther en Olaf. Onze gezamenlijke groentetuin tijdens mijn AIO‐periode was 
best mooi in balans voor beginnelingen, op het courgettezakje na dat we volledig 
leeg hadden gegooid in de grond. Bedankt voor alle gezellige etentjes.  
Lieve Laurens. We hebben  in een afgesloten periode van meer dan 10  jaar samen 
veel lief en leed meegemaakt. Daarnaast was je samen met Erik, Willemien en Iris 
zeer betrokken bij mijn onderzoek  en prikkelde  je me om uit  te  leggen wat  een 
praktiserende  arts  uiteindelijk met  de  resultaten  van mijn  onderzoek  kon. Veel 
geluk gewenst in de toekomst. 
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Lieve Boukje. Vanaf het kleuterschap spetterden we al samen op het (dans)podium, 
maar  helaas  sta  ik  er  de  komende  ronde  alleen  voor.  Bedankt  voor  je  steun  en 
vriendschap de laatste twee decennia. 
Lieve Nelianne. Ondanks dat onze wegen scheidden na de BGW‐opleiding, ben  je 
altijd nauw betrokken gebleven bij mijn werk als AIO.  Jij bent nu zelf promotie‐
onderzoek  aan  het  verrichten  naar  de  bacteriën  (Gram+)  die  ik  liever  niet 
tegenkwam bij mijn patiënten.  Jouw vrolijke  en oprechte karakter heeft mij veel 
steun gegeven en jij stond altijd klaar om te helpen in drukke of moeilijke tijden.  
Lieve Mariëtte. Zoals je vaak hebt gezegd zal 13 november de éérste dag van de rest 
van mijn  leven zijn. Door de goede zorgen van  jou, René, Ruben en Loes kon  ik 
altijd  met  een  gerust  hart  op  congres  of  andere  tripjes  gaan.  Bedankt  voor  je 
enorme steun, relativerende woorden en leuke momenten tijdens het sporten.  
Verder bedank ik mijn familie en andere vrienden voor alle interesse en steun die 
zij hebben getoond voor mijn onderzoek. 
Lieve Kees‐Michel  en Martijn.  Jullie  hebben  als  oudere  broers  in  onze  kindertijd 
mijn  doorzettingsvermogen  gesterkt  en  deze  eigenschap  is  onmisbaar  voor  een 
AIO. Bedankt voor het vertrouwen en de gezelligheid de afgelopen jaren.  
Lieve pap en mam. Als ouders was het voor  jullie waarschijnlijk al  lang duidelijk 
waar  ik  later  terecht  zou  komen.  Iets  medisch,  aangezien  ik  als  kind  al  een 
gedreven “poppendokter” was en  iets giftigs, aangezien mijn allereerste woordje 
“bah”  was  (tijdens  het  wegplukken  van  de  peuken  van  mijn  vader  uit  de 
prullenbak).  Ik  hoop dat  jullie  bezorgdheid  nu wat  verminderd  is, want de  zin 
“Mens  sana  in  corpore  sano“  heb  ik  regelmatig moeten  horen  tijdens mijn  AIO‐
periode. Mijn dank  aan  jullie  is  nauwelijks  in woorden uit  te drukken, maar  ik 
waardeer het enorm dat  jullie  ieder op  je eigen manier altijd klaar stonden. Jullie 
liefde  is hartverwarmend en  ik kan écht van geluk spreken met  jullie als ouders. 
Lieve Merijn.  Jij  kwam  in mijn  leven  toen  ik  de  allerlaatste  loodjes  nog moest 
verrichten.  Waarschijnlijk  door  jouw  ervaring  (6  x  paranimf),  wist  jij  me  met 
extreem veel positivisme altijd weer op te beuren. Samen met jouw warme familie 
en vrienden was je een enorme steun. Dankzij jou schijnt de zon weer sterker. 
Lieve  Max.  Ondanks  dat  je  graag  in  mijn  laptoptas  lag,  je  extra  transporters 
creëerde door over mijn  toetsenbord  te  lopen en de stapels artikelen hun  functie 
verloren met jou in de buurt, wil ik je bedanken voor je onvoorwaardelijke liefde. 
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Suzanne Heemskerk werd op 9  juli 1979 geboren in ‘s‐Hertogenbosch, Nederland. 
In 1997 voltooide ze het Atheneum β aan het Pierson College in ‘s‐Hertogenbosch. 
Nadat ze was uitgeloot voor de studie Geneeskunde werkte ze van september 1997 
tot augustus 1998 fulltime als voedingsassistente in het Bosch Medisch Centrum in 
‘s‐Hertogenbosch.  In  1998  begon  ze  aan  de  opleiding  Biomedische 
Gezondheidswetenschappen  (tegenwoordig Biomedische Wetenschappen) aan de 
Katholieke Universiteit Nijmegen (tegenwoordig Radboud Universiteit Nijmegen) 
en behaalde ze haar doctoraaldiploma  in augustus 2002. Binnen deze studie koos 
zij  voor  twee  hoofdrichtingen:  Toxicologie  en  Pathobiologie.  Voor  het  eerste 
hoofdvak  liep zij stage op de afdeling Toxicologie aan de Agrarische Universiteit 
van  Wageningen  (tegenwoordig  Wageningen  Universiteit)  waar  zij  onderzoek 
deed  naar  de  effecten  van  een  hoogvet  visolie  of  hoogvet  maïsoliedieet  op 
biomarkers voor colonkanker onder begeleiding van dr. Yvonne Dommels. Voor 
de  scriptie  van  deze  stage won  ze  de Universitaire  Studieprijs  (2001‐2002)  voor 
studenten  Medische  Wetenschappen  uit  Nijmegen.  Voor  het  tweede  hoofdvak 
vervulde zij een stage bij de afdeling Maag‐, Darm‐ en Leverziekten aan het UMC 
St. Radboud. Onder leiding van dr. Geert Wanten deed zij daar onderzoek naar de 
invloed van aminozuren en vetemulsies op de functie van humane neutrofielen. In 
november 2002 begon zij met een door NWO gefinancierd promotieproject aan het 
UMC St. Radboud bij de afdeling Farmacologie‐Toxicologie, onder begeleiding van 
dr. Roos Masereeuw  en prof. dr.  Frans Russel. Een  gedeelte  van  het  onderzoek 
werd uitgevoerd  op de  afdeling  Intensive Care  onder  begeleiding  van dr. Peter 
Pickkers.  De  onderzoeksresultaten  staan  in  dit  proefschrift  beschreven.  Tijdens 
haar  promotieonderzoek  won  ze  verscheidene  prijzen  voor  presentaties  op 
nationale  en  internationale  jaarvergaderingen  van  Intensive  Care‐,  Interne 
Geneeskunde‐ en Farmacologieverenigingen. Zij voltooide tevens de postdoctorale 
opleidingen  tot  toxicoloog  en  farmacoloog,  en  in  juni  2006  organiseerde  zij  het 
congres  voor  AIO’s  van  de  Nederlandse  Vereniging  voor  Toxicologie.  Sinds 
september 2006 werkt zij als klinisch toxicologe bij Danone Research – Centre for 
Specialised  Nutrition  (vroeger  Numico  Research)  in  Wageningen.  Samen  met 
Jossie Garthoff is zij verantwoordelijk voor de ontwikkeling van veilige medische 
voeding  en  voedingsproducten  voor  baby’s.  Daarnaast  levert  zij  sinds  februari 
2007 parttime een bijdrage als wetenschappelijk docent aan het onderwijs van de 
afdeling Farmacologie‐Toxicologie aan het UMC St. Radboud. 
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Suzanne Heemskerk was  born  on  the  9th  of  July  1979  in  ‘s‐Hertogenbosch,  The 
Netherlands.  She  finished  her  secondary  education  at  the Pierson College  in  ‘s‐
Hertogenbosch  (Atheneum  β)  in  1997.  After  she  was  drawn  out  for  Medical 
Sciences, she worked from September 1997 to August 1998 full‐time as a dietician 
assistant at  the Bosch Medical Centre  in  ‘s‐Hertogenbosch.  In 1998 she began her 
study Biomedical Health Sciences  (currently Biomedical Sciences) at  the Catholic 
University of Nijmegen (presently Radboud University Nijmegen) and graduated 
in August 2002. In this period, she did two Majors: Toxicology and Pathobiology. 
Her  first  research  internship,  concerning  the  effects of high  fat  fish oil  and high 
corn oil diets on biomarkers for coloncancer, was carried out at the Department of 
Toxicology of  the Agricultural University of Wageningen  (currently Wageningen 
University)  supervised  by  dr.  Yvonne  Dommels.  This  internship was  awarded 
with  the  University  Study  Award  2001‐2002  for  Medical  Science  students  of 
Nijmegen. The second research internship concerned the influence of amino acids 
and lipid emulsions on the function of the human neutrophil, and was carried out 
at  the  Department  of  Gastroenterology  of  the  Radboud  University  Nijmegen 
Medical Centre, supervised by dr. Geert Wanten. In November 2002 she started a 
project  that  was  financially  supported  by  the  Dutch  Organisation  of  Scientific 
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Chapter 2 
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Figure  2.5.  Protein  pattern  of  urine  samples.  (E  and  F)  Identification  of  proximal 
tubule  cells  in  urinary  sediments  of  both  healthy  volunteers  after  LPS  treatment  and  of 
patients with  sepsis  (data  not  shown)  by  lectins  (E)  and megalin  antibody  (F).  Proximal 
tubule cells were positive for both ECA (FITC coupled) and SJA (rhodamine coupled) and 
stain positive for megalin. DNA was stained with DAPI 
 
Chapter 7 
 
Figure 7.2. Comparison of proximal  tubular damage between WH and TR‐  rats 
during endotoxemia. (Histological examination 12 hours after LPS revealed no damage to 
the renal proximal tubules in TR‐ rats B; 200 x magnification  and C; 400 x magnification). 
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Chapter 9 
 
Figure  9.7.  Scheme  illustrating  the  proposed  sequence  of  events  by  which 
inflammatory mediators increase P‐gp‐mediated transport in GERP cells. 
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Figure  10.1.  Regulation  drug  transporters  in  liver  (A)  and  kidney  (B)  during 
inflammation
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